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RESUME 
 
A l’inverse du modèle considérant les membranes plasmiques comme une « mosaïque 
fluide », de nombreuses données dans la littérature montrent l’existence d’une 
compartimentation latérale au sein même de la membrane, définie par la notion de domaines. 
Parmi ces domaines, une grande attention a été portée ces dernières années à des domaines 
membranaires particuliers, les « rafts ». Ces domaines enrichis en cholestérol et 
sphingolipides seraient impliqués dans certains processus de signalisation cellulaires qui 
nécessitent un transfert de l’information à la fois spécifique et efficace. C’est le cas 
notamment des RCPG qui relaient un message extracellulaire vers l’intérieur de la cellule en 
nécessitant l’interaction de nombreux partenaires.  
Dans cette étude, le rôle de l’environnement lipidique sur l’activité de deux RCPG, les 
récepteurs humains µ et δ aux opioïdes (hMOR et hDOR) a été recherché. Le cholestérol a été 
l’objet d’une attention particulière, puisqu’il serait un composant important dans la formation 
des rafts.  
Des fractions enrichies en cholestérol (DRM) ont été analysées après extraction à froid 
en TX-100 de membranes cellulaires et la présence des récepteurs hMOR ou hDOR a été 
recherchée. Les données indiquent que peu de hDOR et hMOR sont retrouvés dans ces 
fractions à l’état basal. En revanche, la redistribution d’une partie de ces récepteurs dans les 
DRM est observée après activation par leur ligand agoniste et cette réorganisation est 
dépendante de l’association des récepteurs aux protéines G.  
Les données de pharmacologie obtenues après modulation de la teneur en cholestérol 
des membranes contenant ces récepteurs ont montré clairement un effet de la déplétion en 
cholestérol sur la fonctionnalité de hMOR et hDOR. Nous avons montré que ces derniers 
existeraient dans la membrane dans des états conformationnels distincts dont certains sont 
dépendants de la quantité de cholestérol pour le maintien de leurs caractéristiques 
pharmacologiques.  
Enfin, pour mieux cerner le rôle du cholestérol dans la distribution et l’activité des 
récepteurs, l'influence d’un autre stérol, l’ergostérol, a été étudié. Une modulation éventuelle 
de l’activité du récepteur hDOR par l’épaisseur de la membrane a été analysée. Des fusions 
entre des fractions membranaires contenant le récepteur hDOR et des liposomes constitués de 
lipides de longueur de chaînes variables ont été réalisées. Elles ont permis parfois la 
reconstitution du hDOR sous une forme fonctionnelle apte à reconnaître leur antagoniste. 
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 Introduction générale aux récepteurs couplés aux protéines G  
 
1. Introduction 
 
1.1 Généralités sur les RCPG 
 
 La membrane plasmique d’une cellule forme une barrière séparant le milieu 
intracellulaire du milieu extracellulaire. Or des nutriments et de nombreuses informations 
doivent être captées et transmises par les cellules cibles de l’organisme. C’est pourquoi les 
membranes cellulaires, en plus d’accepter sous certaines conditions des transferts passifs de 
certaines molécules, présentent à leur surface des protéines spécifiques capables d’assurer 
différentes fonctions. Les récepteurs couplés aux protéines G (RCPG) en font partie et 
constituent l’une des plus grandes familles de protéines. Chez les mammifères, ils 
représentent 5% des protéines cellulaires totales et plus de 1% du génome humain. Ces 
récepteurs peuvent répondre à de multiples ligands, tels que des phéromones, des peptides, 
des hormones, des protéines telles que des facteurs de croissance, des photons, des ions… 
(Figure 1). Bien qu’à ce jour de plus en plus de signalisations des RCPG ne passent plus par 
la protéine G, il faut cependant reconnaître qu’ils exercent la plupart de leurs effets cellulaires 
en stimulant l’échange GDP-GTP, étape clef du cycle d’activation des protéines G. Ces 
protéines G sont hétérotrimériques : elles sont composées d’une sous-unité Gα à activité 
GTPasique et de deux sous-unités Gβ/γ indissociables. Les RCPG contrôlent, au travers de 
l’activation des protéines G après fixation d’un ligand agoniste sur le récepteur, le 
déclenchement de plusieurs cascades de signalisation en modulant l’activité de différents 
effecteurs tels que des enzymes (adénylate cyclases, phosphodiestérases, phospholipases, etc.), 
des canaux ioniques (Ca2+, K+), des transports vésiculaires et des kinases (Figure 1). Ils 
entrent en jeu dans des processus physiologiques très variés comme la vision, l’olfaction, la 
digestion, l’immunité, la nociception, la croissance cellulaire, … 
De part leur importance, leur diversité et leurs fonctions, ils sont également impliqués 
dans de nombreuses pathologies (cancers, troubles neurologiques et cardiovasculaires, 
infections bactériennes et virales). Ceci peut être dû à des mutations affectant l’activité de ces 
récepteurs ou à des surexpressions. C’est pourquoi les RCPG constituent une cible 
pharmacologique importante, représentant environ 50% des médicaments actuellement sur le 
marché (Marinissen and Gutkind 2001). 
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Figure 1 : Schéma représentant les différents partenaires impliqués dans la transduction du signal via les 
récepteurs couplés aux protéines G (d’après (Bockaert 1996)). 
 
 
 
1.2 Le système opioïde 
 
Dans ce travail, nous nous sommes intéressés au système opioïde, plus 
particulièrement au récepteur δ (DOR) et à un degré moindre au récepteur µ (MOR). 
Les substances opiacées sont les principaux agents utilisés dans le traitement contre la 
douleur aigue. La morphine, alcaloïde extrait de l’opium du pavot Papaver somniferum, en est 
le représentant le plus connu, et est un agoniste spécifique de MOR. La mise en évidence, au 
niveau du système nerveux central, de récepteurs capables de lier spécifiquement de telles 
substances, résulte d’expériences de liaison de radioligands opioïdes menées 
concomitamment il y a une trentaine d’années par des équipes suédoises et américaines (Pert 
and Snyder 1973 ; Simon et al. 1973; Terenius 1973). Sur la base de divers effets 
pharmacologiques observés en présence de différentes substances opiacées ou de leurs 
dérivés, il a été postulé l’existence de plusieurs types de récepteurs opioïdes.  
 La famille des récepteurs aux opioïdes a donc été ainsi identifiée et est composée de 
principalement 3 membres, δ, µ et κ (DOR, MOR, KOR). Ils sont impliqués dans de 
nombreux évènements biologiques : nociception, stress, humeur, locomotion, fonctions 
respiratoires, libération de neurotransmetteurs, … (Waldhoer et al. 2004). L’activation de ces 
récepteurs est réalisée par des peptides endogènes sélectifs (enképhalines (DOR), dynorphines 
(KOR) et β-endorphines (MOR)) qui sont produits naturellement par le système nerveux 
central principalement, et ils produisent le même effet que les molécules alcaloïdiques 
Photon      Ca++         Phéromones     Petites molécules endogènes    Protéines 
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exogènes qui peuvent être sélectives telles que la morphine (MOR) ou non sélectives telles 
que la méthadone (agoniste DOR, MOR, KOR) et la diprénorphine (antagoniste DOR, MOR, 
KOR) (Janecka et al. 2004; Waldhoer et al. 2004).  
 
 
2. Structure et classification des RCPG 
 
2.1 Organisation générale 
 
Les premiers gènes codant pour des RCPG ont été clonés dans les années 80. Des 
études par homologie de séquence, basées sur la présence de sept segments 
transmembranaires, ont permis l’identification de plusieurs centaines de nouveaux gènes 
répondant à ce critère. Ces récepteurs ont tous une structure similaire avec sept segments 
transmembranaires (TM I à VII) organisés en hélice reliés par trois boucles extracellulaires 
(e1, e2, e3) et trois boucles intracellulaires (i1, i2, i3), et une extrémité amino-terminale 
externe et une extrémité carboxy-terminale cytoplasmique (Figure 2A).   
 
Compte tenu de la longueur de la boucle i3, bien supérieure au double des boucles i1 
et i2 (Figure 2B), il est admis aujourd’hui que lors de l’activation cette boucle i3 se trouve 
immobilisée par une interaction avec la protéine G et par analogie au récepteur b 2-
adrénergique un changement conformationnel important des TM VI et VII par rapport aux 
TM I à V doit être induit lors de la fixation de l’agoniste (Cherezov et al. 2007; Kobilka and 
Deupi 2007; Rosenbaum et al. 2007).  
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Figure 2 : Représentation schématique 2D d’un RCPG dans la membrane plasmique (D'après (Spiegel 
1996)).  
A/ vue de côté. 
B/ vue de dessus. 
 
 
2.2 Classification des RCPG 
 
Les analyses de leur séquence primaire et la localisation du site de liaison de l’agoniste 
ont permis la classification des RCPG en 3 principales familles.  
La famille 1 comprend la majorité des RCPG (environ 90 %) et notamment la rhodopsine. Ce 
sont les récepteurs de certains composés aminés, puriques, lipidiques, ou de peptides, 
glycoprotéines et protéases, ainsi que des récepteurs sensoriels spécifiques des stimuli 
olfactifs, gustatifs et visuels (Buck and Axel 1991). Cette famille peut être subdivisée en trois 
sous groupes :  
Le groupe 1a correspond aux RCPG liant des petits ligands qui viennent se fixer au niveau du 
domaine transmembranaire. Ce groupe comprend notamment le récepteur à la rhodopsine et 
5 
3 
6 
4 2 
7 
1 
 
 
i1 i2 
e1 
A 
B 
COOH 
NH2 
i3 
e2 
e3 
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les récepteurs β-adrénergiques. Le site de liaison du ligand est localisé entre les domaines 
transmembranaires qui constituent le « corps central » des RCPG. 
Le groupe 1b comprend la plupart des RCPG fixant des peptides dont le site de liaison du 
ligand est localisé au niveau du domaine N-terminal, des boucles extracellulaires et des 
domaines transmembranaires situés à la frontière avec la surface extracellulaire. 
Le groupe 1c est composé des RCPG liant des grosses hormones glycoprotéiques comme la 
LH (Hormone Luténeisante) ou la TSH (Hormone ThyréoStimulante) et possède la 
particularité d’avoir un long domaine N-terminal. La liaison de l’agoniste se fait 
essentiellement au niveau du domaine N-terminal mais aussi avec les première et troisième 
boucles extracellulaires. 
La famille 2 comprend le plus petit nombre de RCPG et se caractérise par des similarités de 
morphologie avec le groupe 1c mais ne présente aucune homologie de séquence avec ce 
groupe. Cette famille rassemble les récepteurs de certaines hormones de haut poids 
moléculaire comme le glucagon, la sécrétine ou la calcitonine. Le site de liaison se situe au 
niveau du domaine N-terminal, au moins la boucle externe e1 et peut-être TM1. 
La famille 3 est composée des récepteurs métabotropiques du glutamate, d’un récepteur au 
calcium, des récepteurs GABAb du GABA et d’une sous-famille de récepteurs des 
phéromones. Cette famille se caractérise par un domaine N-terminal particulièrement long au 
niveau duquel le ligand peut venir se fixer (Bockaert and Pin 1999). 
 
 
2.3 Structure tridimensionnelle des RCPG   
 
La rhodopsine, qui est le récepteur visuel des cellules en bâtonnet de la rétine, a été le 
premier RCPG dont la structure a été déterminée. Ce récepteur est cependant singulier dans le 
sens où son ligand, le 11-cis-rétinal, est lié de façon covalente à une lysine du segment 
transmembranaire VII de la rhodopsine. Au niveau basal, le récepteur lié au 11-cis rétinal 
correspondrait à un RCPG liant un agoniste inverse car il n’a aucune activité constitutive. 
Ainsi, sous l’action d’un photon, son chromophore, le 11-cis-rétinal, s’isomérise en 11-trans-
rétinal. La rhodopsine est alors activée et permet la transduction du signal. Des expériences 
biochimiques et de mutagenèse ont fourni les bases de la structure et des propriétés 
fonctionnelles des RCPG. La résolution de la structure cristalline de la rhodopsine non activée 
à 2.8 Å (Palczewski et al. 2000), représentée sur la figure 3, a permis de corroborer l'existence 
des sept domaines transmembranaires et leur arrangement, qui avaient été prédits à partir 
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d’études biochimiques et biophysiques menées sur des récepteurs sauvages ou mutés 
(Baldwin et al. 1997; Herzyk and Hubbard 1998).  
  
   
Figure 3 : Structure cristallographique de la rhodopsine bovine à 2.8 Å de résolution (d’après Palczewski 
et al. 2000). 
A/ Vue parallèle au plan de la membrane  
B/ Vue dans le plan de la membrane depuis le coté cytoplasmique 
 
 
Cependant cette structure a également révélé la présence d’une huitième hélice α au 
niveau de l’extrémité C-terminale de la rhodopsine et de sites de palmitoylation qui 
engendreraient une quatrième boucle intracellulaire. Depuis lors, la résolution de cette 
structure a servi de base à de nombreuses études de modélisation moléculaire concernant 
d’autres RCPG (Chaturvedi et al. 2000 ; Xie et al. 2003), puisque la rhodopsine était le seul 
RCPG dont la structure avait pu être déterminée à haute résolution, jusqu’à la résolution 
récente de la structure du récepteur β2 adrénergique (Cherezov et al. 2007). Le laps de temps 
entre la purification du récepteur β2 adrénergique et l’obtention de sa structure 
tridimensionnelle à haute résolution met évidemment en exergue la difficulté de cristalliser 
des protéines membranaires. L’une des premières raisons est que contrairement à la 
rhodopsine, qui est la protéine membranaire la plus abondante de la rétine, les autres RCPG 
sont généralement exprimés à de faibles taux. Toutefois, au-delà de la difficulté de pouvoir 
surexprimer ces récepteurs, leur purification et leur reconstitution conformationnelle active 
reste une étape critique. En effet, leur faible stabilité en détergent entraîne leur dénaturation 
ou leur précipitation, rendant des essais de cristallisation impossibles à mener. Cette 
instabilité résiderait principalement dans le fait que les RCPG, qui sont activés par des ligands 
diffusibles, sont structurellement plus flexibles et existeraient sous de multiples 
A B 
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conformations en équilibre (Kobilka and Deupi 2007). Contrairement à ces derniers, la 
rhodopsine est liée au 11-cis-rétinal de façon covalente et sa structure n’a été résolue que dans 
cette conformation basale. Cette structure ne rend donc pas compte des différents états 
conformationnels de chaque récepteur durant leur activation. La détermination de la structure 
cristalline du récepteur β2 adrénergique à 2.4 ou 3.8 Å de résolution apporte donc de 
nouveaux éléments concernant la structure globale des RCPG mais également sur le site de 
liaison des ligands (Cherezov et al. 2007 ; Rosenbaum et al. 2007). Le récepteur β2 
adrénergique a été cristallisé soit en générant une protéine de fusion dans laquelle la troisième 
boucle intracellulaire du récepteur a été remplacée par le lysozyme T4, soit en présence d’un 
anticorps dirigé contre cette boucle i3 (Rosenbaum et al. 2007). En effet, la troisième boucle 
intracellulaire (certainement responsable de l’interaction avec les protéines G) serait à 
l’origine de l’impossibilité de cristalliser le récepteur sauvage. Son remplacement par le 
lysozyme T4 ou son immobilisation par un anticorps affin à cette boucle ont permis de 
stabiliser les hélices 5 et 6 flexibles, facilitant ainsi la nucléation cristalline.  
Ce récepteur chimérique a été cristallisé (en présence d’un ligand agoniste inverse 
partiel) dans une phase lipidique cubique contenant 30% de cholestérol (Figure 4). Le 
cholestérol s’est en effet révélé être un composant indispensable pour la cristallisation.  
 
 
                           
Figure 4 : Structure cristallographique du récepteur humain β2 adrénergique chimérique à 2.4 Å de 
résolution (d’après (Cherezov et al. 2007)). Les deux récepteurs (en bleu) sont représentés avec leur ligand 
(en vert) et sont enchâssés dans une membrane lipidique avec du cholestérol (en orange). 
 
 
Cependant le rôle du cholestérol dans la stabilité structurale du récepteur sous forme 
de dimères est spéculatif bien que de nombreuses études pharmacologiques montrent une 
implication du cholestérol dans la fonctionnalité du récepteur β2 adrénergique (Ostrom et al. 
2002; Xiang et al. 2002).  
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Toutefois, contrairement à la rhodopsine, la substitution de la troisième boucle 
intracellulaire par le lysozyme T4, empêche le couplage de cette protéine chimérique avec les 
protéines G et limite donc son analyse structurale des interactions avec ces protéines 
(Rosenbaum et al. 2007). Le récepteur β2 adrénergique et la rhodopsine ont été cristallisés en 
présence de ligands différents, qui étaient tout deux des agonistes inverses, mais la différence 
d’état conformationnel résultante entre ces deux RCPG ouvre donc la voie à des études de 
modélisations moléculaires plus fines dans le cadre de criblage de ligands (Cherezov et al. 
2007).  
Comme nous venons de le décrire, la stabilisation d’une structure définie pour ces 
récepteurs est cruciale pour permettre leur cristallisation. Les stratégies mises en œuvre 
jusqu’ici impliquent notamment la liaison ou l’insertion de protéines stabilisant une de ces 
conformations. L’identification des interactions entre les chaînes latérales impliquées dans 
l’arrangement conformationnel des hélices pourrait permettre de trouver des sites de mutation 
qui stabiliseraient le récepteur en contraignant les mouvements des hélices. Ceci a été réalisé 
par Serrano-Vega et son équipe qui ont étudié le récepteur β1 adrénergique d’érythrocytes de 
dinde et ont développé une stratégie permettant de mesurer la stabilité thermique de ce 
récepteur solubilisé en détergent (Serrano-Vega et al. 2008). La génération de mutants de ce 
récepteur leur a permis d’identifier 6 mutations, qui combinées entre elles, stabilisent de façon 
importante la structure du récepteur. Cette nouvelle approche de thermo-stabilisation 
conformationnelle apparaît donc prometteuse pour faciliter la cristallisation des protéines 
membranaires (Serrano-Vega et al. 2008).   
 
 
2.4 Oligomérisation 
 
 Les RCPG ont longtemps été considérés fonctionner sous forme de monomères, selon 
le modèle un ligand - un récepteur - une protéine G (Breitwieser 2004). Malgré que ce modèle 
reste encore possible (Chabre and le Maire 2005), de nombreuses études tendent à le remettre 
en question. En effet, il a été mis en évidence par des techniques invasives de 
coimmunoprécipitation, ou de complémentation après surexpression des récepteurs chimères 
ou mutés, par transfert d’énergie de fluorescence (FRET) et par bioluminescence (BRET), que 
de nombreux RCPG pouvaient exister sous forme d’homodimères, d’hétérodimères, ou de 
multimères (Milligan and Bouvier 2005).  
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  La construction de récepteurs chimériques a permis de proposer des modèles de 
formation de ces dimères. Maggio et son équipe ont crée deux récepteurs chimériques, le 
premier est le récepteur muscarinique m3 dans lequel les domaines transmembranaires 6 et 7 
ont été remplacés par ceux du récepteur α2 adrénergique. Le second est la fusion des domaines 
transmembranaires 1 à 5 du récepteur α2 adrénergique avec les domaines 6 et 7 du récepteur 
muscarinique m3. Ils ont montré que ces récepteurs chimériques, transfectés séparément dans 
des cellules COS-7, ne sont pas fonctionnels. En revanche, leurs propriétés pharmacologiques 
respectives sont restaurées lorsque ceux-ci sont coexprimés dans les mêmes cellules. En effet, 
les paramètres de liaison obtenus après liaison des ligands agonistes spécifiques soit du 
récepteur muscarinique m3 soit du récepteur α2 adrénergique dans les cellules coexprimant ces 
chimères sont similaires à ceux des récepteurs sauvages. Ces résultats semblent donc indiquer 
l’existence d’une interaction au niveau moléculaire entre ces chimères (Maggio et al. 1993). 
Des études de dynamique moléculaire ont conduit à proposer un modèle d’interaction entre 
ces deux récepteurs chimériques, permettant d’expliquer les résultats obtenus par Maggio et 
son équipe lors de l’échange de domaines (« domain swapping ») comme le montre la figure 
5A (Gouldson et al. 2000). La figure 5B montre les sites d’interactions possibles entre les 
deux récepteurs sauvages. Ce modèle pourrait s’appliquer à d’autres RCPG. Dans les deux 
cas, les domaines transmembranaires 5 et 6 semblent impliqués dans l’interaction 
interdimérique (Bouvier 2001). 
 Une question sous-jacente à ce phénomène de dimérisation de récepteurs et à la 
signalisation qui leur est associée est la stoechiométrie récepteur/protéine G. Nous avons vu 
précédemment que la résolution des structures cristallographiques de ces protéines permettait 
difficilement d’envisager l’interaction d’un seul récepteur avec une protéine G. Plusieurs 
études tendraient à montrer une stoechiométrie deux récepteurs/une protéine G 
hétérotrimérique. Dans le cas de la rhodopsine, des études de microscopie à force atomique 
(AFM) ont permis de déterminer que cette protéine était présente de façon majoritaire sous 
forme de dimère dans les membranes des bâtonnets rétiniens de souris (Liang et al. 2003). 
Ces résultats permettent de corroborer les données issues de la résolution de la structure de la 
rhodopsine bovine et de sa protéine G, la transducine. Une autre étude, combinant des 
approches biochimiques et biophysiques (binding du [35S]-GTPγS, dichroïsme circulaire, 
spectroscopie de fluorescence, spectrométrie de masse et diffusion de neutrons aux petits 
angles), et menée sur le récepteur BLT1
 
au leucotriène B4, a également permis d’établir que 
ce récepteur existait sous la forme pentamérique (BLT1-LTB4)2/ G αi2β1 g 2 (Baneres and 
Parello 2003). 
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Figure 5 : Modèles de dimérisation des RCPG. Les sept domaines transmembranaires (1 à 7) du récepteur 
muscarinique m3 (en blanc) et du récepteur α2 adrénergique (en rouge) sont représentés.  
A/ Modèle d’échange de domaines  
B/ Modèle de contact de domaines 
(d’après (Bouvier 2001)).  
 
 
2.5 Cas des récepteurs opioïdes  
 
Au-delà de l’identification de ces récepteurs sur la base de leur localisation et de leurs 
propriétés pharmacologiques propres, le clonage de ces derniers a permis d’ouvrir de 
nouvelles voies de recherche visant à améliorer la compréhension des relations 
structure/fonction de ces protéines. 
Deux groupes indépendants ont cloné le premier récepteur aux opioïdes au début des 
années 90 : il s’agit du récepteur δ aux opioïdes murin (Evans et al. 1992; Kieffer et al. 
1992 ). Les récepteurs µ et κ ont ensuite été clonés sur la base de leur homologie de séquence 
avec le récepteur δ aux opioïdes. Les analyses d’hydrophobicité des séquences primaires des 
récepteurs aux opioïdes clonés ont montré qu’ils appartiennent à la famille des récepteurs à 
sept domaines transmembranaires et font partie de la même famille de RCPG que la 
rhodopsine (Famille 1a) (Quock et al. 1999). 
 
  
 
11 
                  
Figure 6 : Structure bidimensionnelle du récepteur δ aux opioïdes. Les cercles gris indiquent les résidus 
conservés entre les trois types de récepteurs opioïdes et les cercles noirs représentent les résidus hautement 
conservés dans la même classe que la rhodopsine. Les domaines transmembranaires sont indiqués par des 
chiffres romains (d’après (Kane et al. 2006)). 
 
 
La figure 6 représente un modèle d’arrangement des acides aminés constituant la 
séquence du récepteur δ aux opioïdes et fait apparaître les domaines extracellulaires, 
intracellulaires et transmembranaires. Les résidus montrés en gris et en noir sont les acides 
aminés conservés entre les trois types de récepteurs opioïdes, révélant une homologie de 
séquence primaire de 65%. Leur homologie est encore plus marquée au niveau des boucles 
intracellulaires (environ 90%), au contraire des boucles extracellulaires (EL-II et EL-III) et 
des extrémités C- et N- terminales au niveau desquelles elle est quasi-nulle. On peut encore 
constater que la boucle IL-III est bien plus longue que les boucles IL-I et IL-II. De la même 
façon, les hélices transmembranaires II, III et VII présentent une forte identité de séquence 
(de l’ordre de 75%) contrairement aux autres hélices (Chen et al. 1993 ; Law et al. 1999). Ces 
observations suggèrent une possible organisation fonctionnelle dans laquelle une poche 
similaire de liaison au ligand formée par les 7 hélices transmembranaires existerait pour les 
trois types de récepteurs aux opioïdes. En revanche, la faible homologie de séquence trouvée 
notamment au niveau des boucles extracellulaires et de l’extrémité N-terminale serait à 
l’origine des variations de propriétés de liaisons entre les divers ligands opioïdes et 
permettrait de définir leur sélectivité envers les récepteurs µ, δ et κ (Metzger and Ferguson 
1995). La sélectivité des ligands agonistes pour les récepteurs µ, δ et κ a été attribuée plus 
précisément à différentes boucles extracellulaires. Les boucles EL-I et EL-III seraient 
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impliquées dans le maintien de l’affinité du récepteur µ pour des ligands sélectifs et non 
sélectifs (Dietrich et al. 1998), tandis que seule la boucle EL-III serait impliquée dans cette 
sélectivité pour le récepteur δ (Meng et al. 1996).      
 
 
Après la découverte de RCPG capables de former des dimères, de nombreuses études 
ont cherché à déterminer l’existence d’homo- et d’hétéro-dimères entre les trois principaux 
récepteurs opioïdes. Le récepteur δ aux opioïdes semblerait homodimériser, cependant le rôle 
de l’action d’un ligand agoniste sur la formation de dimères est controversé (Cvejic and Devi 
1997 ; McVey et al. 2001). Par ailleurs, ce récepteur serait également capable de former des 
hétérodimères avec les autres sous-types de récepteurs opioïdes. Jordan et Levi ont montré 
que les récepteurs δ et κ coexprimés dans des cellules CHO et fonctionnels pouvaient 
s’hétérodimériser et ce complexe possède des propriétés de liaison de ligands différentes de 
chaque récepteur pris individuellement. L’hétérodimère a une faible affinité pour les ligands 
sélectifs des deux protomères, en revanche la haute affinité est restaurée sous l’action 
simultanée des deux ligands sélectifs, ce qui a amené les auteurs à envisager une coopérativité 
positive entre les deux récepteurs (Jordan and Devi 1999). De la même manière, des 
hétérodimères δ/µ ont également été observés (George et al. 2000 ; Gomes et al. 2000 ; Law 
et al. 2005 ; Snook et al. 2006 ; 2008). Snook et ses collaborateurs ont tenté d’explorer 
l’impact fonctionnel de l’hétérodimérisation et les interactions récepteur/protéine G. Dans ce 
but, les récepteurs µ et δ ont été fusionnés avec une protéine Gαi insensible à la toxine 
pertussique. Les auteurs ont coexprimé le récepteur µ fusionné à une protéine Gαi avec le 
récepteur δ sauvage ou inversement ; ou bien ont coexprimé les deux récepteurs fusionnés 
chacun à différents sous-types de protéine Gαi (Snook et al. 2006 ; 2008). Ces travaux ont 
montré que la sous-unité α de la protéine G fusionnée à un des deux récepteurs pouvait 
interagir de façon directe avec le récepteur non fusionné à une protéine G, mettant ainsi en 
exergue une proximité spatiale entre les récepteurs µ et δ, plutôt qu’un phénomène d’échange 
de domaine. De plus, l’augmentation de l’activité associée à ces deux récepteurs serait régie 
par deux mécanismes distincts et mettant ainsi en évidence une transactivation asymétrique 
des protéines G. En effet, l’augmentation de l’activité du récepteur µ requiert une 
conformation active du récepteur δ et passe par l’activation de la protéine G fusionnée à ce 
dernier, tandis que le récepteur δ active directement la protéine G à laquelle il est fusionné 
(Snook et al. 2006 ; 2008).    
Des hétérodimères peuvent également se former entre des RCPG de classe différente 
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comme en témoigne l’hétérodimérisation du récepteur β2-adrénergique avec les récepteurs 
aux opioïdes δ et κ. Leurs affinités pour les ligands et leur capacité de couplage ne semblent 
pas les affecter de façon significative, tandis que dans le cas du dimère δ/β2-adrénergique, leur 
internalisation semble modifiée (Jordan et al. 2001). 
Ce type d’association pourrait ainsi moduler les propriétés de liaison de certains 
ligands, l’interaction avec les protéines G et donc la transduction du signal. Ce potentiel 
d’oligomérisation constituerait un niveau supplémentaire de régulation et de réponse des 
RCPG.  
 
 
3. Les mécanismes de la transduction du signal des RCPG 
 
3.1 Les protéines G hétérotrimériques 
 
Les protéines G sont toutes sous une forme hétérotrimérique, constituées par la sous-
unité α et les sous-unités βγ, qui sont sous forme d’hétérodimère. Leur activation, après 
fixation d’un ligand agoniste sur le récepteur, va leur permettre de s’activer et d’interagir avec 
leurs effecteurs spécifiques et de générer ainsi la cascade de signalisation.   
La complexité et la spécificité de réponse dépendent en partie de la diversité des sous-
unités des protéines G. De nombreuses sous-unités ont été clonées, dont 28 sous-unités α 
(produits de 16 gènes et des variants d’épissage), 5 sous-unités β et 12 sous-unités γ, et de 
masse moléculaire d’environ 39-45, 35-39 et 6-8 kDa respectivement. Les sous-unités α sont 
réparties en 4 groupes : Gs, Gi/o, Gq, et G12/13 (Kristiansen 2004).  
D’après leur séquence, les protéines G sont des protéines solubles. Cependant, elles 
possèdent des modifications post-traductionnelles leur permettant d’avoir un ancrage à la 
membrane, optimisant leur interaction avec les RCPG et leurs effecteurs du fait des rencontres 
dans un espace bidimensionnel. Ainsi, les sous-unités α sont myristoylées (C14:0) sur un 
résidu glycine situé à l’extrémité N-terminale. Les sous-unités αi sont également palmitoylées 
(C16:0) sur un résidu cystéine. Certaines sous-unités sont palmitoylées une seule fois (Gαs et 
Gα12), tandis que d’autres le sont deux fois (Gαq et Gα13) (Chen and Manning 2001). Les 
sous-unités γ sont également modifiées au niveau de l’extrémité carboxy-terminale par la 
fixation de groupements poly-isoprénoïdes (farnésyl ou géranyl-géranyl) sur un résidu cystéyl 
(Figure 7). Les sous-unités β ne présentent quant à elles aucune modification post-
traductionnelle (Milligan and Kostenis 2006).  
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Figure 7 : Modifications post-traductionnelles des protéines G. Les différentes acylations portées par les 
protéines G, avec les acides aminés sur lesquels elles sont liées sont représentées. 
A/ N-myristoylglycine; 
B/ S-palmitoylcystéine; 
C/ S-farnésylcystéine 
D/ S-géranylgéranylcystéine. 
 
Les structures tridimensionnelles de plusieurs protéines G ont été déterminées en 
présence de GDP ou de GTP, révélant des différences structurales entre ces conformations 
(Sprang 1997; Oldham and Hamm 2006). La structure de la sous-unité α montre qu’elle 
possède un domaine GTPasique impliqué dans la liaison et l’hydrolyse du GTP et un domaine 
en hélice qui permet de maintenir le GTP dans le cœur de la protéine. La sous-unité β est 
constituée de 7 feuillets b  et son extrémité N-terminale est structurée en hélice a  et forme un 
domaine « coiled-coil » avec l’extrémité N-terminale de la sous-unité g  (Figure 8). La 
résolution de structures tridimensionnelles d’hétérotrimères de protéines G a permis 
l’identification de sites d’interaction entre la sous-unité a  et le dimère β g , qui sont, dans le cas 
de la sous-unité a , l’extrémité N-terminale et la boucle II comme le montre pour exemple la 
figure 8 représentant la rhodopsine et sa protéine G associée (Wall et al. 1995 ; Lambright et 
al. 1996).  
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Figure 8 : Structure tridimensionnelle de la rhodopsine et de sa protéine G associée, la transducine. 
La sous-unité α comprend un domaine en hélice (violet) et un domaine GTPasique (bleu foncé) contenant 3 
boucles flexibles (I, II et III) et liant une molécule de GDP (rouge). Les sous-unités β et γ sont représentées 
en vert et en jaune respectivement. Les sites de contacts entre la protéine G et le récepteur sont indiqués en 
rose et en bleu ciel. Les modifications post-traductionnelles de la transducine ne sont pas représentées 
(D’après (Oldham and Hamm 2008)). 
 
 
Des sites de contact ont également été observés entre récepteur et protéine G, en 
utilisant d’autres techniques biophysiques ou biochimiques. Ainsi, des études de 
spectroscopie de fluorescence ont permis de montrer l’interaction de l’extrémité C-terminale 
de la sous-unité a  avec l’hélice transmembranaire 6 de la rhodopsine (Janz and Farrens 2004). 
D’autres approches, telles que des expériences de mutagenèse ou de pontage chimique, ont 
également permis d’identifier, entre autres, une interaction entre le récepteur et l’hélice N-
terminale de la sous-unité a  (Onrust et al. 1997 ; Itoh et al. 2001). Ces études ont permis de 
proposer une zone d’interaction entre le récepteur et la protéine G hétérotrimérique. 
Cependant, ces observations, cumulées à la comparaison des tailles du récepteur et de 
l’hétérotrimère, tendent à montrer que l’empreinte membranaire d’une protéine G 
hétérotrimérique est bien plus grande que celle d’un récepteur. Dans ce contexte, ces données 
iraient donc en faveur d’un mécanisme de dimérisation des RCPG lors de l’activation des 
protéines G, ou bien d’un mécanisme d’interactions séquentielles entre différentes régions de 
Domaine  
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Domaine   
en hélice 
α 
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e 
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la protéine G et le récepteur (Baneres and Parello 2003 ; Herrmann et al. 2004).  
 
 
3.2 Cycle d’activation des protéines G par les RCPG 
 
A l’état inactif, les 3 sous-unités α et βγ sont associées, la sous-unité α étant liée à une 
molécule de GDP. La vision communément admise postule que l’activation du récepteur par 
l’agoniste va entraîner un changement conformationnel du récepteur qui va impliquer une 
affinité supérieure pour une protéine G hétérotrimérique particulière et favoriser leur 
association. Cette interaction engendre une modification de la conformation de la sous-unité α 
induisant une diminution de l’affinité de la sous-unité α pour le GDP, favorisant alors la 
fixation d’une molécule de GTP à la place du GDP. Cet échange va permettre l’activation des 
protéines G et entraîner la dissociation du complexe hétérotrimérique en une sous-unité α et 
un dimère βγ (Neer 1995). La sous-unité α liée au GTP mais également le dimère βγ vont 
pouvoir interagir avec les effecteurs appropriés. Puis le GTP est hydrolysé en GDP grâce à 
l’activité GTPasique intrinsèque de la sous-unité α, permettant la reformation du complexe 
αβγ inactif (Figure 9)  (Milligan and Kostenis 2006).  
Toutefois, ce modèle classique à trois partenaires (RCPG, protéines G et effecteurs) 
laisse maintenant place à un modèle à quatre partenaires (Figure 9). En effet, l’hydrolyse 
spontanée du GTP, au sein des Gα-GTP purifiées, est trop lente pour rendre compte des 
vitesses de désactivation de leurs effecteurs. Un quatrième partenaire au système a ainsi été 
identifié : il s’agit des protéines RGS (pour « Regulator of G-protein Signaling »). Ces 
protéines accélèrent de 50 à 100 fois l’hydrolyse du GTP des sous-unités Gα et comprennent 
plus de 30 membres (Dohlman and Thorner 1997).  
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Figure 9 : La protéine-G hétérotrimérique, associée au GDP, est inactive dans l'état 1. Le récepteur activé 
stimule la libération du GDP. L'état 2, très transitoire, est caractérisé par l'absence de nucléotide au sein de 
la sous-unité α. L’association du GTP au site nucléotidique entraîne la dissociation entre les différents 
partenaires pour agir sur leurs effecteurs appropriés (état 3). Les protéines RGS interviennent dans le cycle 
d'inactivation des protéines G en accélérant la vitesse d'hydrolyse du GTP. (D’après (Bockaert and Pin 
1998)). 
 
 
3.3 Les différents états d’activation des RCPG  
 
L’émergence du concept de récepteur est apparue dès la fin du 19e siècle, énoncée 
notamment par Langley et Ehrlich. La première modélisation mathématique, basée sur la loi 
d’action de masse, a été proposée par Clark dans les années 1930. Il en a conclu que l’effet 
pharmacologique produit par une drogue était directement proportionnel au nombre de 
récepteurs occupés (Clark 1933). 
De nouveaux concepts ont émergé depuis, de par l’évolution des techniques d’études 
des récepteurs, notamment des RCPG. En effet, De Lean et ses collaborateurs ont travaillé sur 
le récepteur β-adrénergique exprimé dans les érythrocytes de grenouille. Ils ont montré que 
sous l’effet d’un ligand agoniste, il existait deux populations du récepteur : l’une ayant une 
haute affinité et l’autre ayant une faible affinité pour l’agoniste. Ces données leur ont permis 
d’énoncer le modèle ternaire (Figure 10A), dont les acteurs sont le ligand (L), le récepteur (R) 
et une molécule X, qui a été identifiée plus tard comme étant la protéine G (De Lean et al. 
1980).  
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La surexpression des récepteurs a permis de découvrir qu’ils pouvaient avoir une 
activité constitutive, c’est-à-dire que des récepteurs peuvent déclencher spontanément une 
réponse physiologique en l’absence de ligand agoniste. Cette activité constitutive peut être 
abolie par certains ligands, amenant la notion d’agoniste inverse. Ce phénomène est largement 
étendu puisque la majorité des ligands décrits comme des antagonistes avant la découverte de 
l’activité constitutive des récepteurs seraient plutôt des agonistes inverses. Cette activité 
constitutive peut aussi apparaître par l’introduction de mutations, comme en témoignent les 
travaux de Samama et son équipe sur le récepteur β2-adrénergique. Le modèle ternaire admis 
jusqu’alors ne peut rendre compte de cette activité constitutive, ce qui a conduit à proposer le 
modèle ternaire étendu (Figure 10B). Le récepteur existerait sous deux formes 
conformationnelles différentes, en équilibre, la forme R* représentant le récepteur dans un 
état de haute affinité pour le ligand agoniste. L’antagoniste quant à lui est capable de se fixer 
avec la même affinité sur les formes R et R*. La fixation d’un agoniste va engendrer un 
changement de conformation du récepteur (déplacement de la forme LR vers la forme LR*) 
ou bien stabiliser le récepteur R* qui peut être lié ou non à la protéine G, les deux voies 
aboutissant à la formation d’un complexe ternaire LR*G (Lefkowitz et al. 1993; Samama et 
al. 1993). 
Cependant, même si ce modèle peut s’appliquer à beaucoup de récepteurs, il ne peut 
expliquer quelques récentes observations qui montrent l’existence d’un complexe ternaire 
LRG n’induisant pas de réponse cellulaire, d’où la proposition du modèle ternaire cubique 
représenté sur la figure 10C (Weiss et al. 1996 ; Kenakin 2004).  
 
Les trois modèles décrits ci-dessus offrent l’avantage de pouvoir déterminer 
l’efficacité d’un ligand donné mais ne rendent compte que d’un nombre fini de conformations. 
Une approche totalement différente propose de décrire le comportement des récepteurs par un 
modèle dit probabiliste (Onaran and Costa 1997). Dans ce modèle, un récepteur (non lié à un 
ligand) présente une multitude d’états dans un espace conformationnel donné. La liaison du 
ligand et/ou des protéines G va moduler la distribution des fréquences de ces différents états 
conformationnels. Ce modèle probabiliste peut donc prendre en compte les différents 
comportements des RCPG tels que leur oligomérisation (Bouvier 2001 ; Kenakin 2004). 
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Figure 10 : Les différents modèles d’activation des RCPG (d’après (Kenakin 2004)). 
Le récepteur existe dans deux états conformationnels : un état de haute affinité pour l’agoniste (R*) et un 
état de basse affinité pour l’agoniste (R). Il peut se lier au ligand (L) et/ou à la protéine G (G). 
A/ Modèle ternaire 
B/ Modèle ternaire étendu  
C/ Modèle ternaire cubique 
 
 
La découverte d’autres protéines d’interaction, mais aussi les possibilités de 
dimérisation des récepteurs, de précouplage des divers partenaires ainsi que les processus de 
régulation pouvant intervenir soulignent la complexité de ce système (Gudermann et al. 
1996). Dans ce dernier cas en effet, diverses études menées sur l’association entre les 
protéines G et les récepteurs font actuellement débat. Certains auteurs proposent un modèle de 
« rapid collision coupling » (Hein et al. 2005), tandis que d’autres proposent plutôt un pré-
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couplage protéine G/récepteur (Neubig 1994 ; Gales et al. 2006). Nous reviendrons par la 
suite sur ces différents modèles d’organisation. 
 
 
4. Les voies de transduction du signal des RCPG 
 
Les effecteurs sont le troisième partenaire impliqué dans la transduction du signal 
associée aux RCPG. Les protéines G sont capables de moduler l’activité des effecteurs à la 
fois par les sous-unités α liées au GTP, mais également via les dimères βγ, comme le montre 
le tableau 1 (Clapham and Neer 1993). Ces effecteurs activés vont pouvoir induire la réponse 
appropriée et peuvent être des enzymes ou des canaux ioniques. Les deux principales voies de 
transduction du signal via les RCPG, l’adénylate cyclase et la phospholipase C-β vont être 
décrites dans ce qui suit.  
 
                       
Tableau 1 : Protéines G hétérotrimériques et leurs effecteurs (d’après (Hermans 2003)). La figure montre 
les effecteurs spécifiques des différentes sous-unités des protéines G ainsi que le type de modulation 
associée (inhibition ou activation).  
 
 
La famille des adénylate cyclases est composée de 10 membres chez les mammifères: 
9 protéines membranaires et une protéine soluble. La plupart de ces isoformes qui pourtant ne 
sont pas des variants d’épissage dans la mesure où elles sont portées par des gènes distribués 
sur des chromosomes différents (I =c7 ; II=c5 ; III=c2 ; IV=c14 ; V=c3 ; VI=c12 ; VII=c10 ; 
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VIII=c8 ; IX=c16 ; X=c1), sont stimulées par la famille des protéines Gαs et le calcium et 
inhibées par la famille des protéines G a i (Hanoune and Defer 2001). Les 9 adénylate cyclases 
membranaires ont une structure similaire comprenant 2 domaines de 6 segments 
transmembranaires (M1 et M2) et deux domaines cytoplasmiques C1 et C2 correspondant 
respectivement à la boucle cytoplasmique séparant les 2 domaines transmembranaires et à 
l’extrémité C-terminale (Figure 11). Ces deux domaines C1 et C2 sont subdivisés en deux 
régions différentes a et b (C1a/b et C2a/b), la partie catalytique de l’adénylate cyclase étant 
constituée par la zone d’interface des domaines C1a et C2a (Tesmer et al. 1997). Ce site actif 
catalyse donc l’attaque du groupement hydroxyle en 3’ du ribose de l’adénosine triphosphate 
(ATP) et permet la formation de l’AMPc. L’activation de l’adénylate cyclase induit donc une 
augmentation de la concentration en AMPc dans le cytoplasme. L’AMPc peut ainsi activer la  
protéine kinase A qui permet la phosphorylation de nombreuses protéines et donc de moduler 
leur fonction.  
 
         
Figure 11 : Structure de l’adénylate cyclase de type II (Image extraite du site 
http://www.answers.com/topic/adenylyl-cyclase-png-1). 
 
 
De nombreux RCPG sont activés par la famille des protéines Gq (incluant les 
protéines Gα11, Gα14, Gα15 et Gα16), qui est responsable de la stimulation de la phospholipase 
C-β (PLC- β). La PLC- β est une enzyme liée à la face intracellulaire de la membrane. Elle 
catalyse le clivage du PIP2 en IP3 et DAG. Ces deux molécules sont des messagers 
secondaires et vont entraîner des effets distincts. L’IP3 provoque une augmentation de la 
concentration du calcium dans le cytoplasme en agissant sur les canaux calciques du 
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réticulum endoplasmique, tandis que le DAG active la protéine kinase C qui elle-même va 
permettre l’ouverture des canaux calciques de type L présents au niveau de la membrane 
plasmique. 
Les sous-unités Gα vont également moduler l’activité d’autres effecteurs tels que des 
phosphodiestérases, des tyrosines kinases, des phospholipases, …  
Le dimère βγ serait également impliqué dans la régulation des fonctions de nombreux 
effecteurs. Parmi ces derniers, l’on peut citer l’activation de l’adénylate cyclase, la PLC, les 
canaux potassiques de type GIRK (« G protein activated Inwardly Rectifying K+ »), des 
tyrosines kinases …. (Cabrera-Vera et al. 2003). 
 
 
4.1 Cas des récepteurs opioïdes 
 
Les récepteurs aux opioïdes sont couplés de façon prépondérante aux protéines G 
sensibles à la toxine pertussique : les protéines Gi/o. Cependant, un couplage avec les 
protéines Gs ou Gz, insensibles à la toxine pertussique, a également été observé (Connor and 
Christie 1999). Dans le cas du récepteur δ aux opioïdes, il semblerait qu’il interagirait avec les 
sous-unités αi1, αi2, αo1, αo2 mais également avec une efficacité moindre avec les sous-unités 
αi3, αq et αx/z. Pour le récepteur µ aux opioïdes, il semblerait qu’il interagirait avec les sous-
unités αi2, αi3, αo1, αo2, αz, mais également avec une efficacité moindre avec les sous-unités αi1, 
et encore avec plus de difficultés les αq (α15, α16). Les différences de couplage de d  et µ par 
rapport à toutes les protéines G sont les suivantes : d  et µ ne couplent jamais avec Gs, et 
spécifiquement en plus µ ne semblerait jamais coupler avec αq, α11, α12, α13, α14. Ces données 
sont le résultat d’une combinaison d’approches biochimiques telles que l’utilisation des 
toxines pertussique et cholérique ou d’anticorps dirigés spécifiquement contre chaque type de 
sous-unités α (Standifer and Pasternak 1997 ; Connor and Christie 1999).   
Les effecteurs répondant à la stimulation par les protéines G après liaison d’un ligand 
agoniste sur le récepteur δ ou µ aux opioïdes sont l’inhibition de l’adénylate cyclase, 
l’activation des canaux calciques, des canaux potassiques de type GIRK (« G protein 
activated Inwardly Rectifying K+ ») et la phospholipase C. Ces modulations d’activité vont 
alors engendrer une hyperpolarisation des membranes plasmiques des cellules tendant à 
inhiber la libération de neurotransmetteurs impliqués dans le cheminement des messages 
nociceptifs.  
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5. Internalisation, désensibilization, endocytose et down-régulation 
 
Tout mécanisme d’activation est régulé négativement pour conserver l’homéostasie 
cellulaire. Différents mécanismes participent à ce phénomène : la désensibilisation représente 
les effets qui altèrent le couplage d’un récepteur avec les protéines G, l’endocytose représente 
la translocation du récepteur vers le cytoplasme et la down-régulation correspondrait aux 
processus qui diminueraient le nombre de récepteurs en haute affinité pour la liaison des 
agonistes. 
La désensibilisation est le premier mécanisme, il correspond à une phosphorylation du 
récepteur et un recrutement de β-arrestines (Ferguson 2001). La désensibilisation dite 
homologue est un phénomène de régulation essentiel, contrôlant finement la durée de 
l’activation cellulaire induite par un récepteur donné. Ce processus est médié par des 
protéines GRK (« G-protein coupled receptor kinase »). Ces protéines phosphorylent de façon 
spécifique les résidus sérine ou thréonine de récepteurs dans leur conformation activée par le 
ligand (Krupnick and Benovic 1998; Pitcher et al. 1998 ). Dans d’autres cas, les RCPG 
peuvent être phosphorylés par les protéines kinases A et C selon un processus dit de 
désensibilisation hétérologue (Lohse et al. 1990; Zhang et al. 1996).  
La phosphorylation des RCPG par les GRK augmente l’affinité du récepteur pour des 
molécules adaptatrices, les arrestines, qui a pour rôle de défavoriser l’interaction entre le 
récepteur et la protéine G et provoquer l’internalisation du récepteur par les puits de clathrine. 
Le récepteur est ensuite adressé aux endosomes où il sera recyclé (c’est-à-dire réadressé à la 
membrane plasmique après déphosphorylation) ou dégradé (Pierce et al. 2002). 
C’est le cas du récepteur δ aux opioïdes qui est phosphorylé sur les résidus tyrosine 
96, 106 et 336 et sur le résidu tyrosine 318 pour le µ. Ces récepteurs phosphorylés sont 
ensuite régulés en particulier par une endocytose. Les RCPG exprimés à la surface 
membranaire sont ainsi rapidement internalisés après activation par leur agoniste. La voie 
majeure d’internalisation des protéines membranaires est la voie dite dépendante de la 
clathrine, qui passe par des structures spécialisées de la membrane plasmique appelées puits 
recouverts de clathrine. L’internalisation d’un RCPG nécessite dans un premier temps la 
désensibilisation de ce récepteur. 
Puis le devenir des récepteurs internalisés, suivant des mécanismes de régulation 
indispensables aux futurs signaux de transduction, seront réorientés vers la membrane par 
resensibilisation ou rentreront dans les voies de dégradation. Il semblerait que les récepteurs δ 
et µ aux opioïdes subissent des régulations différentes. Alors que le récepteur δ aux opioïdes 
  
 
24 
est rapidement dégradé dans le lysosome (Whistler et al. 2002), le récepteur µ est 
principalement recyclé à la membrane. Ceci est dû au fait que le récepteur δ aux opioïdes 
interagit avec les protéines GASP et est alors trié vers des voies de dégradation alors que le µ 
n’a pas cette interaction et est donc resensibilisé (Whistler et al. 2002). 
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6. Objectif de l’étude 
  
La transduction du signal, fonction principale des RCPG, nécessite la rencontre de 
plusieurs partenaires au niveau de la membrane. Mais quels sont les mécanismes facilitant ces 
rencontres qui peuvent rendre compte de l’efficacité de la réponse observée ? L’hypothèse 
selon laquelle le confinement dans des domaines particuliers de la membrane de protéines 
intervenant dans la même voie de signalisation permettant la transmission spécifique et 
efficace du signal est de plus en plus présente. Cette hypothèse a été envisagée car il est clair 
aujourd’hui que les composants des membranes ne sont pas distribués de façon homogène et 
aléatoire mais s’assembleraient en microdomaines.   
Dans ce contexte, nous nous sommes intéressés à cette famille de récepteurs, en nous 
focalisant plus particulièrement sur les récepteurs δ et µ aux opioïdes.  
Nous avons dans un premier temps étudié la compartimentation du récepteur δ aux 
opioïdes dans les membranes de cellules HEK-293T surexprimant cette protéine dans les 
microdomaines membranaires de type « rafts » en isolant des fractions membranaires 
enrichies en cholestérol par voie détergent. Une comparaison des résultats obtenus avec le 
récepteur µ aux opioïdes par le même type d’approche a été réalisée.   
Nous avons ensuite étudié les conséquences de la modulation en cholestérol des 
membranes surexprimant les récepteurs δ et µ aux opioïdes sur l’activité de ces derniers et 
nous avons cherché à corréler les conséquences pharmacologiques de traitements visant à 
modifier la teneur en cholestérol des membranes avec une compartimentation de ces 
récepteurs dans des domaines particuliers de la membrane. 
Ces effets observés peuvent être attribués à des interactions directes du cholestérol avec ces 
protéines ou bien à un rôle indirect de cette molécule par son aptitude à altérer les propriétés 
physiques des membranes. Nous avons donc recherché, dans un deuxième chapitre, si l’un des 
facteurs modifié par le cholestérol, telle que l’épaisseur de la membrane, pouvait être 
responsable de l’altération de la fonctionnalité de la protéine. Pour cela, le récepteur δ aux 
opioïdes a été reconstitué dans les liposomes de phosphatidylcholine de longueur de chaîne 
d’acide gras variable et nous avons également testé l’activité d’un autre stérol, l’ergostérol, 
sur l’activité des récepteurs.  
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PARTIE I  Effet du cholestérol sur la répartition et la pharmacologie des 
récepteurs µ et δ aux opioïdes 
 
 
1. Organisation membranaire  
 
Les premiers concepts admis concernant la signalisation via les RCPG étaient que les 
protéines impliquées diffusaient de manière aléatoire dans la membrane plasmique et qu’elles 
interagissaient par collision (Tolkovsky and Levitzki 1978), selon le modèle de la mosaïque 
fluide énoncé par Singer et Nicholson (Singer and Nicolson 1972). Cependant cette hypothèse 
ne peut pas rendre compte de l’efficacité et de la spécificité de la réponse réalisée par tous les 
éléments impliqués dans le système récepteur/protéine G/effecteur. En effet, l’amplification 
du signal vient du fait que chaque récepteur peut interagir avec de multiples sous-types de 
sous-unités α, β et γ des protéines G (avec une affinité intrinsèque spécifique pour ces 
dernières selon le récepteur considéré), qui elles-mêmes peuvent à leur tour activer de 
nombreux effecteurs. Cependant, ces différents partenaires protéiques sont exprimés à des 
niveaux relativement faibles dans les cellules de mammifères, même s’il semblerait que les 
protéines G soient en excès par rapport au nombre de récepteurs et d’effecteurs (Neubig 
1994 ; Ostrom et al. 2000). La fidélité et la rapidité de ce système récepteur/protéine 
G/effecteur, permettent donc d’envisager que ces différents partenaires pourraient être « pré-
arrangés » ou compartimentés de façon sélective dans la membrane pour une spécificité de 
signalisation donnée.  
 
 
1.1 Précouplage 
 
Ce modèle propose que les protéines G pourraient être déjà en interaction avec les 
récepteurs avant que ces derniers soient activés par un ligand agoniste, suggérant donc 
l’existence d’un précouplage entre les deux partenaires protéiques. Des études récentes, 
mettant en œuvre la technique de transfert d’énergie de bioluminescence (BRET), sont en 
accord avec cette hypothèse. Les auteurs ont observé les modulations du signal BRET entre le 
récepteur α2-adrénergique étiqueté et chaque sous-unité α, β et γ d’une protéine G également 
étiquetée de façon individuelle et déduit de leurs expériences que ces variations du signal 
BRET induites par l’agoniste reflètent un processus de réarrangement conformationnel d’un 
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complexe récepteur-protéine G préformé à l’état basal. La stabilité du signal obtenu durant les 
premières minutes d’activation serait incompatible avec un modèle « collisionnel » qui 
postule une dissociation rapide du complexe. De ces données, les auteurs proposent donc un 
modèle « conformationnel » dans lequel les protéines G sont associées au récepteur à l’état 
basal, puis l’agoniste entraînerait un changement conformationnel du récepteur au sein du 
complexe permettant l’activation de la protéine G (Gales et al. 2006). L’existence d’un tel 
complexe pourrait permettre une modulation spatio-temporelle sélective des effecteurs régulés 
par un couple RCPG-protéine G donné. La description récente de complexes constitutifs entre 
RCPG et effecteurs (Lavine et al. 2002) ou entre protéines G et effecteurs (Rebois et al. 
2006 ; Riven et al. 2006) renforce cette notion de complexes de signalisation pré-assemblés, 
appelés signalosomes. Ce modèle de précouplage des différents partenaires est assez séduisant 
car il permet d’expliquer la spécificité et la rapidité de la réponse. Il n’est toutefois pas 
suffisant pour expliquer le phénomène d’amplification observé. 
 
 
1.2 Compartimentation 
 
Les microdomaines membranaires joueraient un rôle de plateforme de signalisation 
dans les processus biologiques puisqu’ils permettraient la compartimentation, l’organisation 
et la régulation fonctionnelle de molécules appartenant à une même voie de signalisation 
(Chidiac 1998). Ces domaines permettraient le confinement temporaire de divers partenaires 
protéiques, favorisant ainsi l’efficacité et la spécificité de la réponse cellulaire. La définition 
et la caractérisation de ces domaines sont donc essentielles pour comprendre leur rôle dans 
l’organisation des différents partenaires protéiques dans la membrane.  
 
 
1.2.1 Macrodomaines et microdomaines membranaires 
 
Le premier modèle de la structure de la membrane associant lipides et protéines était le 
modèle de Davson et Danielli en 1935, où ces dernières recouvraient la surface de la bicouche 
lipidique (Danielli and Davson 1935). Ce concept d’organisation latérale des lipides a été 
repensé en 1972 par Singer et Nicolson, en formulant le modèle de la mosaïque fluide : les 
lipides seraient également organisés en bicouche fluide dans laquelle les protéines 
membranaires seraient enchassées (Figure I-1) (Singer and Nicolson 1972). Ce modèle prend 
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en compte la dynamique des membranes où les lipides sont en perpétuel mouvement : 
diffusion latérale par mouvement brownien, rotation autour de leur axe, flexion, … Les 
protéines et lipides se distribueraient de façon aléatoire dans la membrane. Cependant, de 
nombreuses observations ne peuvent rendre compte de ce modèle et suggèrent l’existence de 
macro- et de micro-compartimentations latérales et transverses au sein de la membrane.  
Les macrodomaines sont définis comme de larges régions de la membrane dont la 
surface serait de quelques dizaines de µm2. Ils sont retrouvés dans la membrane plasmique de 
certaines cellules spécialisées tels les cellules épithéliales et les spermatozoïdes. En effet, dans 
le cas de cellules de l’épithélium, les pôles apical et basal sont délimités par des jonctions 
serrées séparant ainsi physiquement des domaines.  
Les microdomaines, quant à eux, représenteraient des régions de taille inférieure au 
µm et peuvent être inclus dans les macrodomaines (Tocanne et al. 1994). Ils peuvent être de 
différente nature et caractérisés par une protéine caractéristique dominante comme la clathrine 
pour les puits de clathrine, la cavéoline pour les cavéoles, mais il existe des microdomaines 
pour lesquels la composition lipidique les différencient principalement du restant de la 
membrane : ce sont les rafts.  
 
 
 
Figure I-1 : Schéma représentant le modèle de la mosaïque fluide. 
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1.2.2 Les radeaux lipidiques (« rafts ») 
 
 Parmi les différents microdomaines, les rafts ont de loin été les plus étudiés. Ceux-ci 
ont été définis à partir d’observations faites par Simons et Van Meer sur les membranes 
plasmiques de cellules épithéliales. En effet, les faces apicale et basolatérale de ces cellules 
polarisées n’ont pas la même composition lipidique : la première est enrichie en 
sphingoglycolipides et en sphingomyéline tandis que la seconde est enrichie en 
phosphatidylcholine. D’autre part, ils ont montré qu’un sphingoglycolipide, le 
glucosylceramide, était plutôt transporté vers la face apicale de cellules épithéliales MDCK 
(Simons and van Meer 1988; van Meer and Simons 1988). Ainsi, pour expliquer cette 
asymétrie de distribution, ils ont formulé l’hypothèse de l’existence de « lipid rafts », qui 
seraient des domaines enrichis en sphingoglycolipides et en sphingomyéline, et qui auraient 
un rôle d’adressage de certaines protéines spécifiquement localisées dans certaines sous 
fractions de la membrane plasmique apicale. 
Depuis que l’hypothèse de l’existence de domaines particuliers de la membrane a été 
formulée par Simons et Van Meer, la recherche et l’identification de ces domaines a été 
l’objet de nombreuses investigations (Simons and van Meer 1988). Ils sont décrits comme des 
plateformes de signalisation qui permettraient le recrutement de certaines protéines 
impliquées dans des évènements cellulaires importants, favorisant ainsi une efficacité et une 
spécificité de réponse. La localisation raft ou non raft de certaines protéines peut être modulée 
par des associations protéines/protéines ou protéine/ligand, qui les excluraient ou pas des 
rafts. Récemment, une définition a été donnée pour décrire les rafts (Pike 2006) : « les rafts 
membranaires sont de petite taille (10-200 nm), hétérogènes, très dynamiques, enrichis en 
stérols et en sphingolipides, qui permettent la compartimentation des processus cellulaires. De 
petits rafts peuvent parfois être stabilisés pour former de plus grandes plateformes durant les 
interactions protéines/protéines et lipides/protéines ». 
En termes de dynamique des rafts, Anderson and Jacobson ont réfuté l’hypothèse de 
Simons et Ikonen, qui avaient proposé l’existence de domaines stables dans les membranes 
biologiques (Figure I-2 A) (Simons and Ikonen 1997; Anderson and Jacobson 2002). En effet, 
leur modèle propose que l’affinité de petits groupes de protéines pour des molécules de 
sphingolipides ou de cholestérol induirait la formation d’une coque lipidique localement 
ordonnée et hautement dynamique. Ce modèle est cohérent avec ceux énoncés par d’autres 
groupes (Maxfield 2002 ; Mayor and Rao 2004; Sharma et al. 2004) comme le montre la 
Figure I-2 B et C. 
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Figure I-2 : Les différentes hypothèses de la structure des rafts 
A/ Assemblage dynamique de complexes protéiques (une dizaine de molécules) encapsulées dans un 
domaine lipidique constitué majoritairement de cholestérol et de sphingolipides (Anderson and Jacobson 
2002). 
B/ D’après Maxfield (2002), les rafts sont hétérogènes en taille et en composition et forment donc une 
mosaïque de microdomaines. 
C/ L’étude de protéines à ancre GPI (cercles noirs) sur cellules vivantes suggère un regroupement de ces 
protéines lipide-dépendant (Sharma et al. 2004 ; Mayor and Rao 2004). 
Lipides « non-rafts » (cercles roses et rouges), lipides associés aux rafts (cercles jaunes), cholestérol 
(cercles verts), barre d’échelle 5 nm. 
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1.2.3 Domaines non-rafts  
 
Sur la base de la définition des rafts comme étant des domaines enrichis en cholestérol 
et en phospholipides ayant une affinité préférentielle pour celui-ci, les propriétés des 
domaines non-rafts peuvent être considérées comme étant l’opposé de celles décrites pour les 
rafts. Des études menées sur des membranes modèles montrent que le cholestérol a une faible 
affinité pour les lipides ayant des chaînes d’acides gras insaturées (Bach and Wachtel 2003 ; 
Shaikh et al. 2006). Ainsi, des protéines connues pour être associées dans des régions pauvres 
en cholestérol et enrichies en lipides insaturés peuvent être des marqueurs de domaines non-
rafts. Un exemple en est la rhodopsine, dont la fonction a été trouvée optimale en présence de 
l’acide docosahexaénoique (DHA), acide gras polyinsaturé prépondérant des membranes 
rétiniennes (Feller and Gawrisch 2005). Tout comme les rafts, ces domaines non-rafts seraient 
également hétérogènes en composition et en taille. Leur caractérisation ne peut bien 
évidemment pas se limiter à un enrichissement en une protéine particulière ou en lipides 
insaturés, d’où la nécessité de multiplier les approches expérimentales afin de mieux cerner la 
composition et la dynamique de ces domaines, et de ce fait d’affiner la définition actuelle des 
rafts.  
 
 
1.2.4 Les cavéoles 
 
Elles ont été observées pour la première fois dans les années 50 par microscopie 
électronique et sont décrites comme des invaginations de la membrane ayant un diamètre de 
50 à 80 nm (Palade 1953). Elles ont fait l’objet de nombreuses études depuis lors et ont été 
caractérisées par leur enrichissement en cavéoline, en cholestérol et en sphingolipides 
(Rothberg et al. 1992). 3 types de cavéolines ont été identifiées : les cavéolines 1 et 2 sont 
coexprimées dans les cellules riches en cavéoles telles que les fibroblastes et les cellules 
endothéliales, tandis que la cavéoline 3 est préférentiellement localisée dans les cellules 
musculaires. Les cavéoles sont donc présentes dans de nombreux types cellulaires mais leur 
fonction prête matière à beaucoup de spéculations. Elles sont impliquées dans le transport 
vésiculaire comme la transcytose, l’endocytose, la potocytose alors que les puits recouverts de 
clathrine participent principalement à l’endocytose. De par leur structure et leur composition, 
les cavéoles peuvent être considérées comme un sous-ensemble des rafts ou des rafts 
spécialisés puisque certaines cellules n’auraient pas de cavéoles mais présenteraient des 
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structures « rafts » (Figure I-3) (Fra et al. 1994 ; Gorodinsky and Harris 1995). Par 
comparaison aux rafts plans qui sont très dynamiques, les cavéoles seraient des rafts pré-
vésiculaires qui formeraient des invaginations à cause de la grande concentration en cavéoline 
et seraient très stables structurellement donc isolables. 
       
 
 
Figure I-3 : Représentation schématique de l’organisation des rafts et des cavéoles dans les membranes 
plasmiques. 
a/ Protéines associées aux rafts par leur domaine transmembranaire, leur ancre GPI et leur queue acylée 
(HA = hémaglutinine, YES = kinase de la famille Src). 
b/ Asymétrie de composition en lipide dans les rafts, avec la sphingomyéline et les sphingoglycolipides (en 
rouge) au niveau du feuillet externe de la bicouche, les glycérophospholipides (en vert) tels que PE et PS au 
niveau du feuillet interne. Le cholestérol (en gris) est présent dans les deux feuillets.  
c/ Formation des cavéoles par auto-association de cavéoline en forme d’épingle à cheveux dans la 
membrane. 
(d’après (Simons and Ikonen 1997)). 
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1.2.5 Les puits de clathrine  
 
Les puits de clathrine peuvent également former des domaines. Ils sont en effet 
impliqués dans l’internalisation des récepteurs, notamment les RCPG. Ces vésicules 
d’endocytose ont une taille de l’ordre de 100 nm de diamètre et sont formées principalement 
par la clathrine, la dynamine et la protéine AP-2 (Rappoport et al. 2004). Ces domaines 
seraient enrichis en phosphoinositides, puisque le recrutement de la protéine AP-2 au niveau 
des puits de clathrine serait dépendant de sa liaison avec ces molécules (Gaidarov and Keen 
1999 ; Gaidarov et al. 1999a). De plus, la présence de cholestérol serait indispensable à la 
formation des puits de clathrine puisque des expériences de déplétion en cholestérol par les 
méthyl-β-cyclodextrines inhibent la formation de leurs invaginations (Rodal et al. 1999 ; 
Subtil et al. 1999). La formation de ces puits de clathrine ne se réaliserait pas de façon 
aléatoire dans la membrane. En effet, des études de dynamique menées sur des molécules de 
clathrine étiquetées par la GFP ont montré que les puits de clathrine se formeraient dans des 
zones spécifiques et restreintes de la membrane, qui correspondraient à des points d’attache 
du cytosquelette à la membrane plasmique (Gaidarov et al. 1999b). Ces domaines, qui sont la 
principale voie d’internalisation des RCPG, participent à la régulation de l’activité de ces 
récepteurs en modulant leur nombre accessible au niveau de la membrane plasmique. 
 
 
1.2.6 Des preuves sur membrane modèles qui justifieraient de l’existence des 
rafts dans les membranes naturelles  
 
Des membranes modèles composées de différents lipides ont été étudiées pour rendre 
compte de leur distribution. Les mélanges ternaires de cholestérol et de lipides saturés et 
insaturés, censés mimer les membranes biologiques, ont permis de rendre compte du rôle du 
cholestérol dans la ségrégation de phases lipidiques. 
Dans un mélange ternaire DPPC/sphingomyéline/cholestérol, le cholestérol est 
capable d’engendrer une séparation de phase, ce qui suggère que les phases Lo et Ld
  
peuvent 
coexister dans la membrane. L’ajout de détergent (Triton X-100) sur ces membranes modèles 
montre une solubilisation partielle de certaines fractions. Les résultats obtenus après analyse 
biochimique des différentes fractions permettent de déduire une corrélation entre les phases 
insolubles au détergent (ou phases à grande cohésion du type phase Lo) et des DRM extraits 
dans les membranes cellulaires (Ahmed et al. 1997). De la même manière, des mélanges 
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ternaires DOPC/sphingomyéline/cholestérol ont été solubilisés par du Triton X-100 à froid et 
les fractions insolubles (DRM) et solubles (DSM) ont été analysées. Les DRM sont enrichis 
en cholestérol et en sphingomyéline, et leur épaisseur est de 5 Å et 10 Å plus importante que 
les fractions solubles DSM constituées par du DOPC et de faibles quantités de 
sphingomyéline et cholestérol. Cette différence d’épaisseur entre DRM et fractions solubles 
membranaires pourrait rendre compte des mécanismes de tri des protéines par les rafts 
(Gandhavadi et al. 2002).  
Toutefois, les membranes biologiques sont bien plus complexes que ces mélanges 
ternaires, mais l’enrichissement conséquent des DRM en cholestérol et lipides à têtes 
particulières et à chaînes grasses saturées (Gaibelet et al. 2008) permettent d’abonder dans le 
sens des résultats de Gandhavadi et al. (Gandhavadi et al. 2002). De plus Dietrich et ses 
collaborateurs ont étudié des GUV formés d’extraits lipidiques de membranes naturelles 
(membranes de bordure en brosse) et ont mis en évidence l’existence de domaines de forme 
ronde, visualisables jusqu’à une température de 45°C. En revanche, lorsque ces mêmes GUV 
sont déplétés en quasi-totalité de leur teneur initiale en cholestérol, les domaines ne sont 
observés qu’à 24°C et ont une forme irrégulière. Ceci suggérerait la formation d’une phase 
« gel-like » enrichie en sphingomyéline en l’absence de cholestérol (Dietrich et al. 2001). Ces 
données renforcent donc le fait d’une existence de phase Lo dont l’existence n’est possible 
que par une grande quantité de cholestérol et qui est caractérisée par son insolubilité aux 
détergents dans des membranes modèles construites à partir d’extraits naturels ou de 
mélanges mimant les rafts.  
 
 
1.2.7 Méthodes biochimiques utilisées pour rechercher des domaines dans les 
membranes biologiques 
 
1.2.7.1 Méthodes avec détergents  
 
Cette méthode est la plus répandue pour isoler des microdomaines où les lipides 
auraient une forte cohésion entre eux. Elle est basée sur le traitement de cellules ou de 
membranes plasmiques par un détergent non-ionique. La méthode a été établie par Brown and 
Rose. Ils définissent les zones rafts comme des microdomaines membranaires résistant à 
l’extraction à froid du Triton X-100 et localisés à l’interface 5-30% du gradient de sucrose 
(Brown and Rose 1992) du dépôt de l’homogénat obtenu après traitement des membranes par 
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le détergent. Cette approche permet la séparation dans le gradient de la fraction de faible 
densité, appelée DRM (« detergent resistant membrane »), du matériel membranaire 
partiellement solubilisé. L’analyse de la composition de ces DRM a montré qu’ils étaient 
enrichis en cholestérol, en sphingomyéline et suivant la membrane peuvent représenter entre 
30 et 50% des lipides membranaires totaux. Cette observable a donc conduit à assimiler ces 
fractions isolées de faible densité aux rafts (Brown and Rose 1992).  
 
D’autres détergents non ioniques ont été utilisés pour solubiliser les membranes, tels 
que le Brij 98, le Tween 20, le lubrol WX, … La fraction membranaire résistante à chacun de 
ces détergents présente des compositions lipidiques différentes entre elles et à celles obtenues 
avec le Triton X-100 à 4°C. Ces variations ont été interprétées comme étant fonction des 
sélectivités des détergents envers les membranes, mettant ainsi en exergue des rafts de 
composition hétérogènes (Pike 2004). De ces observations il a été suggéré que cette 
hétérogénéité était seulement due à l’effet des détergents et ne reflèterait donc pas des rafts 
préexistants dans les membranes biologiques. Cependant, les rafts membranaires ont été 
corrélés aux domaines en phase liquide ordonnée Lo existant dans les membranes modèles 
(London et al. 2000). Outre l’utilisation de détergents autres que le Triton X-100, d’autres 
paramètres doivent être pris en compte concernant les conditions de solubilisation. En effet, 
des résultats différents peuvent être obtenus en fonction du matériel de départ utilisé (cellules 
entières ou préparations membranaires), le rapport protéine/détergent et la température.  
De nombreux travaux ont suggéré que les fractions résistantes générées par le Triton 
X-100 à 4°C étaient des artéfacts dus à la température (Munro 2003). Cependant, ces fractions 
seraient totalement solubilisées à 37°C que ce soit sur des membranes modèles ou naturelles, 
impliquant donc la nécessité d’une solubilisation à basse température afin de les préserver. 
Pourtant quelques études montrent que la solubilisation de membranes par le Triton X-100 à 
37°C est plus efficace (sans être toutefois totale) ou bien est équivalente à une solubilisation à 
froid (Pucadyil and Chattopadhyay 2004b ; Babiychuk and Draeger 2006). Babiychuk et 
Draeger ont en effet comparé les profils des composés membranaires résistants isolés sur 
gradient de sucrose après solubilisation à 4°C et à 37°C, et ont trouvé dans les deux cas un 
enrichissement en cholestérol, sphingomyéline et en cavéoline dans ces fractions (Babiychuk 
and Draeger 2006). Ces résultats tendent donc à montrer que la solubilisation de membranes 
par du Triton à 37°C n’est pas totale et que les fractions flottant sur gradient de sucrose 
auraient les mêmes caractéristiques que les DRM obtenus à partir de membranes modèles.  
Tous les travaux concernant la caractérisation de ces domaines se basent à la fois sur 
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des critères lipidiques tels que l’enrichissement en cholestérol et en sphingomyéline, mais 
également sur des critères protéiques. En effet, des protéines identifiées comme marqueurs de 
rafts sont également recherchées dans ces fractions. Les premières protéines ayant été 
localisées dans ces fractions ont été les protéines à ancre GPI, telle que la phosphatase 
alcaline (Brown and Rose 1992 ; Chatterjee and Mayor 2001). Des exemples typiques 
d’autres protéines localisées dans les DRM sont les protéines palmitoylées et myristoylées 
comme les flotillines (Rajendran et al. 2003), les petites protéines G de la famille Rho 
prénylées comme la protéine Rho A (Babiychuk and Draeger 2006), les protéines kinases de 
la famille Src (telles que Yes, Lyn et Fyn) doublement acylées (Simons and Toomre 2000), ou 
encore les protéines affines pour le cholestérol telles que les cavéolines (Rothberg et al. 1992). 
Babiychuk et ses collaborateurs ont étudié la répartition de différentes protéines 
marqueurs de rafts au sein des différentes fractions du gradient de saccharose en faisant varier 
le rapport protéines totales/détergent et ont montré que des DRM de compositions très variées 
pouvaient être obtenus en fonction de la quantité de détergent utilisée. En effet, la protéine rho 
A est progressivement solubilisée par l’ajout de quantités croissantes de Triton X-100 : elle 
est complètement solubilisée à partir de 1 % de Triton X-100, contrairement à la cavéoline qui 
reste étroitement associée aux DRM à ce taux (Babiychuk and Draeger 2006). Ces travaux 
montrent que la recherche d’une multitude de marqueurs protéiques des rafts est superflue si 
les critères de solubilisation sont bien définis.   
 
 
1.2.7.2 Méthodes sans détergents 
 
Afin de s’affranchir des fractions DRM qui ont des compositions lipidiques fonction 
des conditions opératoires et du détergent utilisé, des équipes ont étendu une méthode 
développée pour l’isolement des cavéoles (Hooper 1999) : cette méthode « detergent-free », 
est basée sur la sonication de membranes en concentration saline élevée suivie d’un gradient 
de sucrose (Smart et al. 1995 ; Song et al. 1996). Notamment, l’équipe de Song a remplacé le 
Triton X-100 par un tampon carbonate de sodium (pH 11) dans lequel sont soniquées des 
cellules MDCK. L’homogénat est ensuite placé sur un gradient de sucrose, permettant d’isoler 
des fractions membranaires très enrichies en cavéoline (Song et al. 1996). Cependant cette 
procédure présente l’inconvénient d’avoir une fraction de faible densité qui peut être 
contaminée qui contient les rafts planaires mais aussi les cavéoles.  
Smart et ses collaborateurs ont isolé une fraction de faible densité présentant un 
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meilleur taux de purification en soniquant des membranes plasmiques « pures » plutôt que des 
lysats cellulaires totaux. L’analyse de cette fraction montre, comme les DRM, un 
enrichissement en cholestérol et en sphingomyéline par rapport aux membranes natives mais 
aussi en cavéoline (Smart et al. 1995). Cependant, contrairement aux DRM obtenus après 
solubilisation en Triton X-100, cette fraction de faible densité est composée également de 
glycérophospholipides, et la limitation de la méthode est que les rendements d’extraction 
obtenus restent très faibles et mettent en cause la représentativité des fractions membranaires 
extraites par rapport au matériel membranaire initial. 
Afin d’obtenir de meilleurs rendements, une variante simplifiée de la méthode de 
Smart et collaborateurs a été décrite. En effet, bien que la fraction raft obtenue par l’équipe de 
Smart soit relativement « pure », elle nécessite plusieurs étapes de centrifugation. Cette 
nouvelle méthode est donc plus rapide puisqu’elle ne met en œuvre qu’une seule 
centrifugation. D’autre part, l’étape de sonication a été éliminée puisqu’elle induirait une 
variabilité dans les préparations membranaires. En effet, une sonication trop importante 
déstabilise les rafts et conduit à trouver toutes les protéines dans les fractions de haute densité 
alors qu’une sonication trop faible ne permet pas de séparer les rafts du reste de la membrane. 
La présence d’une seule étape de fractionnement entraîne donc une augmentation des 
rendements obtenus. De plus, une comparaison a été faite avec les deux autres protocoles 
décrits ci-dessus en réalisant les analyses à partir de cellules CHO exprimant le récepteur à 
l’EGF. Les fractions de faible densité sont toujours enrichies en cholestérol, cependant, les 
différents marqueurs utilisés montrent pour chaque méthode des profils de localisation assez 
dissemblables (Macdonald and Pike 2005). D’autres auteurs ont également comparé la 
distribution d’un autre récepteur, MOR, surexprimé dans des cellules SH-SY5Y dans les 
différentes fractions du gradient de saccharose issues du traitement des membranes par 
détergent ou non. Les résultats obtenus montrent que les marqueurs de rafts étudiés, la 
flotilline et la phosphatase alcaline, sont présentes dans les fractions de faible densité quelle 
que soit la méthode utilisée. En revanche, le récepteur MOR est quasiment absent de ces 
fractions après solubilisation des cellules SH-SY5Y par du Triton X-100 alors qu’il y est 
détecté de façon majoritaire avec la méthode sans détergent (Mouledous et al. 2008).  
 
Ces études mettent donc en évidence que la grande variabilité des résultats obtenus 
dans la littérature résulte de problèmes méthodologiques, néanmoins, contrairement aux 
marqueurs protéiques des rafts, les marqueurs lipidiques tels que le cholestérol et la 
sphingomyéline notamment restent un critère fiable pour caractériser ces domaines. 
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Cependant, l’étude des microdomaines membranaires par de telles méthodes, quoique 
difficile, souligne néanmoins l’importance de ces domaines dans la signalisation cellulaire 
comme nous allons le voir par la suite.  
»  
 
1.3 Rôle de la membrane dans la localisation et la fonction des protéines membranaires 
 
Les rafts sont supposés former des plateformes de signalisation et seraient impliqués 
dans une multitude de processus tels la transduction du signal de récepteurs couplés aux 
protéines G, la fusion membranaire, le trafic et recyclage des protéines, et le tri des lipides 
(McIntosh and Simon 2006). Ils seraient également impliqués dans l’entrée de pathogènes 
dans les cellules tels que le virus de l’influenza et le VIH (Campbell et al. 2001). Du fait de la 
multitude du nombre de fonctions membranaires et de la spécialisation des rafts pour assurer 
l’efficacité constatée des fonctions de signalisation, il faut donc admettre qu’il existe une 
multitude de rafts différents mais qui auraient pour point commun des compositions lipidiques 
communes et caractérisées comme nous venons de le voir par un enrichissement en 
cholestérol, sphingolipides, et glyco et phospholipides à chaînes grasses majoritairement 
saturées.  
La compartimentation sélective des différents partenaires d’une même voie de 
signalisation dans les rafts, comme la voie de transduction du signal associée aux RCPG, a été 
envisagée pour expliquer l’efficacité et la spécificité de la réponse cellulaire observée.  
La recherche d’une fonction particulière au sein de rafts par la localisation et l’activité 
de certaines protéines membranaires peut être abordée par plusieurs approches. S’il est montré 
que la protéine d’intérêt est enrichie dans les DRM (par l’une des méthodes décrites 
précédemment), l’on peut soit rompre l’association de cette protéine en effectuant des 
mutations sur des sites de palmitoylation, ou bien déstabiliser les rafts par déplétion du 
cholestérol ou éventuellement détruisant la sphingomyéline (Drevot et al. 2002). Divers outils 
ont été utilisés pour réduire la quantité de cholestérol dans les membranes ou la modifier, tels 
que des inhibiteurs de la synthèse du cholestérol comme la lovastatine, des molécules 
capables de séquestrer le cholestérol membranaire comme la digitonine, la nyastatine ou la 
filipine, des molécules oxydant le cholestérol comme la cholestérol oxydase mais les plus 
largement employées sont les méthyl-béta-cyclodextrines (MβCD), une classe de 
cyclodextrines particulières capables d’extraire le cholestérol des membranes. Un des 
objectifs de la thèse étant de corréler les effets de la modulation de la teneur en cholestérol 
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membranaire par ce type de molécules sur la fonctionnalité et la localisation des récepteurs 
aux opioïdes dans les membranes, ces molécules modulatrices du taux de cholestérol ont été 
choisies. En effet, nous allons ici détailler leurs structures et leurs propriétés physico-
chimiques, afin de justifier le choix de leur emploi dans cette étude.   
 
 
1.3.1 Les cyclodextrines 
 
Les cyclodextrines (CD) sont des oligosaccharides cycliques non-réducteurs obtenus 
industriellement par dégradation enzymatique de l’amylose (forme linéaire de l’amidon) à 
l’aide d’une enzyme, la cyclodextrine glucosyltransférase. Les trois types de CD les plus 
fréquemment rencontrées sont l’α, la β et la γ-CD, qui sont constituées respectivement de 6, 7 
et 8 unités D-glucopyranosiques, reliées en α -1,4 (Figure I-4). Les cyclodextrines présentent 
une paroi externe hydrophile, leur conférant ainsi une bonne solubilité en solution aqueuse. 
La cavité interne est quant à elle capable de contenir une molécule hydrophobe, dont la taille 
et la forme seront appropriées à celle de la cavité. Ces cyclodextrines sont donc des 
transporteurs capables de charger et de décharger des molécules hydrophobes. Ainsi il a été 
montré que les α-CD et γ-CD ont une faible affinité pour le cholestérol par rapport aux β-CD. 
Les auteurs expliquent ce résultat par le fait que la cavité des α-CD serait trop étroite pour 
encapsuler une molécule de cholestérol, tandis que la cavité des γ-CD aurait une 
hydrophobicité moindre que celle des β-CD (Ohtani et al. 1989 ; Ohvo and Slotte 1996). 
 
Ces molécules, découvertes depuis plus d’un siècle, sont très largement utilisées : elles 
présentent pour la recherche fondamentale un modèle d’étude de réactions de complexation et 
enzymatiques, et ont de nombreuses applications au niveau industriel (stabilisateur d’arômes, 
vecteur pour le ciblage de médicaments, …) (Hedges 1998; Uekama et al. 1998). 
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Figure I-4 : Les β-cyclodextrines (β-CD) sont des oligosaccharides cycliques constitués de 7 unités 
D-glucopyranosiques, reliées en α-1,4.  
 
 
La β-CD possède une faible solubilité en comparaison de celles de l’α et de la γ-CD. 
Cette perte de solubilité semblerait due au réseau de liaisons hydrogène particulièrement fort 
dans le cas de CD à 7 unités. Lors de synthèses de β-CD modifiées, les solubilités obtenues 
sont alors très largement augmentées par rapport à la CD naturelle, ainsi qu’une capacité 
accrue de solubilisation de composés hydrophobes et une diminution de leur toxicité. Les 
méthyl-béta-cyclodextrines (MβCD) font partie de ces β-CD modifiées, et portent un nombre 
variable de groupements méthyle. Il a été montré une efficacité d’extraction du cholestérol 
tritié accrue dans des cellules fibroblastiques par les MβCD par rapport aux 2-hydroxypropyl-
β-cyclodextrines (Kilsdonk et al. 1995). De la même manière, les MβCD sont également le 
meilleur candidat pour enrichir des cellules en cholestérol (Christian et al. 1997). 
Divers travaux ont toutefois souligné l’interaction des cyclodextrines avec d’autres 
molécules, tels que les phospholipides et les protéines membranaires. Leventis et Silvius ont 
montré sur des membranes modèles que le taux de transfert du cholestérol dans des vésicules 
de DPPC via les MβCD était très inférieur à celui mesuré pour les molécules de DPPC 
(Leventis and Silvius 2001). D’autres auteurs en revanche ont montré que les hydroxypropyl-
βCD solubiliseraient préférentiellement le cholestérol plutôt que le DPPC (Irie et al. 1992). 
Une absence de consensus est également observée sur des études menées sur des cellules 
quant à l’impact des MβCD sur les phospholipides, mais également sur les protéines 
membranaires, ceci probablement dû à la variabilité des conditions expérimentales mises en 
œuvre dans chaque étude.  
Le taux de déplétion du cholestérol par les MβCD dépend effectivement de différents 
paramètres tels que le temps d’incubation, la concentration, la température et le type 
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cellulaire. Une exposition de 2 heures des cellules en présence de 5 mM MβCD permet 
l’obtention d’un taux de déplétion en cholestérol de l’ordre de 90 % dans des cellules 
aortiques endothéliales (Levitan et al. 2000), et seulement de 60% dans des cellules CHO 
(Romanenko et al. 2004). Cependant, ces conditions entraînent une perte de la morphologie 
des cellules (arrondissement des cellules) qui s’accompagne à terme de la mort cellulaire. De 
plus les travaux de Vrljic et al. montrent l’effet de cyclodextrines sur la dynamique de 
protéines marqueur de rafts mais aussi de protéines non-rafts ou de lipides : un ralentissement 
des paramètres de diffusion est mesuré après déplétion du cholestérol pour l’ensemble des ces 
entités (Vrljic et al. 2005). Les conditions de déplétion en cholestérol des cellules utilisées 
afin d’assurer leur survie doivent donc être étudiées et ceci en fonction de chaque type 
cellulaire. Cependant, de telles conditions engendrent un taux de déplétion des cellules 
relativement faible. Le cholestérol étant un composant majeur des membranes cellulaires, il 
est concevable qu’il puisse avoir d’autres fonctions que son seul rôle dans les rafts. Aussi 
l’utilisation de telles molécules sur du matériel vivant peut vraisemblablement avoir d’autres 
effets sur l’activité des cellules. Les expériences de déplétion ou complémentation en 
cholestérol par les MβCD effectuées sur des préparations de membranes issues de cellules en 
culture semble donc plus adapté afin de s’affranchir d’éventuelles implications 
physiologiques inhérentes à des travaux portant sur des cellules vivantes. 
   
Par ailleurs, des données de la littérature témoignent de la distribution hétérogène du 
cholestérol au sein des membranes biologiques, aussi bien latérale que transversale 
(Schroeder et al. 1996) et ceci pourrait induire une accessibilité différentielle des 
cyclodextrines au cholestérol. D’autre part, ces molécules pourraient également avoir un 
impact distinct sur les diverses membranes cellulaires. En effet, Lange et ses collaborateurs 
ont mis en évidence que l’exposition de fibroblastes à 2% d’hydroxypropyl-β-cyclodextrine 
permettait la déplétion de 25 % du cholestérol membranaire total, avec 80 % de déplétion 
dans les membranes du réticulum endoplasmique (Lange et al. 1999). Des résultats 
contradictoires ont été obtenus en utilisant la filipine, composé fluorescent se liant 
spécifiquement au cholestérol non estérifié, et ont montré dans des cellules épithéliales 
traitées par 10mM de MβCD que la déplétion touchait préférentiellement la membrane 
plasmique (Keller and Simons 1998). 
Un modèle de mécanisme de déplétion du cholestérol de membranes induit par les 
MβCD a été déduit d’études menées sur l’efflux du cholestérol. En effet, l’équipe de Yancey 
et collaborateurs ont déduit de leurs expériences que les molécules de cyclodextrine, du fait de 
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petite taille, étaient capables de diffuser à proximité des membranes plasmiques, et 
permettaient ainsi la diffusion directe du cholestérol dans la cavité hydrophobe des 
cyclodextrines, sans passer par la phase aqueuse (Yancey et al. 1996). Le fait d’éviter au 
cholestérol de diffuser dans une phase aqueuse est énergétiquement plus favorable, comme en 
témoignent les valeurs d’énergies de 7 et 20 kcal/mol déterminées pour transférer le 
cholestérol vers des cyclodextrines ou des HDL respectivement.  
 
Les MβCD sont un bon candidat pour moduler la teneur en cholestérol de membranes. 
En effet, (i) elles présentent une meilleure solubilité que les CD naturelles (Klein et al. 1995), 
(ii) elles ont une meilleure affinité pour le cholestérol par rapport à d’autres CD modifiées, 
(iii) elles permettent un échange efficace du cholestérol avec les membranes en réduisant 
l’énergie d’activation nécessaire à celui-ci (Yancey et al. 1996), elles peuvent induire la 
déplétion en cholestérol de membrane et reverser cet effet en mettant des membranes 
déplétées en contact avec des MβCD préalablement chargées en cholestérol. 
  
 
1.3.2 Localisation membranaire des RCPG et de leurs partenaires 
 
La recherche de la localisation des RCPG et de leurs partenaires protéiques dans des 
domaines enrichis en cholestérol réalisée selon les méthodes biochimiques d’isolement de ce 
type de domaines membranaires a été l’objet de nombreuses études.  
Un grand nombre de RCPG ont été trouvés localisés dans les rafts et les cavéoles, tels 
que les récepteurs β1 et β2 adrénergiques, les récepteurs B1 et B2 à la bradykinine et la 
rhodopsine (de Weerd and Leeb-Lundberg 1997 ; Rybin et al. 2000 ; Seno et al. 2001). 
Cependant, ces divers RCPG présentent des profils de répartition très différents dans la 
membrane. En effet, dans des conditions basales, près de 90% du récepteur d'hormone de 
libération de gonadotropine (GnRH) a été trouvé dans les rafts (Navratil et al. 2003), tandis 
que d’autres, tel le récepteur à l’ocytocine, n’y sont présents qu’en faible proportion (moins 
de 10 %) (Gimpl and Fahrenholz 2000 ; Guzzi et al. 2002).  
D’autres travaux ont souligné la localisation de divers types de protéines G dans des 
microdomaines membranaires particuliers. Oh et Schnitzer ont montré que les protéines Gq 
étaient plutôt localisées au niveau des cavéoles tandis que les protéines Gi/o seraient dans 
les rafts (Oh and Schnitzer 2001). Leurs acylations tendraient donc à les trouver dans 
les rafts (Galbiati et al. 2001). 
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D’autres auteurs se sont intéressés à la localisation raft ou non-raft des différents sous-
types d’un des divers effecteurs des RCPG, l’adénylate cyclase. Ces expériences, réalisées en 
utilisant les deux méthodes biochimiques distinctes d’isolation des rafts (qui ont été décrites 
précédemment), ont conduit aux mêmes résultats. Les isoformes 3, 5, 6 et 8 de l’adénylate 
cyclase ont été trouvées enrichies dans les fractions rafts contrairement aux isoformes 2, 4 et 7 
(Fagan et al. 2000; Ostrom et al. 2002 ; Smith et al. 2002 ; Ostrom et al. 2003 ).  
L’ajout d’agents permettant de déstructurer les rafts, comme les MβCD, ont été 
beaucoup utilisés afin de rendre compte d’une redistribution des récepteurs entre des fractions 
rafts et non-rafts. En effet, le cholestérol, qui est abondamment présent dans les rafts, 
modulerait la fonctionnalité de certains RCPG comme nous le verrons dans la prochaine 
section (Gimpl et al. 1997). Dès lors, afin d’expliquer l’efficacité du signal, étant donné les 
répartitions diverses des différents partenaires au sein de la membrane, plusieurs cas de figure 
peuvent être envisagés. Les récepteurs sont localisés dans les domaines enrichis en cholestérol 
où ils interagissent avec les protéines G et les effecteurs après liaison de l’agoniste, ou bien 
les récepteurs sont localisés dans les zones non-rafts  et se redistribuent dans les régions rafts 
sous l’action de ligand agoniste.  
Certaines études ont montré que les trois partenaires protéiques, récepteur, protéine G 
et effecteur sont présents à l’état basal dans un même compartiment membranaire, comme en 
témoignent des études sur des myocytes cardiaques montrant la colocalisation des récepteurs 
β1 et β2 adrénergiques, la protéine Gs, et l’adénylate cyclase 6 au niveau des cavéoles et des 
rafts (Schwencke et al. 1999; Ostrom et al. 2000 ; Rybin et al. 2000 ; Ostrom et al. 2001). 
Cependant, l’activation de ces récepteurs par un ligand agoniste montre qu’ils adoptent un 
comportement différent : le récepteur β1 adrénergique conserverait sa colocalisation avec 
l’adénylate cyclase 6 tandis que le récepteur β2 adrénergique se redistribuerait hors des rafts 
(Rybin et al. 2000; Ostrom et al. 2001 ). De la même manière, le récepteur à la gonadotropine 
serait trouvé à l’état basal dans les rafts. La déplétion en cholestérol provoquerait une 
redistribution de ce récepteur dans des fractions non-raft et abolirait la transduction du signal 
induite par l’ajout d’agoniste, suggérant que ces fractions rafts seraient essentielles à la 
médiation de la réponse cellulaire (Navratil et al. 2003). Dans une autre étude, comme pour le 
récepteur à la gonadotropine, la déplétion en cholestérol de la membrane plasmique de 
cellules CHO par des MβCD, entraîne une relocalisation du récepteur humain κ aux opioïdes 
(hKOR), présent dans les rafts à l’état basal, dans les fractions non-rafts. La 
recomplémentation de ces membranes en cholestérol reverse cet effet (Xu et al. 2006). 
Cependant, contrairement à la plupart des travaux de la littérature, où la déplétion en 
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cholestérol n’engendre soit aucun effet, soit une diminution de la signalisation associée aux 
RCPG, la dissociation des rafts semblerait induire un meilleur couplage entre le récepteur 
hKOR et les protéines Gi/o (Xu et al. 2006).  
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 2. Etude de la distribution membranaire des récepteurs aux opioïdes  
 
Les membranes plasmiques sont constituées d’une grande variété de lipides et de 
protéines et il ne fait plus de doute aujourd’hui qu’elles sont organisées en microdomaines 
spécialisés bien que ces derniers ne sont pas encore formellement démontrés. Parmi ces 
confinements fonctionnels, les rafts font depuis plusieurs années l’objet d’intenses 
investigations puisqu’ils constitueraient des plateformes de signalisation favorisant 
l’organisation spatio-temporelle de différents partenaires entrant dans une voie de 
signalisation donnée. Dans ce travail, nous avons étudié la compartimentation membranaire 
des récepteurs aux opioïdes, qui appartiennent à la voie de signalisation associée aux RCPG. 
Parmi cette famille de protéines transmembranaires, nous nous sommes plus particulièrement 
intéressés au récepteur δ aux opioïdes (DOR) et les résultats d’une étude comparable menée 
sur le récepteur µ aux opioïdes (MOR) seront chaque fois rapportés et comparés. 
Comme nous l’avons vu précédemment, il y a peu de moyen d’étudier la distribution 
d’une protéine dans une membrane. Nous avons choisi de mesurer la répartition de nos 
récepteurs entre les deux types de domaines, les domaines « rafts » ou non « non-rafts », 
chacun étant caractérisé par un enrichissement en cholestérol différent. Parallèlement, nous 
avons étudié l’importance du cholestérol vis-à-vis de l’activité de chacun des récepteurs.  
Pour isoler des fractions membranaires de type « rafts », nous avons utilisé la méthode 
requérant l’utilisation de détergent car l’autre méthode permettrait d’isoler principalement les 
cavéoles (Galbiati et al. 2001 ; Eckert et al. 2003). Nous avons également réalisé les 
expériences de solubilisation sur des préparations membranaires issues de cellules plutôt que 
sur des cellules entières. Ce type de préparation permet d’obtenir du matériel enrichi en 
membrane plasmique puisqu’elle permet l’élimination des membranes nucléaires et des 
mitochondries. La solubilisation de cellules entières va donc entraîner la contamination du 
culot du gradient isopycnique par de nombreux organites cellulaires comme des fractions des 
noyaux, rendant difficile l’interprétation des résultats. Ces préparations membranaires ne 
correspondent pas toutefois à un seul type de membrane cellulaire car elles contiennent en 
plus de la membrane plasmique du réticulum endoplasmique et des lysosomes. Ces 
préparations membranaires peuvent être débarrassées de ces contaminations en utilisant un 
gradient de Percoll (Cezanne et al. 1992) mais cette étape se traduit par une perte d’activité 
des récepteurs (Gaibelet et al. 2008). De plus, toutes les expériences de pharmacologie que 
nous décrirons plus loin sont réalisées à partir de préparations membranaires. Toutes ces 
considérations expliquent que nous ayons solubilisé en détergent des préparations 
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membranaires plutôt que des cellules entières, afin d’étudier les fonctions et les distributions 
apparentes des récepteurs dans un environnement donné. Cependant, la composition des rafts 
isolés par voie détergent (sur cellules ou préparations membranaires) étant dépendante de la 
nature et de la concentration en détergent, nous avons fait varier ces différents paramètres afin 
de mieux appréhender les critères permettant de séparer des fractions membranaires ayant des 
caractéristiques différentes et correspondant aux rafts et aux non-rafts de la littérature. Le but 
des travaux qui vont suivre consiste également à trouver une approche fiable et reproductible 
permettant la quantification des récepteurs DOR et MOR dans ces différentes fractions 
membranaires. A cette fin, nous avons construit deux récepteurs chimères obtenus à l’aide 
d’une protéine de fusion contenant les récepteurs humains DOR (hDOR) ou MOR (hMOR) et 
présentant respectivement deux ou une seule étiquettes permettant leur quantification. Les 
résultats concernant la validation d’une méthode de détection et de quantification de DOR par 
fluorescence vont être détaillés dans ce qui suit  puis dans les sections suivantes les résultats 
obtenus pour les deux récepteurs seront présentés, discutés et comparés.  
 
 
2.1 Modèle d’étude : le récepteur humain δ aux opioïdes (hDOR) 
 
  2.1.1 Expression de la protéine de fusion PS-T7-hDOR-eGFP dans les cellules HEK-
293T 
 
Dans ce travail, une protéine de fusion contenant le récepteur, une eGFP (enhanced 
Green Fluorescent Protein), l’épitope T7tag et le peptide signal clivable de la sous-unité α7 du 
récepteur nicotinique à l’acétylcholine (PS) a été réalisée (Figure I-5).  
Le peptide signal utilisé et intégré à cette protéine de fusion appartient à un récepteur 
transmembranaire, membre de la famille des RCPG. Il permet ainsi un adressage facilité du 
récepteur hDOR à la membrane plasmique, et est clivé lors de l’insertion de ce dernier dans la 
membrane.  
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A 
  
B 
                       
 
Figure I-5 : Représentation schématique de la protéine de fusion. 
A/ La protéine chimérique, nommée T7-hDOR-eGFP, est constituée d’un peptide signal, de l’épitope 
T7tag, du récepteur hDOR et de la eGFP. 
B/ Le récepteur hDOR est exprimé à la membrane plasmique et présente l’épitope T7tag au niveau 
extracellulaire et la eGFP au niveau intracellulaire. 
 
 
L’épitope T7tag et la eGFP ont été fusionnés au récepteur afin de pouvoir le visualiser 
par Western-blot ou par fluorescence respectivement. Nous verrons par la suite que toutes les 
études se feront uniquement grâce à la fluorescence de la eGFP. T7-hDOR-eGFP a ensuite été 
transfectée de façon stable dans des cellules HEK-293T, par pression de sélection avec la 
généticine. Une vingtaine de clones positifs (ayant intégré la protéine de fusion dans leur 
génome) ont été sélectionnés et repiqués individuellement puis analysés par cytométrie de 
flux. Le clone le plus fluorescent sur la vingtaine prélevée a été ensuite sélectionné et le 1% 
de cellules les plus fluorescentes de ce clone ont été séparées par un trieur de cellules. Le 
choix de la lignée cellulaire utilisée a été réalisé selon deux principaux critères : d’une part, 
les cellules HEK-293T sauvages n’expriment pas naturellement le récepteur hDOR mais 
possèdent les protéines G (Gi/o) et les effecteurs (adénylate cyclase et canaux calciques) 
permettant la transduction du signal qui lui est associée, d’autre part ces cellules présentent 
l’avantage d’être facilement transfectables. D’autre part l’étude avec MOR étant réalisée sur 
CHO, il était intéressant de conduire l’étude avec DOR sur un autre type de cellules modèles. 
 
L’intensité de fluorescence des cellules HEK-293T surexprimant la protéine 
chimérique est représentée sur la figure I-6A et nous avons également vérifié son expression 
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au niveau de la membrane plasmique par microscopie que la fluorescence, démontrant ainsi 
que le récepteur est effectivement exprimé par les cellules et correctement adressé à la 
membrane (Figure I-6B).  
 
 
Figure I-6 : Fluorescence du clone sélectionné. 
A/ Analyse en cytométrie de flux de la fluorescence GFP des cellules HEK-293T sauvages (en haut) et des 
cellules surexprimant le récepteur chimérique hDOR (en bas). 
B/ Image de microscopie à champ large des cellules HEK-293T surexprimant la protéine de fusion. 
 
 
2.1.2 Pharmacologie de la protéine de fusion T7-hDOR-eGFP 
 
2.1.2.1 Liaison des ligands au récepteur 
 
  En plus de la localisation membranaire du récepteur et de la caractérisation des lipides 
de la membrane plasmique dans laquelle il est inséré, il est essentiel de vérifier sa 
fonctionnalité. Les propriétés pharmacologiques du récepteur hDOR ont été appréhendées 
dans un premier temps par son aptitude à lier deux types de ligands différents : un ligand 
antagoniste alcaloïdique non sélectif du hDOR (la [3H]-Diprénorphine) et un ligand agoniste 
peptidique sélectif (la [3H]-Deltorphine II). Les paramètres de la liaison à l’équilibre de ces 
deux composés sur le récepteur hDOR, relatifs à l’affinité de ces derniers pour le récepteur (la 
constante de dissociation ou Kd) et la capacité maximale de liaison (Bmax) sont présentés 
dans le tableau 2. Ces expériences ont été réalisées à partir de préparations membranaires 
issues des cellules HEK-293T transfectées de façon stable par la protéine chimère T7-hDOR-
eGFP ou COS-M6 transfectées transitoirement par la protéine de fusion T7-hDOR. Les 
valeurs de constante de dissociation mesurées pour la [3H]-Diprénorphine et la [3H]-
Deltorphine II sont caractéristiques des liaisons de haute affinité (de l’ordre du nanomolaire).  
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Ligands 
Paramètres 
pharmacologiques 
T7-hDOR-eGFP 
HEK-293T 
T7-hDOR 
COS-M6 
Bmax 
(pmol/mg de protéines) 
6.5 ± 0.7 nd 
[3H]-Diprénorphine 
Kd (nM) 1.3 ± 0.4 1.2 ± 0.3 
Bmax 
(pmol/mg de protéines) 
2.1 ± 0.3 nd 
[3H]-Deltorphine II 
Kd (nM) 1.9 ± 0.7 1.9 ± 0.6 
 
Tableau 2 : Paramètres de liaison de ligands antagonistes ([3H]-Diprénorphine) et agonistes ([3H]-
Deltorphine II) sur des préparations membranaires contenant le récepteur hDOR. Les résultats présentés 
sont ceux de 2 à 6 expériences indépendantes. Le protocole de ces expériences de saturation de la liaison à 
l’équilibre est donné dans le chapitre matériel et méthodes. 
 
 
Ces valeurs sont comparables pour les deux protéines de fusion et cohérentes avec les 
données de la littérature (Simonin et al. 1994 ; Alves et al. 2004). La présence des étiquettes, 
notamment la eGFP, ne modifie donc pas les propriétés de liaison des différents ligands du 
récepteur chimérique en comparaison au récepteur sauvage. Le récepteur δ aux opioïdes est 
donc bien exprimé à la membrane, et ce de façon fonctionnelle. 
D’autre part, les valeurs de Bmax obtenues pour la protéine de fusion T7-hDOR-eGFP 
avec les ligands [3H]-Diprénorphine et [3H]-Deltorphine II sont respectivement de 6.5 ± 0.7 
nM et 2.1 ± 0.3 nM. Cette différence s’explique par le fait que dans la gamme de 
concentration de ligand radioactif utilisée, seuls les sites de haute affinité pour l’agoniste 
peuvent être déterminés, alors que le ligand antagoniste diprénorphine se lie sur tous les sites 
avec la même affinité. 
 
De part ces valeurs, l’on peut en déduire une proportion d’environ 30% de sites en état 
de haute affinité (nommés R* et R*G) et 70% de sites en état de basse affinité pour l’agoniste 
(nommés R). Les conventions utilisées R, R* et R*G sont celles décrites dans l’introduction 
générale, d’après le modèle ternaire étendu (Samama et al. 1993). Cependant, la différence du 
nombre total de récepteurs liés par la diprénorphine et la deltorphine II pourrait s’expliquer 
par le fait de la nature différente de ces deux ligands, si l’on considère que les préparations 
membranaires forment des vésicules closes et non perméantes. En effet, la diprénorphine est 
un ligand de type alcaloïdique tandis que la deltorphine II est de type peptidique. De par sa 
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structure, la diprénorphine, contrairement à la deltorphine II, serait donc capable de diffuser à 
travers la membrane plasmique et pourrait donc se lier à nombre de sites plus élevé que la 
deltorphine II, engendrant le différentiel observé entre le nombre de sites totaux liés par les 
deux molécules. Cependant, en raison de la faible concentration en ligand radioactif 
disponible, seule l’affinité des sites de haute affinité pour l’agoniste peut être déterminée. Des 
expériences de déplacement de la liaison à l’équilibre ont donc aussi été réalisées et 
permettent l’obtention des constantes de dissociation (Ki) pour le compétiteur froid (si celles-
ci sont suffisamment différentes pour être visualisées), grâce à l’équation de Cheng et Prusoff 
décrite dans le matériel et méthodes (Cheng and Prusoff 1973). Les résultats obtenus pour le 
déplacement de la diprénorphine tritiée par le ligand compétiteur froid (le DPDPE, agoniste 
sélectif du récepteur δ aux opioïdes) sont présentés dans la figure I-7 et le tableau 3. Les 
données ont été analysées grâce au logiciel Prism qui ajuste les points expérimentaux avec des 
courbes théoriques correspondant soit à une classe de sites soit à deux classes de sites. Le 
meilleur ajustement est donné pour l’équation correspondant à deux classes de sites. 
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Figure I-7 : Courbe de déplacement à l’équilibre de la [3H]-Diprénorphine par le DPDPE dans des 
préparations membranaires contenant le récepteur T7-hDOR-eGFP. 
Les valeurs sont exprimées en pourcentage de la liaison spécifique de la [3H]-Diprénorphine, de 
concentration finale égale à 2 nM, obtenue en présence de concentrations variables de DPDPE froid. Le 
meilleur ajustement a été trouvé pour l’équation satisfaisant au modèle 2 classes de sites. Les valeurs de 
Ki1 et Ki2 correspondants sont donnés dans le tableau 3, et les proportions de sites en haute et basse 
affinité pour l’agoniste sont mesurés respectivement de 28 ± 4 % et 72 ± 6 %. La courbe est représentative 
d’une expérience sur 3 expériences réalisées indépendamment. 
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 Une classe de sites Deux classes de sites 
Ligand Ki app (nM) Ki 1 (nM) Ki 2 (nM) 
DPDPE 76 ± 30 1.85 ± 0.3 210 ± 22 
 
Tableau 3 : Valeurs de Ki obtenues par déplacement de la liaison spécifique de la [3H]-Diprénorphine par 
le DPDPE dans des préparations membranaires contenant le récepteur T7-hDOR-eGFP.  
Les différentes valeurs résultent de l’ajustement des points expérimentaux par les équations « une classe de 
sites » ou « deux classes de sites ». Les résultats sont représentatifs de 3 expériences indépendantes.  
 
 
Comme indiqué dans le tableau 3, les sites de basse affinité pour l’agoniste ont donc 
une valeur de Ki de 210 ± 22 nM, tandis que celle des sites de haute affinité (Ki 1) est de 1.9 
± 0.3 nM, valeur tout à fait en accord avec celles obtenues par les expériences de saturation à 
l’équilibre menées avec le [3H]-DPDPE dans la littérature dans des cellules exprimant 
naturellement le récepteur δ aux opioïdes (Kazmi and Mishra 1987). Par ailleurs, la courbe 
permet de déduire également la proportion des sites en état de haute affinité et des sites en état 
de basse affinité pour l’agoniste, respectivement d’environ 30% et 70%. Ces résultats 
confortent donc ceux déduits des expériences de saturation à l’équilibre, et permettent 
d’éliminer l’hypothèse que la diprénorphine serait capable de se lier à des sites 
supplémentaires due à sa capacité à diffuser à travers les membranes puisque l’ajout de 
concentrations croissantes de DPDPE froid permet de déplacer totalement la diprénorphine 
tritiée liée aux récepteurs. 
D’autre part, il est important de noter que le Ki obtenu lorsque l’on utilise l’équation 
« une classe de sites » est en réalité un Ki apparent, reflétant la contribution des deux types de 
classes de sites. 
 
 
2.1.2.2 Stimulation des protéines G 
 
Cette technique mesure le niveau d’activation des protéines G induit par la fixation 
d’un ligand agoniste sur le récepteur. Elle permet ainsi de visualiser directement les 
conséquences fonctionnelles de cette liaison au niveau des premières étapes de la transduction 
du signal médiée par les RCPG, en s’affranchissant des phénomènes d’amplification qui 
s’opèrent ensuite. 
Nous avons donc mesuré le niveau d’activation des protéines G stimulées par la 
  
 
53 
fixation de l’agoniste, le DPDPE, sur le récepteur δ aux opioïdes. En effet, le [35S]GTPγS est 
un analogue non hydrolysable du GTP, qui, en excès dans le mélange, se fixera sur les 
protéines G, activées par la liaison de l’agoniste sur le récepteur (Figure I-8). La fixation du 
ligand L sur la forme R*G n’est donc pas mesurée. Et l’étude porte en fait sur le passage de la 
forme LR* à LR*G selon le modèle du complexe ternaire décrit par Samama et son équipe 
(Samama et al. 1993).  
 
 
Figure I-8 : Représentation schématique de l’action du [35S]GTPg S sur les protéines G. La protéine G est 
activée en échangeant son GDP par du [35S]GTP g S au niveau de la sous-unité α, ce qui s’accompagne de la 
dissociation de l’hétérotrimère Gα et Gβγ. L’activité GTPasique de la protéine G est inhibée par la présence 
du [35S]GTP g S non hydrolysable, conduisant à son accumulation pendant le test. 
 
 
Afin d’optimiser les ratios signal sur bruit, les conditions expérimentales doivent être 
redéfinies pour chaque système employé. Cette technique est plus facile à réaliser sur des 
récepteurs couplés aux protéines Gi/o car celles-ci sont généralement les plus abondantes et 
ont un plus fort niveau d’échange de nucléotides. Le récepteur δ fait partie des RCPG 
couplant ce type de protéine G. Les essais ont été réalisés en présence de différentes 
molécules, en particulier des ions Mg++ et Na+, et du GDP, qui permettent l’amélioration du 
ratio signal/bruit. Les ions Mg++ sont absolument nécessaires pour pouvoir observer la liaison 
du [35S]GTP g S après stimulation par un ligand agoniste, mais ont un effet biphasique tant sur 
la liaison basale que sur la liaison stimulée par un ligand agoniste. Toutefois, la réponse 
obtenue en présence d’ions Mg++ est plus importante pour la liaison stimulée que pour la 
liaison basale, comme en témoignent des expériences menées sur des cellules NG108-15 
exprimant naturellement le récepteur δ aux opioïdes (Szekeres and Traynor 1997). De la 
même manière, ces auteurs ont montré que les ions Na+ n’étaient pas nécessaires pour 
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observer la liaison du [35S]GTP g S après stimulation par un ligand agoniste, mais qu’ils 
diminuaient à la fois la liaison stimulée et la liaison basale, mais de façon plus accentuée pour 
la liaison basale, permettant donc un meilleur ratio signal/bruit. En effet, l’activation des 
protéines G peut s’opérer après la liaison d’un ligand agoniste sur le récepteur ou bien se faire 
de façon spontanée, ce qui est caractérisé comme une activité constitutive. Cet effet inhibiteur 
des ions Na+ sur l’activité des protéines G a été interprété comme une diminution de l’activité 
constitutive (Lefkowitz et al. 1993). Le site possible d’action de ces ions serait un résidu 
aspartate hautement conservé de la deuxième hélice transmembranaire (Horstman et al. 1990), 
et favoriserait la dissociation du complexe récepteur/ protéine G et donc permettrait d’obtenir 
une diminution de l’activité basale. Dans le cas du récepteur δ aux opioïdes, une activité 
constitutive a été trouvée que ce soit sur des récepteurs natifs dans des cellules NG108-15 
(Szekeres and Traynor 1997) ou bien exprimés dans des cellules fibroblastiques Rat 1 après 
transfection stable (Mullaney et al. 1996). Le GDP a également été démontré dans de 
nombreux cas comme essentiel pour obtenir une réponse optimale avec les expériences de 
[35S]GTP g S. Le GDP agirait en se liant sur les sites libres de liaison des nucléotides à guanine 
des sous-unités α des protéines G. La liaison basale serait donc réduite de telle façon que 
l’échange du GDP par le [35S]GTP g S après ajout de ligand agoniste soit observée. Le GDP 
agit donc comme un compétiteur et sa concentration doit être ajustée en fonction du système 
utilisé puisque chacun possède des types et des quantités de protéines G différents. Les 
paramètres utilisés pour effectuer ces expériences se sont inspirés des travaux de Szekeres et 
Traynor (Szekeres and Traynor 1997). 
Les concentrations en ions Mg++ et Na+, ainsi qu’en [35S]GTP g S sont quasiment 
identiques à celles employées par Szekeres et Traynor (Szekeres and Traynor 1997) et la 
quantité de protéines et de GDP ont été ajustées afin d’optimiser le ratio signal/bruit. Nous 
avons donc déterminé que 10µg de protéines et 1µM de GDP permettaient d’avoir la 
meilleure réponse entre la liaison basale et la liaison stimulée par le ligand agoniste. 
 
La figure I-9 montre le niveau d’activation des protéines G par le DPDPE dans des 
préparations membranaires contenant le récepteur T7-hDOR-eGFP. Le niveau maximal 
d’activation ou Emax est de 115 ± 7 % et le pouvoir du ligand, ou EC50, est de 0,21 ± 0,44 
µM, ce qui est en accord avec les données de la littérature (Clark et al. 1997). Ceci indique 
donc que la protéine de fusion, activée par la liaison d’un ligand agoniste, est capable 
d’induire la transduction du signal via les protéines G.  
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Figure I-9 : Stimulation de la liaison du [35S]GTPγS par le DPDPE sur des préparations membranaires 
contenant le récepteur T7-hDOR-eGFP. Le niveau maximal d’activation (Emax) correspond à la différence 
maximale mesurée entre la liaison basale et la liaison stimulée par le DPDPE et est exprimé en % par 
rapport à la liaison basale. Le pouvoir du ligand (EC50) est la concentration pour laquelle 50% du Emax est 
mesuré. La courbe représente une moyenne de 3 expériences indépendantes. 
 
 
 
2.1.2.3 Inhibition de l’adénylate cyclase 
 
En plus de l’analyse de la capacité de liaison des ligands sur le récepteur δ et de la 
stimulation des protéines G induite par le récepteur activé, il est nécessaire pour s’assurer de 
la fonctionnalité du récepteur de vérifier la transduction du signal des protéines G vers un de 
leurs effecteurs, l’adénylate cyclase. L’activation du récepteur δ par un agoniste entraîne 
l’inhibition de l’adénylate cyclase par l’intermédiaire des protéines Gi/o. La diminution du 
taux d’AMP cyclique, préalablement augmenté par stimulation par la forskoline, permet de 
déterminer l’inhibition maximale et la concentration en agoniste nécessaire pour atteindre la 
moitié de cette inhibition (EC50). Ces deux critères caractérisent l’efficacité de transduction 
du signal. Compte tenu qu’un récepteur est capable d’activer plusieurs protéines G, qui elles 
mêmes peuvent activer différents effecteurs (Neubig 1994), les pourcentages d’inhibition 
mesurés ne peuvent pas être corrélés à une quantité de récepteurs.  
Les deux agonistes inhibent la production d’AMPc de manière concentration - 
dépendante dans la lignée cellulaire HEK-293T surexprimant la protéine chimérique T7-
hDOR-eGFP. L’inhibition maximale atteinte pour le DPDPE  est de 75 ± 3 % et de 66 ± 5 % 
pour la deltorphine II, ce qui concorde avec les données connues (Figure I-10) (Law et al. 
1994). Leurs EC50 sont de 0,8 ± 0,5 et 8 ± 6 nM respectivement. Ces résultats permettent de 
confirmer la fonctionnalité du récepteur T7-hDOR-eGFP.  
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Figure I-10 : Inhibition de l’activité adénylate cyclase stimulée par la forskoline dans les cellules HEK-
293T surexprimant la protéine chimérique T7-hDOR-eGFP par des ligands agonistes. Les valeurs sont 
exprimées en % de la valeur de stimulation maximale, obtenue par la différence de la stimulation en 
présence ou en l’absence (reflétant l’activité basale) de forskoline, et ceci en l’absence de ligand agoniste. 
Le protocole est détaillé dans le chapitre matériel et méthodes. Les courbes représentent une moyenne de 3 
expériences indépendantes. 
A/ inhibition par le DPDPE  
B/ inhibition par la deltorphine II.  
 
 
2.1.2.4 Effet de la température au cours du temps sur l’activité du récepteur 
hDOR  
 
Les RCPG sont connus pour se dénaturer facilement. Les préparations membranaires 
sont donc stockées à -80°C afin de les préserver et leur manipulation se fait ensuite alors à 
4°C. Cependant, les expériences qui vont être développées dans les prochains paragraphes 
nécessitent parfois plus de 24 heures de manipulation et de temps d’incubation cumulés. 
Nous avons donc testé la capacité de liaison du récepteur T7-hDOR-eGFP au cours du temps 
à 4°C. Ce contrôle permet ainsi de discriminer entre un effet pharmacologique dû au 
traitement des membranes par différents agents ou bien si celui-ci est dû à la dénaturation du 
récepteur. Le suivi de la capacité de liaison du récepteur a donc été entrepris sur une semaine. 
Les résultats obtenus (Figure I-11 et tableau 4) montrent qu’une fraction des récepteurs perd 
sa capacité à lier la diprénorphine tritiée au cours du temps à 4°C, de l’ordre de 10 % toutes 
les 24 heures. Cependant l’affinité des récepteurs pouvant toujours lier les ligands (Kd et Ki 
apparent pour la diprénorphine et le DPDPE respectivement) n’est pas modifiée. Les 
récepteurs non dénaturés conservent donc leurs propriétés pharmacologiques. 
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Figure I-11 : Variation du nombre total de sites liés par la [3H]-Diprénorphine. Les paramètres d’affinité 
correspondants, ainsi que le mode opératoire, sont reportés dans le tableau 4. 
 
Temps (heures) 
 
Ligand 0 24     48     72  96 
Kd (nM) Diprénorphine 0.9 ± 0.1 0.7 ± 0.1 0.9 ± 0.2 0.8 ± 0.1 0.8 ± 0.1 
Ki app (µM) DPDPE 0.07 ± 0.03 0.29 ± 0.13 0.18 ± 0.06 0.16 ± 0.07 0.17 ± 0.08 
 
Tableau 4 : Affinités des ligands antagoniste et agoniste sur des préparations membranaires contenant la 
protéine de fusion T7-hDOR-eGFP. Après incubation des fractions membranaires à 4°C et pendant une 
durée variable (temps exprimé en heures dans le tableau), la capacité du récepteur à reconnaître ses ligands 
est testée pour différentes concentrations en ligand. Les Kd et Ki mesurés après analyse des courbes de 
saturation obtenues, sont fournis dans le tableau. Le nombre de sites liés (ou Bmax, exprimé en % par 
rapport au témoin) correspondants aux expériences de liaison de la diprénorphine sont représentés dans la 
figure I-11.  
 
 
2.1.3 Quantification du récepteur T7-hDOR-eGFP dans les membranes  
 
 La visualisation des RCPG par des techniques de fluorescence (protéines rapporteur et 
ligands fluorescents, anticorps fluorescent dirigé contre un récepteur étiqueté) sont de plus en 
plus utilisées et ont fourni de nombreuses informations sur leur distribution et leur dynamique 
dans les cellules (Milligan 1999 ; Kallal and Benovic 2000 ; Daly and McGrath 2003). Parmi 
ces différentes techniques, l’utilisation de protéines telles que la GFP présente plusieurs 
avantages. La stoechiométrie entre le récepteur et la GFP est définie puisqu’elles sont 
synthétisées par la cellule sous la forme d’une protéine de fusion. Cette approche permet de 
détecter le récepteur en l’absence de ligand dans les membranes, ce qui n’est pas le cas avec 
des ligands fluorescents, qui ne permettent pas de visualiser le récepteur à l’état basal. Dans 
cette étude, nous avons voulu déterminer la distribution de ce récepteur dans des régions rafts 
(ou DRM) ou non-rafts par une approche biochimique requérant l’emploi de détergent. La 
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détection de protéines dans ces domaines est réalisée classiquement par liaison de ligands ou 
Western-blot. Ces méthodes présentent toutefois des limites comme la possibilité d’avoir des 
anticorps hautement spécifiques de la protéine d’intérêt (Zhou et al. 1999), ou encore 
l’éventuelle dénaturation des récepteurs due à l’utilisation des détergents empêcherait leur 
quantification correcte par liaison de leurs ligands spécifiques (Banerjee et al. 1995 ; 
Kalipatnapu and Chattopadhyay 2004). Cependant, il est également probable que l’emploi de 
détergent peut également dénaturer partiellement la protéine d’étiquetage ou bien provoquer 
une exaltation de la fluorescence du rapporteur GFP puisque l’on est en présence d’une 
solution micellaire dans laquelle les différentes protéines sont plus « accessibles » par rapport 
à une suspension membranaire native. Toutefois, comme nous allons le démontrer, 
l’utilisation de récepteurs fusionnés à une GFP semble être une alternative efficace pour 
quantifier ces protéines quand elles sont insérées à la membrane. 
La fluorescence de préparations membranaires réalisées à partir de cellules HEK-293T 
exprimant le récepteur hDOR chimérique a été visualisée par des mesures de fluorescence en 
mode stationnaire. Afin de déterminer la quantité de récepteur présente dans différentes 
fractions membranaires, un étalonnage a été effectué à partir d’une gamme de concentration 
de membranes natives. Les fonctions appareils utilisées pour toutes les mesures sont 
identiques et définies dans le matériel et méthodes. La figure I-12A montre l’intensité de 
fluorescence de la eGFP dans des membranes de concentrations comprises entre 0.25 et 0.6 
mg de protéines totale/ml de suspension membranaire. La fluorescence, comme attendu, croît 
quand la concentration des membranes augmente. Mais une des constantes à tous ces spectres 
est une composante continue introduite à la réponse en fluorescence due à la turbidité du 
milieu.  
Afin de pouvoir mesurer seulement l’intensité spécifique de la eGFP, dans la plage de 
longueur d’onde comprise entre 500 et 535 nm, la contribution de la diffusion et du filtre 
interne doit être évaluée.  
Dans le cas de suspensions de liposomes selon la théorie de Rayleigh-Gans-Debye, 
l’équation (Eq1) permet de s’affranchir des effets liés à la diffusion de ces milieux. Dans l’Eq 
1 les paramètres A(0) et A(1) doivent être ajustés, permet de décrire la diffusion :  
A(l ) = A(1) 1/ l 4 + A(0) Eq.1 
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Figure I-12 : Quantification par fluorescence du récepteur T7-hDOR-eGFP surexprimé dans les 
membranes issues de cellules HEK-293T.  
A/ Spectres de fluorescence de la eGFP de membranes natives à 0.25, 0.35, 0.5 et 0.6 mg de protéines 
totales/ml de suspension. La longueur d’onde d’excitation du chromophore a été fixée à 475 nm et les 
spectres d’émissions ont été enregistrés sur une gamme de longueur d’onde comprise entre 490 et 550 nm. 
B/ Spectre de fluorescence de la eGFP de membranes à 0.6 mg/ml (courbe noire) et courbe de régression 
linéaire obtenue grâce à l’équation (2) (ligne en pointillés). L’intensité de fluorescence maximale est 
mesurée à 512 nm à partir du spectre corrigé (courbe rose) obtenu par soustraction de la ligne de base (ligne 
en pointillés) au spectre initial (courbe noire). 
C/ Evolution de l’intensité de fluorescence de la eGFP en fonction de la quantité de protéines. La pente de 
la droite est évaluée à 4.15 u.a/mg de protéines, soit 0.64 u.a/pmol de récepteur actif si l’on considère une 
quantité de 6.5 pmol de récepteurs/mg de protéines déterminée par des expériences de liaison à l’équilibre 
en présence de diprénorphine. 
 
 
 
A la suite d’une étude de quantification de l’absorbance de suspension de liposomes 
(Le Guyader et al. 2007) une équation empirique permettant d’évaluer la contribution de la 
diffusion à différentes longueurs d’onde a été déduite (Eq. 2) de l’équation (1), dans laquelle 
l  représente la longueur d’onde et A(0), A(1) et A(2) sont les paramètres fonctions de la 
réponse de l’échantillon et qui sont à ajuster :  
A(l ) = A(1)/(l  - 490)A(2) + A(0), Eq.2 
 
Cette démarche a été validée sur des liposomes de concentration variable en phospholipides et 
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contenant des quantités connues mais différentes de NBD-PE. Une précision de 5% a été 
observée sur les valeurs de l’intensité de fluorescence quand la diffusion des spectres 
d’absorption ne dépasse pas 0.5 unité d’absorbance  à 300 nm. 
Les spectres des suspensions membranaires contenant T7-hDOR-eGFP ont été analysés 
suivant l’Eq.2 en utilisant une régression linéaire avec le logiciel GraphPad Prism. Comme le 
montre la figure I-12B, pour des membranes à 0.6 mg/ml, la ligne de base obtenue par l’Eq.2 
est ensuite soustraite au spectre par déconvolution graphique afin d’obtenir l’intensité de 
fluorescence de la eGFP à 512 nm (∆F = 2.500 ±0.125). 
La même analyse a été effectuée sur chacune des suspensions membranaires, pour lesquelles 
le ∆F est mesuré en fonction de la quantité en protéines. Comme le montre la figure I-12C, un 
rapport de proportionnalité est obtenu entre la quantité de protéines et l’intensité de 
fluorescence de la eGFP, donnant une droite de pente égale à 4.15 u.a/ mg de protéines.   
 
 L’estimation de la concentration en eGFP a été déterminée grâce à l’équation 
(Lakowicz 1999) :  
 
CeGFP = ( e ref / e eGFP) . ( f ref / f eGFP) . (IfeGFP / Ifref) . (Cref) . (n2eGFP / n2ref), Eq.3 
 
Dans cette équation, un lipide fluorescent, le NBD-PA, qui fluoresce dans la même gamme de 
longueur d’onde que la eGFP, a été utilisé comme référence de rendement quantique 
d’émission.  
 
Une intensité de fluorescence de la eGFP (IfeGFP ou ∆F) égale à 2.1 a été mesurée dans des 
membranes à 0.5 mg/ml, tandis que celle du NBD-PA est de 3.15 pour une concentration 
(Cref) de 460 nM. Le rendement quantique de la eGFP  ( f eGFP) est de 0.6 et son coefficient 
d’extinction molaire ( e eGFP) est de 55 000 M-1.cm-1 (Patterson et al. 2001), tandis que ceux du 
NBD-PA ( f ref et e ref) sont de valeur 0.05 et 10000 M-1·cm-1 respectivement (Mazeres et al. 
1996). Les indices de réfraction (n) utilisés dans l’équation sont ceux des solvants dans 
lesquels sont la eGFP et le NBD-PA, l’eau et le chloroforme respectivement (Riddick 1970). 
La concentration en eGFP est ainsi évaluée à 4 ± 1.5 nM soit 8 ± 3 pmol de eGFP/ mg 
de protéines.  
Par des expériences de liaison à l’équilibre en présence du ligand antagoniste 
diprénorphine, le nombre de récepteurs hDOR estimé par masse de protéine totale est de 6.5 ± 
0.7 pmol/mg de protéines. La valeur de 8 ± 3 pmol/mg de protéines est comparable avec celle 
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déterminée par pharmacologie. Ceci nous permet donc de corréler la quantité de eGFP 
évaluée par fluorescence avec la quantité de récepteurs reconnus par la diprénorphine dans les 
membranes. Cette analyse, appliquée aux membranes natives différemment traitées, permettra 
donc la mesure de la quantité de récepteur dans différentes fractions membranaires.   
 
 
2.2 Caractérisation des fractions membranaires après solubilisation en détergent 
 
2.2.1 Solubilisation de membranes par le Triton X-100 et le Brij 98 
  
Les conditions expérimentales permettant la solubilisation en détergent de 
préparations membranaires issues de cellules HEK-293T contenant le récepteur hDOR 
étiqueté ont été déterminées. Le degré de solubilisation de ces membranes a été analysé en 
mesurant la diminution de la turbidité de chaque échantillon à 500 nm. Des préparations 
membranaires de différentes concentrations (3, 1 et 0.5 mg/ml, pour un volume final de 2 ml) 
ont été réalisées. Deux détergents ont été testés dans cette étude : le Triton X-100 (TX-100) et 
le Brij 98. Comme cela a été mentionné dans l’introduction, les premières expériences visant 
à isoler des fractions membranaires résistantes au détergent ont été réalisées à froid en 
présence de TX-100 (Brown and Rose 1992). Toutefois, plusieurs études ont suggéré que les 
fractions résistantes générées par ce détergent étaient des artéfacts dus à la température. De 
basses températures peuvent en effet modifier l’état physique des lipides des membranes 
cellulaires en augmentant, voire même en induisant des séparations de phase lipidique latérale, 
qui n’étaient pas présentes à 37°C (Munro 2003). De nombreux autres détergents et à des 
concentrations variables ont donc été utilisés pour préparer des DRM, tels que le CHAPS, le 
Brij 58, le Brij 96, le Brij 98, le Lubrol WX, le Lubrol PX, le Nonidet P40, 
l’octylglucoside … (Ilangumaran et al. 1999 ; Madore et al. 1999 ; Roper et al. 2000 ; Drevot 
et al. 2002 ; Slimane et al. 2003). Parmi eux nous avons choisi le Brij 98, utilisé à 37 °C, qui 
permettrait d’isoler les rafts tels qu’ils sont naturellement dans les membranes (Drevot et al. 
2002).  
 
L’absorbance à 500 nm est mesurée après incubation pendant 10 minutes à froid de 
chaque échantillon auquel une petite quantité de TX-100 a été ajouté. La figure I-13A montre 
que la solubilisation de ces membranes par le TX-100 à 4°C n’est pas totale quelle que soit la 
quantité de TX-100 ajoutée et que, comme attendu, l’équilibre est atteint plus rapidement 
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pour les membranes de plus faible concentration. Dans les trois cas, une diminution brusque 
de l’absorbance des membranes est observée dès les premiers ajouts de TX-100. Pour les 
membranes à 0.5 mg/ml, l’équilibre est atteint pour 0.2 % de TX-100 tandis que pour les 
membranes à 1 et 3 mg/ml, quasiment aucune évolution n’est observée après solubilisation 
des membranes par 1 % de TX-100. Ceci montre donc que la solubilisation des membranes 
est fonction du rapport lipide/détergent. Les expériences d’isolement de DRM nécessitant 
beaucoup de matériel de départ, les paramètres pris en compte par la suite seront une 
concentration de 3 mg/ml de membranes qui seront solubilisées à froid par du TX-100 dans 
une gamme comprise entre 0.1 et 1 % (volume à volume). Pour le Brij 98, un plateau est 
observé à partir d’une concentration égale à 0.4 % pour les membranes à 0.5 et 1 mg/ml, 
indiquant que les membranes ne peuvent pas être davantage solubilisées à partir de ce taux 
(Figure I-13B). Ces résultats montrent que le TX-100 et le Brij 98 conduisent à une 
solubilisation partielle des membranes même à de forts pourcentages, indiquant qu’une 
fraction de ces membranes est résistante au détergent. Les expériences visant à isoler et 
caractériser ces fractions vont donc pouvoir être entreprises. 
     
 
Figure I-13 : Solubilisation de préparations membranaires issues de cellules HEK-293T contenant le 
récepteur étiqueté. Des quantités croissantes de détergent ont été rajoutées progressivement à des 
membranes de concentrations différentes (3,1 et 0.5 mg/ml). Après chaque incrémentation de détergent, 
l’échantillon est incubé 10 minutes sous agitation avant de mesurer son absorbance à 500 nm. A/ 
Solubilisation en présence de TX-100 à 4°C. B/ Solubilisation en présence de Brij 98 à 37°C. 
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2.2.2 Isolement de fractions résistantes au détergent 
 
 La méthode la plus classiquement utilisée pour isoler des fractions membranaires 
résistantes au détergent consiste à déposer directement des cellules solubilisées en détergent 
sur gradient de saccharose puis de faire une ultracentrifugation isopycnique. Cependant, 
comme nous l’avons souligné précédemment, cette méthode ne donne pas des fractions très 
« pures » dans le sens où tous les organites intracellulaires sont conservés, c’est pourquoi 
nous avons fait le choix de réaliser les expériences de solubilisation sur des préparations 
membranaires, qui permettent de s’affranchir de certains artéfacts liés à la solubilisation de 
cellules entières. La solubilisation des membranes n’étant pas totale même en présence de 
fortes concentrations de détergent, une autre manière de séparer le matériel solubilisé du 
matériel insoluble peut se faire par ultracentrifugation. Le culot et le surnageant obtenus sont 
alors analysés en terme de fractions de différentes densités.   
  
          Comme le montre la figure I-14, deux approches ont donc été envisagées pour séparer 
les membranes solubilisées du matériel insoluble (voir le chapitre matériel et méthodes) : 
1/ Une méthode consistant à déposer directement sur un gradient de densité de saccharose 
discontinu les membranes mises en présence de TX-100 ou de Brij 98 (Méthode 1). 
2/ Les membranes traitées par un détergent (MS) sont centrifugées, ce qui permet de séparer 
le culot (C) et le surnageant (SN), qui correspondent respectivement au matériel insoluble et 
au matériel solubilisé. Ces deux fractions sont ensuite déposées séparément sur un gradient de 
saccharose, afin d’analyser leurs contenus respectifs (Méthode 2).   
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Figure I-14 : Schéma récapitulatif des 2 méthodes de séparation des fractions solubles et insolubles 
utilisées. 
 
 
2.2.2.1 Observation des différentes fractions dans le gradient de saccharose 
 
D’après la méthode 1, l’observation à l’œil nu du tube après centrifugation révèle la présence 
d’une zone diffuse vers le haut du gradient ainsi que d’un culot au fond du tube (Figure I-
15A). Onze fractions de 1 ml sont récoltées et le culot est resuspendu dans 1 ml de tampon 
Tris 50 mM, pH 7.4, constituant ainsi la douzième fraction. Le pourcentage de saccharose de 
chaque fraction est mesuré à l’aide d’un réfractomètre, permettant d’évaluer la 
reproductibilité et la qualité de chaque essai (Figure I-15B). L’absorbance à 500 nm de 
chaque fraction est également déterminée. Comme le montre la figure I-15B, seules les 
fractions 3, 4, 5 et 12 ont une absorbance non nulle à cette longueur d’onde, avec une valeur 
mesurée pour la fraction 12 bien supérieure aux autres. Puisque l’état de solubilisation des 
membranes est corrélé à des variations de turbidité, l’on peut en déduire que les fractions 3, 4, 
5 et 12 sont des fractions insolubles tandis que les fractions 6 à 11 représentent les fractions 
solubilisées.  
Membranes (6mg) contenant le récepteur hDOR étiqueté  (3mg/ml) 
 + Triton X100 ou Brij 98  
Séparation par centrifugation 
100000g (40 min, 4°C) 
Culot (C) Surnageant (SN) 
- Dépôt sur gradient de saccharose 
- Centrifugation 140000g 
- Dépôt sur gradient de saccharose 
- Centrifugation 140000g 
Méthode 1 Méthode 2 
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Figure I-15 :  
A/ Schéma d’un gradient de saccharose obtenu après solubilisation de membranes par le TX-100 et 
ultracentrifugation. 
B/ Pourcentage de saccharose de chaque fraction issue d’un gradient après centrifugation, évalué grâce à un 
réfractomètre (▲). Mesure de l’absorbance à 500 nm de chaque fraction (●) des échantillons 
correspondants.  
Ces mesures permettent de vérifier la qualité du gradient grâce au % de saccharose et de discriminer les 
fractions solubilisées ou non par mesure des variations de turbidité à 500 nm. 
 
 
 
Trois grandes fractions peuvent donc être caractérisées :  
- Les fractions 3, 4 et 5 de faible densité qui sont nommées classiquement DRM dans la 
littérature. 
- Les fractions 6 à 11, qui représentent le matériel solubilisé. 
- La fraction 12, le culot du gradient, qui semble être du matériel insoluble en détergent. 
Ce profil est identique quel que soit le pourcentage de détergent utilisé. 
D’après la méthode 2, lorsque le culot, isolé par centrifugation, est déposé sur gradient 
de sucrose, une bande est observée au niveau des DRM ainsi que la présence d’un culot au 
fond du tube. Dans le cas du dépôt du surnageant, aucun culot n’est observé tandis qu’une très 
fine bande est parfois présente au niveau de la fraction DRM.  
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2.2.2.2 Analyse des marqueurs de rafts 
 
• Analyse des constituants lipidiques des différentes fractions 
 
Les rafts sont caractérisés comme étant des zones de la membrane enrichies en 
certaines espèces lipidiques, notamment en cholestérol.  
Nous avons donc vérifié au préalable que les fractions C et SN obtenues après 
centrifugation de membranes solubilisées par 0.1% à 1 % de TX-100 ou 1% de Brij 98 étaient 
effectivement enrichies en cholestérol.  
Le tableau 5 montre les rapports cholestérol/phospholipides (Chol/PL) mesurés pour 
les membranes traitées ou non par des concentrations croissantes de TX-100. Quel que soit le 
pourcentage de TX-100, le culot C est toujours plus enrichi en cholestérol que le surnageant 
SN et les membranes natives (Chol/PL de 37 ± 3 %), avec un rapport Chol/PL de 58 ± 5 % et 
de 19 ± 2 % pour C et SN respectivement à 0.1 % de TX-100. Lorsque les concentrations en 
TX-100 augmentent, ces rapports sont plus élevés, indiquant une hétérogénéité de 
solubilisation des membranes. En revanche, les analyses biochimiques menées sur les 
fractions solubilisées par le Brij 98 ont permis d’obtenir des rapports Chol/PL de 41 ± 4 % et 
42 ± 4 % pour C et SN respectivement (Tableau 5). La solubilisation de membranes par le 
Brij 98, contrairement au TX-100, ne présente donc pas d’enrichissement sélectif en 
cholestérol dans la fraction C par rapport à SN. Devant l’impossibilité de ce détergent d’isoler 
des rafts, les expériences qui vont suivre ne seront réalisées qu’avec le TX-100, et à 
différentes concentrations.  
 
Lorsque les membranes solubilisées par le TX-100 sont déposées directement sur 
gradient de saccharose, la fraction la plus enrichie en cholestérol est la fraction DRM MS quel 
que soit le pourcentage de TX-100. Le ratio Chol/PL de cette dernière à 0.1 % de TX-100 est 
de 65 ± 6 %, en comparaison à des rapports de 41 ± 4 % et 35 ± 3 % pour les fractions culot 
du gradient
 MS et F6-11  MS respectivement (Tableau 5).  
Comme pour les rapports Chol/PL, les ratios SM/PL sont plus importants dans le culot 
C et augmentent avec la hausse de la quantité de TX-100 et aucune sphingomyéline n’est 
détectée dans le SN, ce qui est en accord avec la description d’un enrichissement en 
sphingomyéline dans les rafts. De la même manière, la fraction DRM MS est plus enrichie en 
sphingomyéline (11.5 ± 2.0 % SM/PL à 0.5 % de TX-100) que le culot du gradient
 MS et F6-11  
MS (8.4 ± 1.6 % et 1.4 ± 0.3 respectivement).  
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Tableau 5 : Evaluation des rapports cholestérol/phospholipides (Chol/PL) et 
sphingomyéline/phospholipides (SM/PL) de membranes natives ou solubilisées par différentes quantités de 
TX-100 ou 1% de Brij 98. Les valeurs sont données pour des membranes solubilisées puis centrifugées 
(culot C et surnageant SN) ou directement déposées sur un gradient de saccharose (DRM MS, F6-11  MS, Culot 
du gradient 
 MS). Les valeurs sont la moyenne de 3 expériences indépendantes.  
 
   
 
Des expériences complémentaires ont été entreprises en analysant la nature des têtes 
polaires présentes dans les différents échantillons. Les quantités relatives des différentes têtes 
polaires des phospholipides dans les membranes natives sont représentées sur la figure I-16A. 
Les acides gras coiffés d’une phosphatidylcholine et d’un phosphatidylinositol (PC + PI) sont 
majoritaires (environ 50%), devant la phosphatidyléthanolamine (PE 25%), la 
phosphatidylsérine et le phosphatidylglycérol (PS, PG près de 10% chacun) et enfin la 
sphingomyéline (SM, moins de 5%). Cette composition a été analysée par chromatographie 
sur couche mince. Chacune des têtes polaires présente dans l’échantillon a été quantifiée en 
utilisant une gamme de lipides témoins déposés en parallèle sur la plaque de silice. Les 
pourcentages des différentes espèces lipidiques en présence correspondent à leur proportion 
en mol par rapport à la somme de tous les lipides détectés. Les figures I-16 B et C 
représentent  les espèces lipidiques détectées dans les membranes après traitement avec 0.1 % 
et 0.5 % de TX-100 respectivement.  
 
 
 
  % Chol/PL (mol/mol)  % SM/PL  (mol/mol) 
Membranes natives  37 ± 3  2.4 ± 0.5 
1% Brij 98 C : 41 ± 4      SN : 42 ± 4 nd. nd. 
 
   
% Triton X-100 
 
0.1 0.3 1 0.1 0.5 
C  58 ± 5  71 ± 6 109 ± 11 
 
1.3 ± 0.3 13 ± 3.0 
SN  19 ± 2 23 ± 2 27 ± 3  0 0 
DRM MS  65 ± 6 73 ± 7 66 ± 6  5.8 ± 0.6 11.5 ± 2.0 
F6-11  MS  35 ± 3 46 ± 4 46 ± 5  2.4 ± 0.5 1.4 ± 0.3 
Culot du gradient MS  41 ± 4 55 ± 5 50 ± 5  5.1 ± 1.0 8.4 ± 1.6 
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Figure I-16 : Composition en têtes polaires des phospholipides présents dans les membranes natives ou 
solubilisées par du TX-100.  
A/ membranes natives. 
B/ membranes solubilisées par 0.1 % de TX-100. La partie gauche du graphique représente le culot C et le 
surnageant SN obtenus par centrifugation (méthode 2). La partie droite représente les fractions obtenues 
après dépôt direct des membranes solubilisées sur gradient de saccharose (méthode 1). 
C/ membranes solubilisées par 0.5 % de TX-100. Les fractions obtenues sont identiques à celles décrites en 
B/.  
La quantification de chaque espèce lipidique a été réalisée par chromatographie sur couche mince par 
comparaison avec les intensités des taches obtenues avec des lipides standards. Les valeurs sont la 
moyenne de trois expériences indépendantes.  
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Aucun des lipides PG, PS et SM ne sont détectés dans la fraction SN (partie gauche 
des figures I-16 B et C), indiquant que ces lipides seraient très peu ou pas solubles dans le 
surnageant SN. En revanche, les espèces lipidiques PE et PI+PC sont trouvées dans le 
surnageant SN, avec une augmentation de la teneur en PI+PC lorsque le pourcentage de TX-
100 augmente. Ceci semblerait indiquer une solubilité accrue de PI+PC dans cette fraction. 
Les profils observés pour les fractions DRM MS et culot du gradient MS sont assez similaires à  
celui de C et des membranes natives, si ce n’est que la sphingomyéline apparaît enrichie dans 
ces fractions par rapport aux membranes natives. Ceci peut s’expliquer par le fait que les 
différentes espèces sont quantifiées en quantités relatives par rapport à l’ensemble des espèces 
lipidiques en présence dans chaque échantillon et compte tenu des barres d’erreurs, la quantité 
relative mesurée peut être facilement surestimée ou sous-estimée puisque la quantité de SM 
dans les membranes est relativement faible. Excepté l’enrichissement en sphingomyéline, la 
fraction F6-11 MS possède également un profil relativement équivalent dans la répartition des 
différentes têtes polaires. Ce résultat laisse à penser que cette fraction pourrait être 
contaminée par du matériel de nature différente, que nous allons caractériser par la suite. Par 
contre il est clair que cette fraction, comparativement aux fractions DRMMS et culot du 
gradientMS, est appauvrie en SM et en cholestérol, ceci est cohérent avec le fait que le 
cholestérol et la SM sont étroitement liés par la présence d’une liaison hydrogène 
intermoléculaire entre ces deux molécules. L’enrichissement en ces deux molécules dans des 
membranes limiterait donc la solubilisation de ce type de membranes par les détergents. 
L’étude des profils lipidiques des différents échantillons par chromatographie sur couche 
mince a également montré la présence de glycolipides dans les fractions DRM MS, culot du 
gradient MS et C, tandis qu’ils sont totalement absents dans les fractions F6-11 MS et SN. 
Cependant, n’ayant pas à disposition des standards internes permettant leur caractérisation et 
leur quantification, nous n’avons pu les inclure dans notre analyse. 
Le cholestérol est connu pour interagir préférentiellement avec des lipides ayant des 
longues chaînes d’acides gras et saturées. Les caractéristiques précédemment évoquées des 
sphingolipides en font donc des candidats de choix pour interagir avec le cholestérol et ceci 
est renforcé par la présence du groupement hydroxyle du cholestérol qui permet la formation 
d’une forte liaison hydrogène intermoléculaire avec les sphingolipides.  
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• Marqueur protéique : la phosphatase alcaline 
 
 
Les rafts lipidiques sont également caractérisés par leur enrichissement en protéines 
particulières. La phosphatase alcaline, qui est une protéine acylée, en est un des représentants 
(Roper et al. 2000 ; Saslowsky et al. 2002). La présence de cette protéine dans différentes 
fractions membranaires a donc été recherchée. La figure I-17 montre la quantité de 
phosphatase alcaline trouvée dans les 12 fractions récoltées après dépôt direct de membranes 
solubilisées par 0.1, 0.3 et 0.5 % de TX-100 sur gradient de saccharose. D’après les courbes, 
après solubilisation des membranes par  0.1 de TX-100, un pic de phosphatase alcaline est 
trouvé au niveau de la fraction 3 et de la fraction 12, et constitue environ 20 et 40 % 
respectivement de la phosphatase alcaline mesurée dans la totalité des fractions. Le même 
type de profil est obtenu avec 0.3 et 0.5 % de TX-100, avec cependant une plus faible quantité 
de phosphatase alcaline observée dans la fraction 12 dans les deux cas ainsi qu’une légère 
diminution au niveau de la fraction 3 avec 0.5 % de TX-100. Ces baisses se font au profit des 
fractions intermédiaires (6-11), indiquant une solubilisation progressive de cette protéine. 
Cependant, des dosages de protéines été effectués en parallèle sur ces fractions afin de 
déterminer l’activité spécifique de la phosphatase alcaline.  
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Figure I-17 : Distribution de la phosphatase alcaline dans les différentes fractions du gradient de 
saccharose. Des membranes (3 mg/ml) ont été solubilisées par 0.1, 0.3 et 0.5 % de TX-100 puis ont été 
déposées directement sur un gradient de saccharose selon la méthode 1. Chaque fraction a été dosée en 
terme de quantité de protéine et d’activité phosphatase alcaline afin de déduire les activités spécifiques des 
fractions. Les valeurs sont la moyenne de 3 expériences indépendantes.    
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Ainsi, avec traitement de membranes avec 0.1 % de TX-100, les activités spécifiques 
déterminées pour les fractions DRM MS et le culot du gradient MS sont respectivement de 1.7 
u.a/mg de protéines et de 0.3 u.a/mg de protéines, ce qui indique seule la fraction DRM MS est 
enrichie en phosphatase alcaline. 
 
 
2.2.2.3 Etat de solubilisation des lipides et des protéines en fonction du 
pourcentage de TX-100  
 
L’étape de centrifugation décrite dans la méthode 2 permet d’estimer l’état de 
solubilisation de membranes par du détergent. En effet, l’analyse de la teneur en protéines et 
en lipides du culot et du surnageant permet également de suivre ce processus. La figure I-18 
représente la teneur en protéines, en cholestérol et en phospholipides du culot issu de 
l’ultracentrifugation en fonction de concentrations croissantes de TX-100. Les phospholipides 
contenus dans le culot sont efficacement solubilisés, jusqu’à 90 % en présence de 1 % de TX-
100. L’allure de la courbe représentant la solubilisation du cholestérol est similaire à celle des 
phospholipides mais avec une efficacité de solubilisation moindre (70 % de solubilisation à 1 
% de TX-100). En revanche, les protéines sont plus faiblement solubilisées par rapport aux 
lipides : 40 % sont solubilisées avec 1% de TX-100 dont la moitié le sont déjà dès 0.1 % de 
TX-100.  
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Figure I-18 : Caractérisation de la teneur en protéines, cholestérol et phospholipides du culot issu de la 
solubilisation de membranes contenant le récepteur chimérique hDOR. 2 ml de membranes à 3 mg/ml sont 
mises en présence de 0.1, 0.3 et 1 % de TX-100 pendant 30 min à 4°C. Celles-ci sont ensuite centrifugées 
15 min à 100000 g permettant l’obtention d’un culot et d’un surnageant. Le culot est resuspendu dans le 
même volume de tampon Tris 50 mM (pH 7.4) qu’initialement. Sa teneur en protéines et lipides est ensuite 
déterminée. Les courbes obtenues sont la moyenne de 3 expériences indépendantes. 
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Le rapport phospholipides/protéines (PL/protéine) du culot C diminue de façon 
drastique avec l’augmentation du pourcentage de TX-100, de 188 ± 32 à 42 ± 7 nmol/mg avec 
0.1 % et 1 % de TX-100 respectivement (Tableau 6). Ces valeurs sont inférieures au rapport 
PL/protéine mesuré pour des membranes natives, indiquant que le culot est pauvre en lipides. 
En revanche, le surnageant possède, à 0.1 % de TX-100, un ratio PL/protéine similaire à celui 
des membranes natives, puis ce ratio est augmenté en présence de 1% de TX-100 (Tableau 6). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Tableau 6 : Evaluation des rapports phospholipides/protéines de membranes natives ou solubilisées par du 
TX-100. Les valeurs sont données pour des membranes solubilisées puis centrifugées (culot C et 
surnageant SN) ou directement déposées sur un gradient de saccharose (DRM MS, F6-11  MS, Culot du 
gradient 
 MS). Les valeurs sont la moyenne de 3 expériences indépendantes.  
 
 
 Les quantités de lipides et protéines ont également été déterminées dans les différentes 
fractions du gradient de saccharose obtenues selon la méthode 1. La figure I-19A montre la 
teneur en protéines des fractions DRM MS, (F6-11) MS et le culot du gradient MS en fonction du 
pourcentage de TX-100. La fraction DRM contient une quantité égale de protéines, quel que 
soit le pourcentage de TX-100, et ne représente que 5 % environ des protéines totales 
déposées sur le gradient. Le culot du gradient MS contient la grande majorité des protéines, 
environ 70 % avec 0.1 et 0.3 % de TX-100. Une partie de ces protéines (~ 20 %) sont 
toutefois solubilisées en présence de 1 % de TX-100. En ce qui concerne les phospholipides, 
ceux-ci sont majoritairement présents dans les fractions DRM MS et (F6-11) MS (Figure I-19B). 
Plus la concentration en TX-100 augmente, plus la quantité de phospholipides diminue dans 
les fractions insolubles DRM
 MS et le culot du gradient MS (30 et 5 % respectivement pour 1 % 
de TX-100), et ce au profit de la fraction soluble (F6-11)
 MS. Les rapports PL/protéine du culot 
du gradient MS diminuent lorsque le pourcentage de TX-100 augmente et sont plus faibles que 
  
PL/protéine (nmol/mg) 
 
Membranes natives  350 ± 60 
% Triton X-100 
 0.1  1 
C  188 ± 32  42 ± 7 
SN  368 ± 62  826 ± 140 
DRM MS  4670 ± 800  1710 ± 290 
F6-11  MS  441 ± 70  423 ± 72 
Culot du gradient 
 MS  158 ± 26  34 ± 6 
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ceux déterminés pour les fractions DRM MS et (F6-11) MS ainsi que les membranes natives 
(Tableau 6). Le rapport PL/protéine le plus important est celui de la fraction DRM ce qui est 
en accord avec la position de cette fraction au niveau du gradient de densité de saccharose. 
Par ailleurs, à quantité de protéine équivalente, ce rapport passe de 4670 ± 800 à 1710 ± 290 
nmol/mg pour 0.1 et 1 % de TX-100 respectivement, ce qui indique une perte graduelle des 
lipides par des solubilisations plus poussées (Tableau 6). Le cholestérol est majoritairement 
présent dans la fraction DRM MS à  0.1 % de TX-100 (57 ± 5 %) par rapport au culot du 
gradient MS (~ 20 %) et est progressivement retrouvé dans la fraction soluble (F6-11) MS 
lorsque le pourcentage de TX-100 est augmenté (Figure I-19C). 
 
                       
 
Figure I-19 : Répartition des protéines, des phospholipides et du cholestérol dans les différentes fractions 
du gradient en fonction du pourcentage de TX-100. 2 ml de membranes à 3 mg/ml sont mises en présence 
de 0.1, 0.3 et 1 % de TX-100 pendant 30 min à 4°C. Ces membranes solubilisées sont ensuite déposées sur 
un gradient de saccharose. Les quantités de protéines (A), phospholipides (B) et cholestérol (C) présentes 
dans chaque fraction sont déterminées selon les dosages décrits dans le matériel et méthodes. Les valeurs 
sont la moyenne de 3 expériences indépendantes. 
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2.2.2.4 Comparaison des deux méthodes  
 
Les deux méthodes employées pour séparer le matériel solubilisé du matériel 
insoluble ont été comparées dans le cadre d’une solubilisation de membranes à 3 mg/ml (2 
ml) par 0.1 % de TX-100 (v/v). La partie gauche de la figure I-20 montre qu’à ce 
pourcentage, seule une faible partie des membranes sont solubilisées et retrouvées dans le SN 
après centrifugation, comprenant environ 20 % des protéines, 10 % du cholestérol et 30 % des 
phospholipides totaux.  
                     
Figure I-20 : Répartition des protéines et des lipides de membranes solubilisées par 0.1 % de TX-100 en 
fonction de la méthode de séparation réalisée. 
Partie gauche des graphes : des membranes natives à 3 mg/ml sont traitées à froid par 0.1 % de TX-100 
conduisant à des membranes solubilisées MS (barres grises). Ces membranes MS sont ensuite laissées 
telles quelles ou bien sont ultracentrifugées afin d’obtenir un culot C (barres noires) et un surnageant SN 
(barres blanches).  
Partie droite des graphes : le culot C, le surnageant SN et les membranes MS sont déposés séparément sur 
un gradient de saccharose, conduisant pour chacun aux fractions DRM, F6-11 et culot du gradient.  
Les différents échantillons sont dosés en terme de quantité de protéines (A), phospholipides (B) et 
cholestérol (C) par rapport à la quantité totale de chacun d’eux présente initialement dans les membranes 
solubilisées MS. Les valeurs sont la moyenne de 2 à 3 expériences indépendantes.   
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Les C et SN centrifugés ont ensuite été déposés sur un gradient de saccharose 
(méthode 2), parallèlement à des membranes solubilisées qui sont directement déposées sur 
gradient  de saccharose (méthode 1). La contribution du C et du SN dans les fractions DRM, 
(F6-11)
  
et culot du gradient récupérées dans le gradient peut donc être estimée.   
 
La figure I-20 (partie droite) montre qu’après dépôt du SN sur gradient de saccharose, 
aucun lipide ni protéine n’est dosé dans la dernière fraction au fond du tube (culot du 
gradient). De même, dans la fraction DRM, aucune protéine n’est présente et seulement 5 % 
environ de phospholipides et de cholestérol sont mesurés. Ceci est en accord avec le fait 
qu’aucun culot n’est observé à l’œil nu dans le gradient de saccharose et qu’une très fine 
bande soit parfois observée au niveau de la fraction DRM. La fraction soluble (F6-11) contient 
donc la majeure partie des lipides et des protéines, ce qui est cohérent avec ce qui est attendu. 
  Le culot C déposé sur gradient de saccharose est analysé. Dans ce cas, des quantités 
similaires de phospholipides (de l’ordre de 20 %) sont trouvées indifféremment dans les 3 
fractions (DRM, F6-11 et culot du gradient) du gradient (Figure I-20B). Une quantité 
équivalente de cholestérol (~20 %) est également obtenue dans le culot du gradient, tandis 
qu’il est trouvé de façon plus prononcée dans les fractions DRM et F6-11 (35 et 40 % 
respectivement). Pour les protéines, environ 65 % d’entre elles sont retrouvées au fond du 
tube du gradient (culot du gradient) tandis qu’un peu moins de 3 % sont dosées dans la 
fraction DRM. Comme les lipides, de façon surprenante, des protéines (environ 10 %) sont 
retrouvées dans la fraction soluble F6-11. Afin d’expliquer la présence de matériel insoluble 
dans cette fraction F6-11, cette dernière a donc été soumise à une étape supplémentaire de 
centrifugation. A l’issue de celle-ci, un culot peu dense est observé au fond du tube. Des 
dosages biochimiques effectués sur ce culot ont montré qu’il contenait les lipides et les 
protéines retrouvés initialement dans la fraction soluble F6-11 du gradient de saccharose. Cette 
fraction F6-11 semble donc contenir du matériel insoluble qui diffère en densité des fractions 
DRM et culot du gradient. 
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2.3 Distribution du récepteur T7-hDOR-eGFP dans les différentes fractions membranaires 
 
Le récepteur T7-hDOR-eGFP possédant les étiquettes T7 et eGFP, il est possible de 
détecter sa présence par Western blot ou par fluorescence. De plus, comme nous le verrons 
dans le prochain chapitre, un récepteur peut être également quantifié à l’aide de ligands 
radioactifs. Nous avons réalisé des expériences de Western blot sur des membranes natives ou 
des fractions membranaires isolées après solubilisation par du TX-100 afin de détecter la 
présence du récepteur T7-hDOR-eGFP grâce à un anticorps anti-T7. Cependant, les résultats 
que nous avons obtenus montrent la présence d’une importante liaison non spécifique. Ce 
résultat est surprenant car, pour le même protocole employé, il a été possible de quantifier 
aisément le récepteur T7-hMOR dans les membranes de cellules CHO par la même technique.  
 
 La répartition du récepteur T7-hDOR-eGFP a donc été recherchée dans des 
membranes traitées par différents pourcentages de TX-100 par fluorescence ou par liaison à 
l’équilibre de ligands radioactifs. Dans notre étude, les membranes ont été solubilisées par des 
quantités de TX-100 allant jusqu’à 1%. Nous avons vu que le récepteur peut être quantifié 
dans des membranes natives par fluorescence et une bonne corrélation peut être établie avec 
sa pharmacologie. Cependant, l’utilisation de détergent peut poser le problème d’une 
éventuelle dénaturation du récepteur mais également de la eGFP. Nous avons dans un premier 
temps vérifié que le récepteur hDOR n’était pas dénaturé dans les conditions de solubilisation 
testées. Les résultats obtenus montrent que l’activité du récepteur est altérée. Ceci semblerait 
être dû à une dénaturation d’une partie des récepteurs par le détergent ; toutefois ces résultats 
n’étant pas reproductibles, il nous était donc impossible de réaliser une quantification précise 
des récepteurs présents dans les différentes fractions membranaires par ce biais. De la même 
manière nous avons étudié l’effet dénaturant ou non du TX-100 sur la eGFP. La figure I-21 
montre les spectres de fluorescence de membranes à 0.5 mg/ml en l’absence ou en présence 
de 0.5, 1 et 2 % de TX-100. Les spectres correspondant à des membranes solubilisées par 0, 
0.5 et 1 % de TX-100 (correspondant aux conditions testées) sont superposables. Ces résultats 
indiquent que la eGFP n’est pas dénaturée et que la calibration faite sur les membranes 
natives peut être appliquée aux membranes solubilisées, permettant ainsi la quantification 
précise du récepteur T7-hDOR-eGFP dans les différentes fractions membranaires. 
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Figure I-21 : Spectres de fluorescence de membranes (0.5 mg/ml) natives ou solubilisées à froid par 0.5, 1 
et 2 % de TX-100. Les intensités de fluorescence mesurées à 512 nm (∆F) sont de 1.9 pour 0, 0.5 et 1 % de 
TX-100 et de 2.2 pour 2 % de TX-100. L’intensité de fluorescence de la eGFP est visualisée dans une plage 
de longueur d’onde comprise entre 490 et 550 nm, après excitation du chromophore à 475 nm.  
 
 
Les analyses ont été réalisées sur les fractions membranaires insolubles : soit la 
fraction C isolée par centrifugation après solubilisation des membranes, soit sur les fractions 
DRM C et culot du gradient C résultant du dépôt de la fraction C sur gradient de saccharose. 
En effet, les spectres de fluorescence de ces fractions ont un profil similaire à celui des 
membranes natives à partir desquelles la corrélation entre la fluorescence et la quantité de 
récepteur a été réalisée, ce qui n’est pas le cas des fractions solubles (SN et F6-11). De plus la 
fraction F6-11 étant contaminée par du matériel insoluble (culot), l’analyse quantitative de cette 
fraction serait faussée. 
Les spectres de fluorescence de membranes solubilisées par des concentrations 
croissantes de TX-100 puis centrifugées sont représentés dans la figure I-22. Les spectres 
montrent que l’augmentation du pourcentage de TX-100 conduit à une diminution de la 
fluorescence dans le culot C au profit du surnageant SN, ce qui indique une solubilisation 
progressive du récepteur hDOR étiqueté. D’autre part, l’analyse des spectres de fluorescence 
du C provenant de membranes solubilisées par 0.5 ou 1 % de TX-100 réalisée grâce à la 
courbe d’étalonnage montre une quantité de récepteur équivalente dans les deux cas, ce qui 
suggèrerait que la solubilité maximale du récepteur est atteinte dès 0.5 % de TX-100. La 
quantification du récepteur a été réalisée sur les fractions insolubles en détergent car ces 
fractions présentent un profil similaire à celui des membranes natives. De plus, il semble que 
l’intensité de fluorescence mesurée dans les fractions solubilisées soit surestimée car la 
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somme des intensités de fluorescence des fractions F6-11 de C et de SN est systématiquement 
supérieure à la somme des intensités de fluorescence des fractions F6-11 du mélange MS (de 
l’ordre de 30 %). 
 
 
                          
Figure I-22 : Spectres de fluorescence de membranes solubilisées à froid en TX-100 isolées par 
sédimentation. Des membranes (3 mg/ml) ont été solubilisées par 0.1, 0.5 et 1 % de TX-100 à 4°C puis 
centrifugées à 100 000 g pendant 15 min. L’intensité de fluorescence de la eGFP des culots (C) et 
surnageant (SN) ainsi séparés est visualisée dans une plage de longueur d’onde comprise entre 490 et 550 
nm, après excitation du chromophore à 475 nm.  
 
 
La quantité de récepteur hDOR étiqueté a été estimée dans diverses fractions en 
solubilisant des membranes à un pourcentage de TX-100 inférieur à 0.5 soit 0.1 et 0.3 %. Les 
fractions membranaires ont été séparées selon la méthode 2. La partie gauche de la figure I-23 
montre la quantité de récepteur présente dans C isolé par centrifugation, et la partie droite 
représente les fractions  DRM C et culot du gradient C provenant de C déposé sur gradient de 
saccharose. A 0.1 % de TX-100, la fraction C contient 30 % des récepteurs. L’augmentation 
du pourcentage de TX-100 à 0.3 % entraîne une perte de 7 % des récepteurs dans cette 
fraction, indiquant leur solubilisation progressive. Lorsque cette fraction est déposée sur 
gradient de saccharose, la majorité du récepteur est trouvé dans le culot du gradient C, environ 
25 et 15 %, avec respectivement 0.1 et 0.3 % de TX-100. La fraction DRM C quant à elle ne 
contient que 5 % de récepteur à 0.1 % de TX-100. Cette quantité décroît à 2 % pour 0.3 % de 
TX-100, le récepteur n’étant plus détecté au-delà.              
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Figure I-23 : Pourcentage de récepteur isolé dans différentes fractions membranaires. La fluorescence de la 
eGFP a été évaluée dans les fractions culot C, DRM C et culot du gradient C. La quantification du récepteur 
a été réalisée grâce à la droite d’étalonnage de la figure I-11C. Les valeurs représentent la moyenne de 2 
expériences indépendantes. 
 
 
L’effet de l’ajout de ligands en présence ou non d’un agent découplant les protéines G 
des récepteurs, le GppNHp (analogue non hydrolysable du GTP) sur la distribution du 
récepteur T7-hDOR-eGFP a également été testé afin de déterminer si la redistribution du 
récepteur serait dépendante d’un couplage avec les protéines G. Dans ce but, les membranes 
ont été préalablement incubées avec la diprénorphine (ligand antagoniste) ou la deltorphine II 
(ligand agoniste) en présence ou non de GppNHp, en excès. Les membranes ont ensuite été 
solubilisées par 0.1 % de TX-100 et la quantité de récepteur a été mesurée dans les fractions 
C, DRM C et culot du gradient C séparées selon la méthode 2. L’ajout de diprénorphine ou de 
deltorphine II ne modifie pas la distribution du récepteur dans C et culot du gradient C. Il en 
est de même pour la fraction DRM C en présence de diprénorphine (Figure I-23). Par contre, 
en présence de deltorphine II, la quantité de récepteur déterminée dans la fraction DRM C  est 
de 10 %, par rapport à 5 % mesuré à l’état basal ou en présence de diprénorphine. L’addition 
de 100 µM de GppNHp en présence ou non de deltorphine II ne permet de mesurer également 
qu’une quantité de récepteur égale à 5 %, ce qui suggèrerait qu’une partie des récepteurs 
contenus dans la fraction DRM sont stabilisés par les protéines G (Figure I-23). 
 Le même type d’expériences a été réalisé sur des membranes solubilisées selon la 
méthode 1 par 0.1 et 0.3 % de TX-100. Comme le montre la figure I-24, une intensité de 
fluorescence n’est mesurée dans la fraction DRM MS que pour 0.1 % de TX-100. D’autre part, 
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l’addition de deltorphine II sur cette fraction solubilisée à ce faible pourcentage de TX-100 
entraîne une augmentation de la fluorescence détectée. La quantité de récepteur dans cette 
fraction est également doublée en présence de ce ligand agoniste, ce qui est accord avec les 
valeurs obtenues avec la fraction  DRM C.   
 
 
                               
 
Figure I-24 : Spectres de fluorescence de membranes solubilisées à froid en TX-100 et déposées sur 
gradient de saccharose selon la méthode 1. Les membranes (3 mg/ml) ont été solubilisées par 0.3 % de TX-
100 (spectre rose) ou bien par 0.1 % de TX-100 en présence ou non de deltorphine II en excès (spectres 
noir et gris respectivement). Les spectres représentent l’intensité de fluorescence de la fraction DRM MS 
résultant du dépôt de ces membranes solubilisées sur gradient de saccharose. Les fonctions appareils 
utilisées sont décrites dans le matériel et méthodes.  
 
 
 
2.3.1 Résultat de l’étude de la distribution du récepteur µ aux opioïdes dans les 
membranes de cellules CHO 
  
      La répartition du récepteur µ aux opioïdes dans des domaines enrichis ou non 
cholestérol a également été analysée au sein de l’équipe. L’étude comparée de ce récepteur 
avec le récepteur δ aux opioïdes, qui sont fonctionnellement proches, est donc porteuse 
d’informations vis-à-vis du questionnement sur la distribution de ces RCPG dans différents 
environnements membranaires. Le système utilisé est le récepteur µ aux opioïdes fusionné à 
un tag T7 (T7-hMOR), surexprimé de façon stable dans des cellules d’ovaires de hamster 
chinois (CHO). Des préparations membranaires enrichies en membrane plasmique car 
débarrassées des mitochondries et des noyaux et ne contenant que 30% du réticulum 
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endoplasmique en moyenne (Cezanne et al. 1992) et issues de ces cellules ont donc été 
réalisées. 5 mg/ml de ces membranes sont traitées pendant 20 minutes à froid par du TX-100 
(0,25 % final) et sont déposées sur gradient de saccharose. Le choix de la quantité de TX100 
utilisée pour une solubilisation optimum de ces membranes, a eu comme seul critère la 
disparition du culot de T7-hMOR. Ainsi à 0.25% de TX100, pour 5 mg de protéines, plus de 
95% du récepteur est solubilisé et réparti dans les DRM et non-DRM. Au-delà de cette valeur, 
soit à 0.5% ou 1% de TX-100, la masse du culot résiduel ne décroît pas de manière 
importante mais ce récepteur n’est plus retrouvé dans les DRM. Le protocole de répartition du 
récepteur dans les DRM et les non-DRM est identique à celui exposé avec le récepteur δ aux 
opioïdes selon la méthode 1. Dans cette étude, l’effet de l’ajout de différents ligands sur des 
membranes déplétées ou non en cholestérol a été analysé (Gaibelet et al. 2008). Les résultats 
obtenus sont présentés en annexe et vont être comparés à ceux obtenus pour le récepteur δ aux 
opioïdes. Les dénominations des fractions obtenues en fonction des différents traitements 
réalisés sur les membranes de cellules CHO surexprimant le récepteur T7-hMOR seront 
gardées par convention. 
 
 
2.4 Discussion  
 
2.4.1 Comparaison des méthodes 1 et 2 
 
Compte tenu de la nature et de la spécificité des interactions conduisant à la cohésion 
des membranes, il est évident qu’il est impossible de trouver une méthode consensuelle pour 
isoler biochimiquement un type particulier de membrane bien que plusieurs types de 
confinements membranaires préexistent dans les membranes in vivo. Les approches se basant 
sur la solubilisation spécifique suivant un détergent sont représentatives du pouvoir de 
solvatation de ce détergent. Cependant après traitement (c'est-à-dire dissolution partielle) les 
méthodes 1 et 2 ont la particularité de séparer des domaines membranaires, dans des 
préparations membranaires issues de cellules HEK-293T surexprimant le récepteur hDOR 
étiqueté, qui de par leur concentration différente en cholestérol ont des cohésions différentes 
et donc des solubilisations fonction du traitement à un détergent donné. Bien que dans leur 
principe les méthodes 1 et 2 sont conceptuellement identiques, le fait de séparer les parties 
solubilisées des parties insolubles (Méthode 2) permet d’éviter une redistribution isopycnique 
de fractions membranaires initialement non solubilisées mais subissant une solubilisation 
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durant le gradient isopycnique à cause d’un enrichissement en détergent du bas du gradient. 
Effectivement on constate une pollution par le culot des fractions solubles obtenues par la 
méthode 1. 
 
 
2.4.2 Effet d’un détergent donné et de sa concentration sur les préparations de 
membranes cellulaires 
 
Dans le cas du récepteur hDOR, deux détergents, le TX-100 et le Brij98, ont été testés, 
et avec des proportions différentes dans le cas du TX-100. La méthode 1 comme nous l’avons 
vu est une des méthodes classiquement employées dans la littérature et permet de regrouper 
des fractions au cours d’un gradient isopycnique selon un critère de densité. Les profils des 
gradients permettent de séparer les DRM MS, des fractions solubles F6-11 MS et un culot du 
gradient MS. La méthode 2 consiste à préalablement séparer par centrifugation les membranes 
solubilisées lors du traitement au détergent et de déposer séparément le culot (C) et le 
surnageant (SN) sur un gradient de saccharose, dans lequel les mêmes trois fractionnements 
seront réalisés. Ils conduiront, si ces fractions après analyse contiennent du matériel 
membranaire, à des DRM, des fractions solubles et un culot (indexées C ou SN).  
La première remarque qui s’impose est la différence de solubilisation des 2 récepteurs 
dans les membranes de CHO pour T7-hMOR et HEK-293T pour T7-hDOR-eGFP. Il est 
évident que plus on augmente la concentration en détergent moins on a de DRM. Cependant 
si 0.25% de TX100 permettent de distribuer dans les DRM et non-DRM presque la totalité de 
T7-hMOR quand ce dernier est exprimé dans des CHO, l’étude avec T7-DOR-eGFP exprimé 
dans des cellules HEK-293T montre qu’il est impossible quelle que soit la concentration en 
détergent d’extraire plus de 80% du récepteur. Il semblerait que cette particularité soit induite 
par la nature des membranes extraites de ces différentes cellules et non pas par une 
particularité de solubilisation induite par le récepteur. En effet les membranes des cellules 
HEK-293T à concentration comparable en protéine que les membranes de CHO, diffusent 
beaucoup plus la lumière.  
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2.4.3 Composition lipido-protéique des différentes fractions isolées  
 
Pour le récepteur hDOR, l’analyse des marqueurs lipidiques caractéristiques des rafts 
montre que les fractions insolubles C sont enrichies en cholestérol par rapport aux fractions 
SN, mais seulement dans le cas du TX-100 et non du Brij98, contrairement aux données de la 
littérature (Galbiati et al. 2001; Drevot et al. 2002).  
Avec le TX-100, les fractions C, DRM et culot du gradient sont enrichies en 
cholestérol, en glycolipides et en sphingomyéline (Brown and Rose 1992 ; Pike et al. 2002), 
par rapport aux fractions SN et F6-11, la fraction DRM contenant toutefois le plus fort taux de 
cholestérol et de sphingomyéline, indiquant que les membranes des cellules HEK-293T 
contiennent des domaines enrichis en ces molécules. Ces résultats sont similaires à ceux 
obtenus pour le récepteur T7-hMOR. En effet, le ratio cholestérol/PL mesuré dans chaque 
fraction du gradient de saccharose obtenu après solubilisation par le TX-100 de membranes 
préalablement déplétées (membranes D) ou non (membranes U) en cholestérol présente un 
profil similaire dans les deux cas. Le taux de cholestérol le plus élevé est trouvé dans les 
fractions DRMU et DRMD par rapport aux fractions non-DRM et culot du gradient. Toutefois, 
ces valeurs sont plus importantes pour les membranes U que les membranes D. Les 
glycolipides sont présents de façon prépondérante dans les fractions membranaires DRMU et 
culot du gradientU, et en faible proportion dans les fractions DRMD et non-DRMD. L’analyse 
des autres espèces lipidiques en présence ne montre pas de différences significatives, si ce 
n’est que les fractions DRMU et DRMD sont enrichies en SM par rapport à des membranes U 
ou D. Cette valeur est un peu plus élevée pour la fraction DRMD, ce qui est en accord avec la 
présence d’acide tétradocanoique (C24:0), caractéristique des sphingolipides, en forte 
proportion dans cette fraction.  
 L’étude des marqueurs protéiques de rafts, telle que la phosphatase alcaline, montre 
que les fractions DRM MS et culot du gradient MS principalement contiennent cette protéine. 
Cependant, un très fort enrichissement en phosphatase alcaline est mesuré dans la fraction 
DRM MS contrairement aux fractions F6-11 MS et culot du gradient MS. Un résultat identique est 
trouvé pour le récepteur T7-hMOR. En effet, selon les conditions de solubilisation des 
membranes contenant le récepteur hDOR, la quantité de protéines totales déterminée dans la 
fraction DRM ne dépasse pas 5 % contrairement au culot du gradient qui peut contenir 
jusqu’à 70 % des protéines totales. Ce profil de répartition des protéines dans les différentes 
fractions du gradient est tout à fait similaire à celui obtenu pour le récepteur T7-hMOR et ces 
résultats sont en accord avec des études menées sur des thymocytes de souris visant à isoler 
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dans ces cellules des microdomaines membranaires. L’analyse de la fraction DRM issue de la 
solubilisation de ces cellules par 1% de Brij 98 à 37 °C montre que cette fraction ne contient 
que 2.5 % des protéines totales (Drevot et al. 2002).  
Pour les deux récepteurs, les marqueurs de rafts employés dans notre étude indiquent donc 
que la fraction DRM est la plus enrichie en cholestérol, sphingomyéline, glycolipides et en 
phosphatase alcaline, conformément à ce qui est décrit classiquement dans la littérature. 
Toutefois, pour le récepteur hDOR, la fraction insoluble culot du gradient présente également, 
mais en moindre mesure, les mêmes caractéristiques que la fraction DRM. Le même type 
d’observation peut être fait dans le cas du récepteur T7-hMOR entre les fractions DRMU et 
DRMD.  
Considérant l’enrichissement de cette fraction DRM en cholestérol et en 
sphingomyéline, certains auteurs ont corrélé la résistance à la solubilisation à froid au TX-100 
de protéines à ancre GPI à l’état physique en phase Lo des DRM (Ahmed et al. 1997 ; 
Schroeder et al. 1998). Les rafts présents dans les membranes naturelles ont donc été reliés 
aux domaines en phase Lo observés dans les membranes modèles (London et al. 2000). Des 
travaux récents ont effectivement montré une corrélation entre la solubilisation en détergent 
de membranes cellulaires par rapport à celle de membranes modèles. Les divers détergents 
utilisés dans cette étude présentent chacun des mécanismes différents de solubilisation de 
membranes, et parmi eux, le TX-100 est capable de faire la distinction entre la phase Ld et la 
phase Lo, en solubilisant la phase Ld de façon sélective (Garner et al. 2008). La sensibilité 
différentielle des membranes à la solubilisation par des détergents peut s’expliquer par la 
présence de domaines membranaires de composition différente, comme ce serait le cas ici 
entre le TX-100 et le Brij98. Les domaines décrits comme rafts seraient donc résistants au 
détergent du fait des propriétés physiques particulières de ces zones dues à leur 
enrichissement en cholestérol et sphingolipides (Pike 2004). Ceci peut être appliqué aux 
traitements visant à modifier la teneur en cholestérol des membranes. En effet, au vu des 
résultats obtenus pour le récepteur T7-hMOR, il apparaît que la déplétion en cholestérol sur 
des préparations membranaires a pour effet d’augmenter la sensibilité des DRM à la 
solubilisation en détergent. La déplétion en cholestérol par les MβCD n’étant que partielle, 
cela pourrait expliquer la persistance de DRM dans ces membranes. Toutefois, les fractions 
DRMU et DRMD ne présentent pas les mêmes caractéristiques lipidiques et protéiques, 
indiquant qu’il s’agit de fractions membranaires certainement érigées en domaines de 
compositions protéolipidiques distinctes. 
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Les résultats obtenus dans notre étude montrent que les DRM isolés présentent les 
caractéristiques biochimiques des rafts. Le consensus admis est que les DRM sont enrichis en 
cholestérol et en sphingomyéline. Cependant, de nombreux travaux semblent indiquer que des 
DRM de différentes compositions peuvent être générés selon le matériel de départ utilisé ainsi 
que le type et la quantité de détergent employés. L’association de certaines protéines à ces 
structures est en effet fonction de la solubilisation des membranes (Babiychuk and Draeger 
2006), ceci mettant en exergue l’importance de leurs propriétés intrinsèques dans leur 
répartition dans les différents domaines membranaires (Schuck et al. 2003). La seconde 
méthode d’isolement biochimique des rafts développée dans le cas du récepteur hDOR permet 
de s’affranchir d’artéfacts éventuels dus à la présence de matériel provenant du culot dans les 
fractions solubles du gradient. Cependant les profils de localisation de certains marqueurs 
protéiques obtenus ne sont pas toujours similaires entre les deux méthodes de préparation des 
DRM (Macdonald and Pike 2005).   
Ces hétérogénéités de composition déterminées dans les DRM pourraient donc refléter 
l’existence d’une multitude de domaines distincts au sein de la membrane. La fraction culot 
du gradient, enrichie en marqueurs de rafts, pourrait constituer un autre ensemble de 
domaines lipidiques particuliers. Peu de travaux décrivent ce culot observé dans le gradient de 
saccharose, bien qu’il constitue une part importante du matériel déposé au départ sur le 
gradient. L’argument avancé pour expliquer l’insolubilité de ces fractions est la présence 
d’éléments du cytosquelette sous-membranaire. Celui-ci serait en effet impliqué dans 
l’organisation de la membrane via des interactions directes avec certaines molécules et 
stabiliserait certains domaines ou bien serait responsable de la compartimentation des 
constituants membranaires (Roper et al. 2000 ; Lenne et al. 2006). Des éléments associés au 
cytosquelette tels que l’actine ont en effet été trouvés dans le culot du gradient (Drobnik et al. 
2002) mais ont également été observés dans la fraction DRM en présence de faibles 
pourcentages de TX-100 (Babiychuk and Draeger 2006).  
Le culot du gradient présente des similarités avec cette fraction en terme 
d’enrichissement de marqueurs de rafts. Cependant cette fraction contient une très grande 
quantité de protéines et quasiment pas de lipide. Ces données suggèrent donc que le culot du 
gradient serait plutôt un agrégat de protéines qu’une structure membranaire organisée. Les 
fractions DRM isolées par les méthodes biochimiques ne rendraient donc pas compte de 
l’ensemble des domaines présents initialement dans les membranes, et la définition des 
conditions optimales afin d’y parvenir semble difficile par ce biais (Babiychuk and Draeger 
2006). 
  
 
86 
 
2.4.4 Distributions de ces récepteurs dans le gradient isopycnique suivant leur état 
d’activation 
 
L’analyse de la répartition des lipides et des protéines au sein des fractions obtenues 
selon chacune des méthodes montre que la fraction culot du gradient MS provient uniquement 
de C. La fraction DRM MS est légèrement contaminée par la fraction DRM SN mais provient en 
grande partie du culot C, au contraire de la fraction F6-11 MS, qui contient des lipides et des 
protéines provenant à la fois de C et de SN. Cette fraction F6-11 MS est donc contaminée par la 
présence de matériel insoluble qui possède une densité différente de DRM C et du culot du 
gradient C. Ces données montrent donc que la méthode 2 qui consiste en une étape de 
séparation supplémentaire du matériel soluble et non soluble membranaire est la plus adaptée 
pour l’analyse des différentes fractions membranaires résistantes aux détergents puisqu’elle 
permet de s’affranchir de la contamination de l’une ou l’autre dans les fractions du gradient.  
Après avoir caractérisé les différentes fractions isolées par la solubilisation de 
membranes par le TX-100, la quantité de récepteur T7-hDOR-eGFP ou T7-hMOR présente 
dans chaque fraction a été évaluée par fluorescence via la eGFP ou par Western-blot via un 
anticorps anti-T7 couplé à la peroxydase respectivement.  
Le récepteur T7-hDOR-eGFP est associé de façon minoritaire aux fractions DRM C et 
culot du gradient C, 5 et 24 % à 0.1 % de TX-100 respectivement. D’autre part l’augmentation 
du pourcentage de TX-100 entraîne une solubilisation accrue du récepteur : 14 % restent 
associés dans le culot du gradient
 C alors qu’il n’est plus détecté dans les DRM C au-delà de 
0.3 % de TX-100. Le récepteur T7-hMOR est également trouvé principalement dans les 
fractions non-DRM (environ 95 %). De façon intéressante, les conditions de solubilisation 
testées sur les membranes CHO contenant le récepteur T7-hMOR permettent, contrairement 
au récepteur T7-hDOR-eGFP, l’extraction de la quasi-totalité de ce récepteur du culot du 
gradient (~5%).Toutefois, seulement 1.5 % de T7-hMOR est détecté dans les fractions DRM.  
L’ajout d’un ligand antagoniste des récepteurs T7-hDOR-eGFP et T7-hMOR, la 
diprénorphine et le CTAP respectivement, ou de l’agent découplant GppNHp ne modifie pas 
la distribution de chacun des deux récepteurs. En revanche, l’ajout de leurs agonistes 
spécifiques respectifs, qu’il soient peptidiques ou alcaloïdiques, entraîne une relocalisation 
partielle des deux récepteurs dans les fractions DRM. La quantité de récepteur T7-hDOR-
eGFP est doublée (de 5 à 10 %), tandis que celle de T7-hMOR est multipliée par 8 (de 1.5 à 
12 %). De plus, l’ajout conjugué de ligand agoniste et de GppNHp, restaure, dans les deux 
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cas, le nombre de récepteurs initialement présents dans les fractions DRM. Ces résultats 
semblent donc indiquer que les récepteurs capables de se redistribuer dans cette fraction sont 
des récepteurs en état de haute affinité pour l’agoniste stabilisés par les protéines G. Ce même 
type d’expérience, mené sur des membranes CHO contenant le récepteur T7-hMOR 
préalablement déplétées en cholestérol, montre que moins de 0.3 % du récepteur est associé 
aux fractions DRMD à l’état basal et l’ajout d’agoniste ne permet qu’une faible relocalisation 
du récepteur dans cette fraction (~ 3 %). Ces résultats suggèrent donc une corrélation entre le 
taux de cholestérol et la relocalisation de T7-hMOR induite par l’ajout de ligand agoniste 
dans les fractions DRM.  
 
D’autres auteurs ont également étudié la répartition des récepteurs µ et δ aux opioïdes 
dans d’autres systèmes cellulaires. Huang et ses collaborateurs ont montré une association du 
récepteur δ aux opioïdes de 70 % dans les rafts, dont 25 % se redistribuerait dans les fractions 
non-rafts en présence de ligand agoniste (Huang et al. 2007). De la même manière, le 
récepteur µ aux opioïdes a été trouvé de façon prépondérante dans les rafts, que ce soit à l’état 
basal ou en présence d’agoniste (Zhao et al. 2006). Cependant, ces résultats ont été obtenus 
sur la base d’isolement des rafts selon la méthode sans détergent, qui permettrait plutôt de 
séparer sélectivement les cavéoles du reste de la membrane, mais avant tout ces mesures ont 
été conduites sur des membranes cellulaires totales qui contiennent les membranes nucléaires, 
les mithochondries, … et non principalement la membrane plasmique. Ces structures, 
assimilées souvent à tort aux rafts lipidiques, présentent des caractéristiques 
morphologiquement et biochimiquement distinctes (Galbiati et al. 2001 ; Eckert et al. 2003). 
D’autres travaux en revanche, menés sur le récepteur δ aux opioïdes reconstitué dans des 
bicouches supportées planes constituées de POPC et de sphingomyéline sont en accord avec 
nos résultats. En l’absence de ligand, le récepteur est associé préférentiellement dans la phase 
constituée majoritairement de POPC. En présence de ligand agoniste ou antagoniste, le 
récepteur se délocalise préférentiellement dans la phase riche en SM, et ce nombre est deux 
fois plus important avec l’agoniste par rapport à l’antagoniste (Alves et al. 2005a).  
Ces résultats montrent qu’une partie des récepteurs δ et µ aux opioïdes, bien que 
présents en faible proportion dans la fraction DRM enrichie en cholestérol, se relocalise dans 
cette fraction en présence de ligand agoniste. L’ajout de GppNHp reverserait ce phénomène, 
indiquant le besoin d’une stabilisation de cette fraction de récepteurs par les protéines G. Il est 
intéressant de remarquer que ces deux récepteurs, qui appartiennent à la même famille de 
RCPG, ont un comportement similaire. Cette relocalisation semble également dépendante de 
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la quantité de cholestérol, puisque la déplétion cholestérol entraîne la présence d’une faible 
quantité de récepteur T7-hMOR à l’état basal ou activé par un ligand agoniste dans les 
fractions DRM. Plusieurs mécanismes ont été proposés pour expliquer la distribution 
hétérogène de protéines dans divers domaines membranaires. La localisation préférentielle de 
certaines protéines dans les rafts a été montrée comme étant fonction de la plus forte présence 
de cholestérol dans ces domaines. L’activité de certaines protéines membranaires a été 
également trouvée modulée par le cholestérol, par des interactions spécifiques avec ce dernier 
ou non. Dans ce dernier cas, l’épaisseur de la membrane pourrait être un déterminant à cette 
modulation, en satisfaisant le principe du mésappariement hydrophobe (Gimpl et al. 1997 ; 
Alves et al. 2005a). La dépendance fonctionnelle du récepteur δ aux opioïdes à la teneur en 
cholestérol contenue dans les membranes va être l’objet du prochain chapitre, et l’étude 
comparée entre les deux récepteurs opioïdes sera discutée. 
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3. Effet du cholestérol sur la pharmacologie des récepteurs aux opioïdes  
 
3.1 Modulation de la teneur en cholestérol de membranes biologiques : effets sur la 
fonctionnalité du récepteur δ aux opioïdes  
 
L’importance physiologique du cholestérol dans les membranes plasmiques cellulaires 
fait depuis quelques années l’objet de nombreux travaux dans la littérature. L’utilisation de 
méthodes permettant de contrôler la teneur en cholestérol dans les membranes s’est donc 
avérée nécessaire. Les méthyl-béta-cyclodextrines (MβCD) sont des transporteurs de 
cholestérol qui sont largement utilisées dans ce but.  
 
 
3.1.1 Modulation de la teneur en cholestérol de membranes biologiques par les MβCD 
 
3.1.1.1 Expériences de déplétion en cholestérol 
 
Les expériences mises en œuvre pour dépléter des membranes ont été inspirées des 
travaux de Lagane et son équipe (Lagane et al. 2000). Nos expériences ont été menées sur des 
membranes T7-hDOR-eGFP de concentration fixée à 0,75 mg de protéines membranaires/ml 
qui, comme nous allons le voir, permet d’avoir suffisamment de matériel pour pouvoir 
effectuer tous les dosages biochimiques. C’est pourquoi nous avons effectué toutes les 
expériences de déplétion sur des membranes de cette concentration, même s’il est clair que la 
variation de la quantité de membranes influence également le taux de déplétion du cholestérol 
par les MβCD. Différentes concentrations en MβCD ont été testées, dont les résultats sont 
présentés sur la figure I-25. L’incubation des membranes (30 minutes à température 
ambiante) en présence d’une solution de 5 mM de MβCD induit une déplétion de l’ordre de 
35 à 40 % par rapport à la teneur en cholestérol initialement présente dans celles-ci. 
L’augmentation de la concentration en MβCD permet une extraction accrue du cholestérol, 
d’environ 65 % et 80 % pour 10 mM et 20 mM de MβCD respectivement. Le pourcentage de 
déplétion obtenu dans nos expériences en présence de 10 mM de MβCD est en accord avec 
celui mesuré dans les mêmes conditions sur les membranes CHO surexprimant le récepteur µ 
aux opioïdes (Gaibelet et al. 2008).  
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Figure I-25 : Déplétion du cholestérol de préparations membranaires issues de cellules HEK-293T 
surexprimant la protéine de fusion T7-hDOR-eGFP par les MβCD. Les membranes (0,75 mg de protéines 
membranaires/ml) sont incubées avec 5, 10 ou 20 mM de MβCD pendant 30 minutes à température 
ambiante. Les résultats sont exprimés en pourcentage de cholestérol extrait par rapport à la teneur initiale 
en cholestérol des membranes natives. Ces résultats sont la moyenne de 8 expériences indépendantes. 
 
Dans un second temps, la variation de la déplétion en cholestérol en fonction du temps 
d’incubation a été étudiée. Les expériences menées dans ce sens sont décrites dans la figure I-
26. En présence de 20 mM de MβCD, un pourcentage de déplétion de 78 % est obtenu à 30 
min, mais atteint un maximum à 60 min et reste constant au-delà (86 % de déplétion), 
cependant une déplétion totale n’est pas atteinte. Nous avons ensuite testé des conditions qui 
permettraient d’obtenir une déplétion en cholestérol de préparations membranaires atteignant 
100%, ceci nous permettant, si l’activité des récepteurs opioïdes est modulée par le 
cholestérol, d’observer un effet de « tout ou rien ». La figure I-26 montre les taux de déplétion 
obtenus pour différents temps d’incubation et de concentrations en MβCD supérieures à 20 
mM. Cependant, l’augmentation de la concentration en MβCD à 30 mM ne permet pas 
d’obtenir un pourcentage significativement plus important que celui observé à 20 mM MβCD. 
Un résultat légèrement supérieur est obtenu en présence de 60 mM MβCD avec un temps 
d’incubation de 90 minutes. Ce type de déplétion plus poussé mène à des quantités de 
cholestérol contenu dans les membranes trop faibles pour pouvoir être dosées de manière 
fiable par la méthode employée. Il est donc difficile de discriminer entre un taux de déplétion 
avoisinant les 100% ou une limite de détection du cholestérol due à la technique de dosage 
utilisée. De plus, de nombreuses études suggèrent que les MβCD n’interagiraient pas 
seulement avec le cholestérol mais également avec les lipides et les protéines membranaires 
(Ohtani et al. 1989 ; Niu et al. 2002). L’utilisation d’une trop forte concentration en MβCD 
pourrait donc mener à une perte significative de lipides et de protéines. 
Les conditions choisies ultérieurement pour la déplétion seront donc de 20 mM MβCD 
au maximum avec un temps d’incubation de 60 min, à température ambiante.   
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Figure I-26 : Effet du temps d’incubation et de concentration importante de MβCD sur la déplétion en 
cholestérol. Les déplétions ont été effectuées sur des préparations membranaires issues de cellules HEK-
293T surexprimant la protéine de fusion T7-hDOR-eGFP en présence de 20 mM, 30 mM et 60 mM  
MβCD. Les temps d’incubation varient entre 30 et 90 minutes. Les valeurs sont la moyenne de 3 
expériences indépendantes. 
 
 
 
Les travaux de Lagane et son équipe, dont nous nous sommes inspirés pour la mise en  
œuvre des expériences de déplétion en cholestérol, concernaient la déplétion en ergostérol de 
préparations membranaires obtenues à partir de la levure Saccharomyces cerevisiae (Lagane 
et al. 2000). Ces dernières en effet, à l’instar des eucaryotes supérieurs, contiennent dans leurs 
membranes de l’ergostérol au lieu du cholestérol. L’incubation de ces membranes en présence 
20 mM de MβCD pendant une heure à température ambiante a permis l’obtention d’un taux 
de déplétion en stérol de l’ordre de 80%. Ces résultats sont similaires à ceux que nous avons 
reporté de nos expériences. D’autres travaux, menés également sur des préparations 
membranaires, sont également en accord avec ces résultats. En effet, la déplétion en 
cholestérol de membranes des disques du segment externe de bâtonnets rétiniens par 20mM 
de MβCD pendant deux heures à température ambiante permet également d’atteindre une 
teneur en cholestérol diminuée de 80% par rapport à celle de membranes natives (Niu et al. 
2002).  
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3.1.1.2 Expériences de complémentation en cholestérol 
 
A l’inverse des expériences de déplétion, peu de données de la littérature sont 
disponibles concernant l’enrichissement en cholestérol de membranes cellulaires via les 
MβCD. Parmi ces travaux, la grande majorité traite de manipulations effectuées sur cellules 
vivantes et non sur des préparations membranaires, qui font abstraction des conséquences 
physiologiques dues à l’utilisation des MβCD sur les cellules.  
Les valeurs présentées dans le tableau 7 rendent compte des quantités de cholestérol 
insérées dans des préparations membranaires issues de cellules HEK-293T surexprimant la 
protéine de fusion T7-hDOR-eGFP. Les rapports molaires cholestérol/ MβCD classiquement 
retrouvés dans la littérature se situent entre 1/8 et 1/10. Ceux représentés dans la figure sont 
de 1/9, avec différents temps d’incubation (concentration en MβCD 20 mM finale). Les 
résultats obtenus montrent que les enrichissements en cholestérol des préparations 
membranaires sont identiques quel que soit le temps d’incubation considéré, et correspondent 
à des valeurs de rapport molaire cholestérol/phospholipides de l’ordre de 60 %. Ces données 
suggèrent donc que l’équilibre est atteint après 30 minutes d’incubation. La valeur déterminée 
pour des membranes natives étant de 37 %, les résultats obtenus confirment bien que nous 
avons réalisé une complémentation efficace des membranes. Les paramètres que nous 
retiendrons pour la réalisation des expériences seront donc des complexes cholestérol/MβCD 
de ratio molaire 1/9 dans une solution en MβCD de 20 mM, incubés en présence de 
préparations membranaires pendant 30 minutes.  
             
Temps (min) 
 
 0 30     60     90    
 % cholestérol/PL (mol/mol) 37 ± 3 59 ± 10 68 ± 13 58 ± 10  
 
Tableau 7 : Rapports molaires cholestérol/phospholipides obtenus après complémentation en cholestérol 
de préparations membranaires issues de cellules HEK-293T surexprimant la protéine de fusion T7-hDOR-
eGFP en fonction du temps. Une solution mère de complexes de ratio molaire cholestérol/MβCD 1/9 et de 
concentration en MβCD de 40 mM ont été préalablement préparées dans du tampon TE. Chacune de ces 
solutions a ensuite été diluée au demi avec les membranes, conduisant à une concentration finale de 20 mM 
de cyclodextrines. Les valeurs sont la moyenne de 5 expériences indépendantes. 
 
 
Lors de nos expériences, nous avons également pu remarquer que la quantité de 
membranes traitées pouvait également affecter la teneur en cholestérol insérée dans ces 
dernières. Un exemple est représenté dans la figure I-27A, où la surcomplémentation de 
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membranes, effectuée dans les mêmes conditions, est plus efficace sur des préparations 
membranaires plus diluées. D’autre part, à quantité équivalente de membranes (0,25 mg/ml), 
l’enrichissement en cholestérol est plus important lorsque les complexes sont mis en contact 
avec des membranes préalablement déplétées en cholestérol que sur des membranes natives 
(Figure I-27A et B), ce qui est en accord avec des travaux récents effectués sur des 
préparations membranaires contenant le récepteur à la sérotonine A1 (Pucadyil and 
Chattopadhyay 2004a ; Chattopadhyay et al. 2006). En effet, la surcomplémentation de 
membranes natives (rapport cholestérol/phospholipides : 49 %) en présence de complexes 
cholestérol/MβCD 1/10 molaire pendant une heure à température ambiante permet l’obtention 
de membranes ayant une teneur en cholestérol de 67 %. Ces mêmes complexes, mis en 
présence de membranes préalablement déplétées (rapport cholestérol/phospholipides : 5 %), 
entraînent une recomplémentation en cholestérol atteignant un taux d’environ 70 % (Pucadyil 
and Chattopadhyay 2004a ; Chattopadhyay et al. 2006).  
 
 
 
Figure I-27: Complémentation en cholestérol de préparations membranaires issues de cellules HEK-293T 
surexprimant la protéine de fusion T7-hDOR-eGFP par des complexes cholestérol/ MβCD. Une solution 
mère de complexes de ratio cholestérol/MβCD 1/9 (mol/mol)  et de concentration en MβCD de 40 mM ont 
été préalablement préparées dans du tampon TE. Cette solution a ensuite été diluée au demi avec les 
membranes, conduisant aux concentrations finales en protéines et en MβCD mentionnées dans la figure. A/ 
rapports molaires cholestérol/phospholipides obtenus pour des membranes témoins (barre noire) ou pour 
des membranes surcomplémentées en cholestérol (barres grise et blanche). B/ rapports molaires 
cholestérol/phospholipides mesurés sur des membranes déplétées par 20mM de MβCD (barre noire) puis 
recomplémentées en cholestérol (barre grise). Les valeurs sont la moyenne de 4 expériences indépendantes. 
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 Afin de démontrer l’influence du cholestérol sur l’activité du récepteur T7-hDOR-
eGFP, les conditions expérimentales recherchées étaient celles qui nous permettaient de 
restaurer, sur des membranes déplétées, au moins la teneur en cholestérol trouvée dans des 
membranes natives. Comme cela a été décrit précédemment, l’utilisation de 20 mM de MβCD 
pendant une heure à température ambiante permet une déplétion efficace du cholestérol des 
membranes. La figure I-27B montre que l’incubation de ces dernières avec une solution de 
complexes cholestérol/ MβCD de ratio 1/9 et avec une concentration en MβCD de 20 mM (30 
minutes à température ambiante) permet de restaurer la teneur en cholestérol de celles-ci.  
 
 
3.1.2 Régulation de l’activité des récepteurs δ et µ aux opioïdes par le cholestérol  
 
Les paramètres pharmacologiques de notre protéine de fusion et les conditions de 
manipulation de la teneur en cholestérol de préparations membranaires étant définis, nous 
avons analysé l’effet du cholestérol sur l’activité du récepteur δ aux opioïdes, ainsi que sur le 
récepteur µ. Les résultats obtenus pour les deux récepteurs vont être comparés et discutés, et 
la corrélation entre les conséquences fonctionnelles de la modulation du cholestérol 
membranaire avec la répartition des récepteurs dans des domaines membranaires enrichis en 
cholestérol va être réalisée.  
 
 
3.1.2.1 Modulation par le cholestérol des propriétés de liaison des ligands sur 
le récepteur δ aux opioïdes 
  
Les conditions de traitement des membranes sont celles définies précédemment. Afin de 
dépléter les membranes en cholestérol, plusieurs concentrations en MβCD ont été employées, 
5, 10 et 20 mM. L’incubation de membranes natives ou préalablement déplétées en 
cholestérol avec des complexes cholestérol/MβCD 1/9 (mol/mol) permet respectivement la  
surcomplémentation ou la recomplémentation de ces membranes en cholestérol. Les résultats 
déduits d’expériences de liaison à l’équilibre de la [3H]-Diprénorphine et de la [3H]-
Deltorphine II sont représentés dans le tableau 8.  
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      Diprénorphine  Deltorphine II 
  Traitement 
 Chol/PL 
% 
 Bmax 
(pmol/mg) 
Bmax 
(% de M) 
Kd 
(nM) 
 
Bmax 
(pmol/mg) 
Bmax 
(% de M) 
Kd 
(nM) 
M  0 mM MβCD  37 ± 3  6.5 ± 0.7 100 1.3 ± 0.4  2.1 ± 0.3 100 1.9 ± 0.7 
D0  5 mM MβCD  22 ± 3  6.5 ± 0.3 100 1.9 ± 0.2  nd. nd. nd. 
D1  10 mM MβCD  13 ± 2  3.0 ± 0.3 46 ± 8 1.2 ± 0.3  1.3 ± 0.4 62 ± 15 2.0 ± 1.4 
D2  20 mM MβCD  8 ± 0.5  2.6 ± 0.4 40 ± 8 1.6 ± 0.6  1.0 ± 0.2 47 ± 11 5.5 ± 1.8 
D2+  D2 + C  92 ± 16  6.8 ± 0.8 104 ± 18 2.2 ± 0.5  2.1 ± 0.4 100 ± 13 1.8 ± 0.8 
M+  M + C  64 ± 10  6.0 ± 0.8 92 ± 15 2.0 ± 0.6  1.9 ± 0.3 90 ± 15 1.0 ± 0.6 
 
Tableau 8 : Effet de la déplétion en cholestérol sur les paramètres pharmacologiques de préparations 
membranaires issues de cellules HEK-293T contenant la protéine de fusion T7-hDOR-eGFP. Les 
membranes (D0, D1 et D2) ont été incubées en présence de concentrations variables de MβCD conduisant 
aux rapports cholestérol/phospholipides indiqués. Les membranes M sont des membranes témoin. Les 
membranes D2+ sont des membranes D2 recomplémentées en cholestérol par mise en contact 30 min avec 
des complexes C cholestérol/MβCD de stoechiométrie 1/9 (mol/mol). Les membranes M+ sont des 
membranes témoin M incubées directement avec des complexes C cholestérol/MβCD (1/9 mol/mol) afin 
d’obtenir une surcomplémentation en cholestérol. Les valeurs sont la moyenne de 3 expériences 
indépendantes.  
 
 
Les valeurs des constantes de dissociation mesurées dans chacun des cas sont 
caractéristiques de la liaison de haute affinité, qui est de l’ordre du  nanomolaire. Les résultats 
montrent que ces valeurs ne sont pas affectées par la déplétion ou l’enrichissement en 
cholestérol. Lorsque des membranes natives (rapport chol/PL de 37 ± 3 %) sont mises en 
présence de complexes cholestérol/MβCD 1/9 (mol/mol), un taux de 64 ± 10 % est mesuré 
(ligne M+). Les paramètres de liaison de ces membranes montrent que ceux-ci restent 
inchangés après ce traitement en comparaison aux membranes natives, que ce soit pour la 
[3H]-Diprénorphine ou la [3H]-Deltorphine II. En revanche, le nombre de sites reconnus par la 
[3H]-Diprénorphine diminue pour de forts taux de déplétion en cholestérol (obtenus avec 10 et 
20 mM de MβCD), jusqu’à atteindre environ 60 % d’inhibition du Bmax (ligne D2) par 
rapport aux membranes non traitées (ligne M). Un traitement des membranes par 5 mM de 
MβCD (ligne D0), entraînant un taux de déplétion en cholestérol des membranes d’environ 
40%, ne conduit pas à une baisse du Bmax en comparaison à celui obtenu pour des 
membranes non traitées. Ceci semblerait indiquer la nécessité d’avoir une déplétion en 
cholestérol suffisamment importante pour pouvoir éventuellement observer des variations des 
paramètres pharmacologiques. Par ailleurs, les récepteurs continuant à lier la [3H]-
Diprénorphine après traitement conservent leurs propriétés pharmacologiques puisque le Kd 
n’est pas affecté.  
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En présence du ligand agoniste, la [3H]-Deltorphine II, les constantes de dissociation 
restent relativement peu modifiées après traitement des membranes par 10 et 20 mM de 
MβCD (lignes D1 et D2 respectivement), tandis que la capacité maximale de liaison est 
altérée. Ainsi l’on observe une diminution du Bmax (par rapport à des membranes non 
traitées) allant jusqu’à 47% du nombre total de sites de haute affinité pour l’agoniste.  
Des expériences de recomplémentation en cholestérol de membranes préalablement 
déplétées (rapport chol/PL de 8 ± 0.5 %) ont également été effectuées (ligne D2+). Ce 
traitement conduit à une teneur en cholestérol de 92 ± 16 % en comparaison à une teneur de 
37 ± 3 % pour des membranes natives (M). La mesure des paramètres de liaison à l’équilibre 
de ces membranes donne des valeurs de Bmax et de constante d’affinité (Kd) identiques à 
celles obtenues pour des membranes non traitées, et ce que ce soit pour l’agoniste Deltorphine 
II ou pour l’antagoniste Diprénorphine. Ces résultats suggèreraient donc que la perte des sites 
causée par la déplétion est un phénomène réversible. Ceci a déjà été montré pour de 
nombreux récepteurs, tels que le récepteur 1A à la sérotonine, le récepteur à la galanine et le 
récepteur à l’ocytocine (Klein et al. 1995; Pang et al. 1999 ; Pucadyil and Chattopadhyay 
2004a). Ainsi, les récepteurs passés d’une conformation de haute affinité vers une 
conformation de basse affinité sous l’action d’une diminution de la teneur membranaire en 
cholestérol, retrouvent leurs propriétés pharmacologiques du fait de la restauration de la 
teneur en cholestérol dans les membranes.  
 
 
Ainsi, la déplétion en cholestérol entraîne une modification des paramètres 
pharmacologiques (Bmax) des récepteurs chimériques T7-hDOR-eGFP et ceci de façon dose 
dépendante. Les résultats présentés suggèrent que dans le cas de l’antagoniste, qui lie les 
récepteurs R, R* et R*G de la même manière, un pool de récepteurs semblent inactivés (60 % 
des récepteurs avec un taux de cholestérol de 8 ± 0.5 %) par la déplétion en cholestérol. Cette 
dernière induit également une perte des sites de haute affinité pour l’agoniste (R* et R*G) de 
47 ± 11 % de ces récepteurs avec un taux de cholestérol de 8 ± 0.5 %. Dans ce dernier cas 
nous avons recherché quelle forme du récepteur était principalement touchée.  
Dans ce but, un analogue non hydrolysable du GTP, le GppNHp a été employé. Celui-
ci se lie à la sous-unité α des protéines G, l’active de façon constitutive en empêchant sa 
réassociation avec le dimère βγ. Les récepteurs sont donc maintenus dans une conformation 
découplée. La figure I-28 illustre les effets du GppNHp sur la liaison de la [3H]-Deltorphine II 
sur des membranes traitées ou non par 20 mM de MβCD.  
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Figure I-28 : Effet du GppNHp sur la liaison de la [3H]-Deltorphine II sur des membranes natives ou 
déplétées en cholestérol par 20mM de MβCD. La capacité de la protéine de fusion T7-hDOR-eGFP à lier la 
[3H]-Deltorphine II a été déterminée en présence ou en absence de 100µM de GppNHp par des expériences 
de liaison à l’équilibre. Les valeurs sont représentatives de 3 expériences indépendantes. 
 
 
Sur les membranes non traitées, l’addition de 100µM de GppNHp entraîne une 
diminution du nombre total de sites spécifiques de 25 % (de 2,1 ± 0,3 à 1,6 ± 0,1 pmol/mg de 
protéines), tandis que l’affinité des récepteurs est légèrement modifiée. Comme décrit 
précédemment, la déplétion en cholestérol en l’absence de GppNHp s’accompagne d’une 
inhibition du Bmax de 50 % (barres noires). En revanche, l’ajout de cet agent découplant 
engendre une capacité de liaison spécifique de 1,6 ± 0,1 pmol/mg de protéines pour les 
membranes témoins et de 0,3 ± 0,2 pmol/mg de protéines pour les membranes déplétées en 
cholestérol, correspondant à une inhibition de 80 % environ (barres blanches). Les constantes 
de dissociation, quant à elles, semblent légèrement augmentées par la déplétion en 
cholestérol.  
Ces données semblent suggérer une sensibilité accrue des récepteurs découplés 
(conformation R*) à la déplétion en cholestérol. Puisque le pourcentage de liaison spécifique 
de l’agoniste est accru en présence de GppNHp, l’on peut en déduire que la forme R*G serait 
plutôt insensible à la déplétion en cholestérol, et que le cholestérol est requis dans le maintien 
de la conformation de haute affinité pour l’agoniste. Des valeurs de Bmax obtenues après 
déplétion en cholestérol indiquent la perte d’environ 50 % des récepteurs en état de haute 
affinité pour l’agoniste, ce qui représente donc 15 % des récepteurs totaux (reconnus par la 
diprénorphine) (Figure I-29D).  
D’autre part, au vu des résultats obtenus avec la diprénorphine, il semblerait que les 
récepteurs inactivés par la déplétion en cholestérol soient les formes R et R*, et que ceux-ci 
adopteraient une conformation qui ne serait plus reconnue ni par l’antagoniste, ni par 
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l’agoniste, comme cela est montré dans la figure I-29. Dans les expériences de saturation à 
l’équilibre menées avec l’agoniste comme cela vient d’être décrit, la proportion finale de 
récepteurs encore reconnus par la diprénorphine est donc de 40 %, parmi lesquels 15 % sont 
reconnus par la deltorphine II (figure I-29C). Ces données suggèrent donc l’existence de pools 
de récepteurs distincts : un pool contenant environ 15 % et 25 % de récepteurs en état de 
haute et de basse affinité respectivement, qui ne nécessite pas un environnement riche en 
cholestérol pour reconnaître leurs ligands ; et un pool de récepteurs (dont 15 % et 45 % en état 
de haute et de basse affinité respectivement) qui requiert un environnement riche en 
cholestérol pour leur fonction. D’autre part, ces expériences tendraient donc à montrer que la 
conformation de haute affinité pour l’agoniste serait stabilisée soit par le cholestérol, soit par 
les protéines G. 
Il est à remarquer que la déplétion de membranes par 20 mM de MβCD ne permet pas 
d’obtenir une déplétion totale en cholestérol. En effet, pour les raisons invoquées dans le 
chapitre concernant la mise au point du protocole de déplétion, il est difficile d’y parvenir. 
Les résultats présentés ci-dessus ne représentent pas de façon stricte la globalité des pools que 
l’on pourrait obtenir si une déplétion en cholestérol de 100% était atteinte.    
 
            
Figure I-29 : Schéma récapitulatif de l’effet de la déplétion en cholestérol sur la liaison des ligands 
agonistes et antagonistes sur le récepteur δ aux opioïdes. Chaque cercle est représentatif de 5% des 
récepteurs totaux, c’est-à-dire mesurés par l’antagoniste diprénorphine. Les cercles rouges correspondent 
aux récepteurs en état de basse affinité, les cercles bleus représentent les récepteurs en état de haute affinité. 
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Figure I-30 : Courbes de déplacement à l’équilibre de la [3H]-Diprénorphine par le DPDPE. Ces 
expériences ont été réalisées sur des membranes natives M (courbe noire) et déplétées en cholestérol après 
incubation en présence de 20 mM de MβCD D2 (courbe rouge). Les valeurs sont exprimées en pourcentage 
de la liaison spécifique de la [3H]-Diprénorphine (2 nM) obtenue en présence de concentrations croissantes 
de DPDPE froid. Les courbes sont représentatives d’une expérience sur 3 expériences réalisées 
indépendamment. 
 
Des expériences de déplacement à l’équilibre ont été réalisées sur des membranes 
natives (M) et des membranes déplétées en cholestérol après traitement par 20 mM de MβCD 
(D2). Les résultats obtenus sont présentés dans la figure I-30. Comme pour les membranes 
natives, le meilleur ajustement donné par le logiciel Prism est pour l’équation correspondant à 
deux classes de sites pour les membranes déplétées en cholestérol (D2). D’autre part, le 
pourcentage de sites en état de haute affinité est relativement similaire entre les membranes 
natives et les membranes déplétées en cholestérol, soit 28 ± 4 % et 33 ± 4 % respectivement. 
Cette valeur de 33 ± 4 % de sites en état de haute affinité dans les membranes déplétées en 
cholestérol est cohérente avec la valeur attendue d’environ 37,5 % comme le montre la figure 
I-29C. En effet, sur les 40 % de récepteurs capables d’être reconnus par la diprénorphine 
après déplétion en cholestérol, 15 % d’entre eux sont des récepteurs R* et R*G, ce qui 
correspond à une proportion de 37,5 %. Les valeurs de constantes d’inhibition Ki 1 et Ki 2 
obtenues pour les membranes déplétées en cholestérol (D2) sont du même ordre que celles 
des membranes natives (M), soit  1.85 ± 0.3 nM et 210 ± 22 nM pour les sites de haute 
affinité pour l’agoniste et les sites de basse affinité respectivement (Tableau 3). Ces 
expériences suggèrent donc que les récepteurs en état de haute et de basse affinité sont 
touchés par l’altération de la quantité de cholestérol dans les membranes. 
 
% sites de haute affinité  
M :    28 ± 4 
D2 :   33 ± 4 
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3.1.2.2 Modulation par le cholestérol de l’activation des protéines G 
 
Puisque la déplétion en cholestérol de préparations membranaires de cellules HEK-
293T contenant la protéine de fusion T7-hDOR-eGFP induit des effets sur les paramètres de 
liaison des ligands, la capacité du ligand agoniste à pouvoir induire la transduction du signal 
de ce récepteur a été appréhendée. Dans ce but, des mesures de niveau d’activation des 
protéines G après stimulation par un ligand agoniste, le DPDPE, ont été évaluées par la 
liaison du [35S]GTP g S.  
La figure I-31 montre le niveau d’activation des protéines G par le DPDPE. Sur le 
tableau 9 sont récapitulées les valeurs obtenues lors de ces expériences. Les membranes 
utilisées ici sont non traitées (M) ou bien déplétées en cholestérol par 5, 10 et 20 mM de 
MβCD. Après déplétion, une diminution de l’activation maximale (Emax) est observée. Ceci 
pourrait être corrélé à l’inactivation de la forme R* impliquant ainsi une diminution du taux 
de fixation de l’agoniste et donc une diminution du nombre de protéines G recrutées, activées.  
En revanche, l’EC50 (pouvoir du ligand) varie peu. Il reste de l’ordre de 0.1 µM 
indiquant que quelle que soit la quantité de cholestérol dans les membranes, le DPDPE induit 
toujours à la même concentration la moitié de l’activation maximale des protéines G. Les 
récepteurs restants après déplétion permettent à l’agoniste de conserver sa capacité d’activer 
les protéines G. Ainsi les récepteurs insensibles au cholestérol conservent leurs propriétés 
pharmacologiques. 
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Figure I-31 : Stimulation de la liaison du [35S]GTP g S sur des préparations membranaires contenant la 
protéine de fusion T7-hDOR-eGFP, traitées ou pas par des MβCD. Les membranes ont été traitées par 0 
(M), 5 (D0), 10 (D1) et 20 (D2) mM de MβCD. Les valeurs sont exprimées en pourcentage par rapport à la 
liaison basale. Les courbes sont représentatives d’une expérience sur 3 expériences réalisées 
indépendamment.     
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     DPDPE 
  Traitement 
Chol/PL 
% 
 Emax (%) Emax (% de M) 
EC50 
(µM) 
M  0 mM MβCD 37 ± 3  123 ± 5 100 0.137 
D0  5 mM MβCD 22 ± 3  120 ± 3 98 0.188 
D1  10 mM MβCD 13 ± 2  87 ± 5 71 0.609 
D2  20 mM MβCD 8 ± 0.5  47 ± 2 38 0.478 
 
Tableau 9 : Paramètres pharmacologiques de la liaison du [35S]GTP g S sur des membranes contenant la 
protéine de fusion T7-hDOR-eGFP, traitées ou pas par des MβCD. Les valeurs sont la moyenne de 3 
expériences indépendantes. 
 
 
 
3.1.2.3 Contrôle de la spécificité des MβCD pour le cholestérol 
 
Cependant, la spécificité des MβCD pour le cholestérol est sujette à controverse dans  
la littérature. En effet, les cyclodextrines pourraient interagir également avec d’autres 
composants membranaires, les lipides et les protéines. Certains auteurs ont étudié l’effet 
d’une déplétion en cholestérol sur l’interaction de deux protéines Lyn et FcεRI. Lors de 
l’activation de FcεRI par sa liaison avec un antigène, le récepteur FcεRI est alors phosphorylé 
sur une tyrosine par la protéine tyrosine kinase Lyn. L’inhibition de cette phosphorylation 
induite par l’action des MβCD a été en fait associée à la perte de 70 % de FcεRI (Sheets et al. 
1999). Les hypothèses avancées pour expliquer cette possibilité d’interaction entre les 
cyclodextrines et des protéines seraient que les cyclodextrines, de par leur cavité hydrophobe, 
pourraient interagir avec des acides aminés hydrophobes et donc par extension avec les 
domaines hydrophobes des protéines (Horský et al. 1994). Par exemple, il a été montré que 
les βCD pouvaient interagir avec l’ubiquitine, l’insuline, et les protéines CI2 et S6 
(Aachmann et al. 2003). Nous avons donc voulu vérifier que la perte de sites induite par la 
déplétion en cholestérol après liaison des ligands agoniste et antagoniste n’était pas due à une 
perte de notre protéine d’intérêt, le récepteur δ aux opioïdes. La figure I-32 montre des 
spectres de fluorescence obtenus de différents lots de préparations membranaires. Le 
récepteur étant étiqueté avec une eGFP, nous avons enregistré les spectres de fluorescence de 
membranes natives (témoin), déplétées en cholestérol par 20 mM MβCD puis 
recomplémentées grâce à des complexes cholestérol/MβCD de stoechiométrie 1/9 (mol/mol). 
Ces spectres ont été enregistrés grâce à un spectrofluorimètre avec la même fonction appareil, 
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avec une longueur d’onde d’excitation fixée à 475 nm, et la fluorescence émise a été mesurée 
entre les longueurs d’onde 490 et 550 nm. Les concentrations des différentes suspensions 
testées ont toutes été dosées de façon à avoir une concentration en protéines totales de 0,5 
mg/ml. Les spectres des membranes témoin, déplétées et recomplémentées sont superposables 
et présentent la même intensité de fluorescence (Figure I-32). Ceci indique que l’exposition 
des préparations membranaires aux MβCD n’entraîne pas de perte du récepteur δ aux opioïdes. 
Les variations des paramètres pharmacologiques observées en présence des ligands agoniste 
et antagoniste sont donc bien dues à la modulation de la teneur en cholestérol des membranes, 
et non pas à une interaction préférentielle des MβCD avec le récepteur. 
De nombreux travaux traitent également d’interactions possibles entre les 
phospholipides membranaires et les cyclodextrines. Ohtani et ses collaborateurs ont étudié 
l’impact de différents types de cyclodextrines sur des cellules érythrocytaires. Ils ont montré 
que ces molécules extrayaient des phospholipides membranaires avec une efficacité 
différentielle selon celle utilisée, dans l’ordre α > β >> g , les β-cyclodextrines étant capables 
de dépléter environ 25 % des phospholipides (Ohtani et al. 1989). D’autres auteurs ont 
observé que la quantité de phospholipides extraite de membranes des disques du segment 
externe de bâtonnets rétiniens apparaissait significative lors de l’utilisation de concentrations 
en MβCD supérieures à 15 mM (Niu et al. 2002). Ces résultats sont en accord avec des 
travaux visant à caractériser l’interaction entre des liposomes constitués de 
phosphatidylcholine (POPC) et les MβCD par calorimétrie (Anderson et al. 2004). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure I-32 : Spectres de fluorescence de préparations membranaires issues de cellules HEK-293T 
surexprimant la protéine de fusion T7-hDOR-eGFP, témoin ou traitées par les MβCD. 
Les spectres ont été réalisés sur des suspensions membranaires de 0,5 mg/ml de protéines. En bleu est 
représenté la fluorescence de membranes témoin ; en rouge, membranes déplétées par 20 mM MβCD ; en 
vert, membranes préalablement déplétées par 20 mM MβCD puis recomplémentées en cholestérol par des 
complexes cholestérol/MβCD (1/9 mol/mol). Les spectres sont représentatifs d’une expérience sur 6 
expériences faites indépendamment. 
0
2
4
6
8
10
490 510 530 550
Témoin
Déplété
Recomplémenté
Longueur d’onde (nm) 
In
te
n
si
té
 
de
 
flu
o
re
sc
e
n
ce
 
 
(u.
a
) 
  
 
103 
 
En revanche, des études menées soit sur des cellules soit sur des préparations 
membranaires n’ont pas permis l’observation de pertes drastiques des phospholipides après 
incubation en présence de MβCD (Kilsdonk et al. 1995; Fukasawa et al. 2000 ; 
Chattopadhyay et al. 2006). Les résultats que nous avons obtenus après dosage des différents 
constituants membranaires nous a permis d’obtenir un rapport phospholipides/protéines de 
365 ± 66 nmole/mg dans des membranes déplétées par 20 mM de MβCD, alors que ce rapport 
a été mesuré à 350 ± 60 nmole/mg pour des membranes natives (Tableau 6). Ces valeurs 
indiquent donc que dans les conditions de déplétion en cholestérol utilisant des concentrations 
en MβCD de 20 mM, nous n’observons pas de perte de phospholipides, ni de protéines, 
notamment le récepteur T7-hDOR-eGFP. 
 
 
3.2 Discussion 
 
 3.2.1 Effet du cholestérol sur la pharmacologie des récepteurs δ et µ aux opioïdes 
 
Les résultats qui sont présentés dans ce travail traduisent une modulation effective de 
l’activité du récepteur δ aux opioïdes par le cholestérol. Ce récepteur fait partie de la famille 
des récepteurs couplés aux protéines G qui, activés par un stimuli extérieur, vont entraîner le 
recrutement de protéines G permettant ainsi la transduction du signal. Ces récepteurs sont 
transmembranaires et présentent donc une grande partie enchâssée dans la membrane, comme 
en témoignent des études de dynamique moléculaire effectuées sur la rhodopsine permettant 
d’en déduire que 38 % de sa surface totale est en contact avec des lipides (Huber et al. 2004). 
Ceci suggère donc un rôle de l’environnement lipidique dans la fonction de protéines 
membranaires. Les membranes plasmiques présentant la caractéristique d’avoir une forte 
teneur en cholestérol (de l’ordre de 30%), on peut supposer que des variations de sa quantité 
présente au niveau des membranes peuvent avoir une influence notamment sur la 
pharmacologie des RCPG.  
L’environnement lipidique aurait donc un rôle important dans la fonction mais 
également dans la structure et l’organisation des protéines membranaires. L’étude de la 
modulation de la fonction du récepteur δ aux opioïdes par le cholestérol a donc été réalisée à 
partir de préparations membranaires, issues de cellules HEK-293T surexprimant la protéine de 
fusion T7-hDOR-eGFP, qui représentent un système approprié pour mener à bien ces 
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expériences. 
La déplétion en cholestérol de ces préparations membranaires par les MβCD 
s’accompagne d’une diminution concentration dépendante de la liaison spécifique du ligand 
agoniste, la deltorphine II. Nous avons en effet observé à la fois une diminution du nombre de 
sites liés par ce ligand et une légère altération des constantes apparentes de dissociation. Par 
contre, la recomplémentation en cholestérol de ces membranes permet de restaurer les 
propriétés pharmacologiques initialement déterminées pour le récepteur. De tels effets ont 
déjà été reportés dans la littérature, citons comme exemples le récepteur 1A à la sérotonine, le 
récepteur à la galanine et le récepteur à l’ocytocine (Klein et al. 1995; Pang et al. 1999; 
Pucadyil and Chattopadhyay 2004a ). De la même manière, des études de liaison à équilibre 
en présence de l’antagoniste diprénorphine sur des membranes déplétées en cholestérol par les 
MβCD, a également conduit à une baisse drastique du nombre de sites liés. Cependant, les 
récepteurs n’étant pas affectés par la déplétion en cholestérol conservent dans ce cas la même 
affinité qu’un récepteur exprimé dans des membranes natives. La recomplémentation en 
cholestérol permet également la restauration des propriétés pharmacologiques de départ. Ce 
type de modulation en présence d’antagoniste n’a été détecté que dans le cas du récepteur 1A 
à la sérotonine (Pucadyil and Chattopadhyay 2005). La liaison d’un ligand antagoniste sur le 
récepteur ne dépendant pas d’une interaction fonctionnelle entre les protéines G et le 
récepteur, ceci implique que le cholestérol module la fonctionnalité du pool global des 
récepteurs. Les résultats obtenus montrent que la déplétion en cholestérol engendre 
l’inactivation d’un pool de récepteurs, qui n’est plus reconnu ni par l’agoniste, ni par 
l’antagoniste. Les expériences de liaison à l’équilibre en présence de deltorphine II tritiée, qui 
se lie sur les formes R* et R*G de haute affinité, ont également été touchées. Afin de tenter de 
discriminer laquelle de ces formes serait plus sensible à la déplétion en cholestérol, le même 
type d’expériences a été réalisé en présence d’un analogue non hydrolysable du GTP, le 
GppNHp. Cette molécule, permet de maintenir le récepteur sous une forme majoritairement 
découplée, ce qui amène à l’observation des effets de la déplétion en cholestérol sur la 
conformation R*. De ces résultats il en a été déduit que cette dernière serait effectivement 
plus sensible à un appauvrissement en cholestérol de l’environnement membranaire. 
L’activation du récepteur par un ligand agoniste permet le recrutement des protéines G afin de 
permettre la transduction du signal. Après déplétion en cholestérol, la stimulation des 
protéines G s’est trouvée également affectée après l’activation des récepteurs par un ligand 
agoniste. Ceci pourrait être corrélé à l’inactivation de la forme R* impliquant ainsi une baisse 
du taux de fixation de l’agoniste et donc une diminution du nombre de protéines G recrutées. 
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Des travaux réalisés dans l’équipe, menés sur le récepteur µ aux opioïdes exprimé dans la 
levure Saccharomyces cerevisiae, ont montré que la conformation de haute affinité du 
récepteur était maintenue par le cholestérol indépendamment de la présence de protéines G 
(Lagane et al. 2000). L’expression de ce même récepteur dans les cellules de mammifères 
(CHO/T7-hMOR) confirment ce résultat puisque le nombre de sites de haute affinité reconnus 
par l’agoniste DAMGO est fortement diminué sur des membranes déplétées en cholestérol par 
rapport à des membranes natives en présence de GppNHp (Gaibelet et al. 2008). Ces résultats 
sont confirmés par la complète restauration des propriétés pharmacologiques initiales après 
recomplémentation en cholestérol des membranes préalablement déplétées. La stimulation des 
protéines G a également été mesurée et s’est trouvée également affectée (diminution 
d’environ 50 % de Emax) pour les membranes déplétées en cholestérol après l’activation des 
récepteurs par un ligand agoniste. Pourtant, dans ces conditions, la capacité maximale de 
fixation des agonistes n’est pas affectée. Ces résultats suggèrent donc qu’un certain pool des 
récepteurs est dépendant de la présence de cholestérol pour pouvoir activer les protéines G en 
réponse à la liaison d’un agoniste sur ces récepteurs. Cependant contrairement au récepteur 
T7-hDOR-eGFP, aucune variation du nombre de sites totaux liés par les ligands antagonistes 
diprénorphine et CTAP n’est observée après déplétion en cholestérol pour le récepteur T7-
hMOR. Ainsi la forme R* inactivée par ces manipulations se retrouverait dans un état de 
basse affinité pour l’agoniste (Gaibelet et al. 2008).  
 
En comparaison de nos résultats, ceci suggère une modulation par le cholestérol 
différente entre ces deux récepteurs étudiés, malgré que ceux-ci appartiennent à la même 
famille. On montre cependant dans les deux cas, d’une part qu’il existerait plusieurs pools de 
récepteurs différents par leur sensibilité à la teneur en cholestérol, d’autre part que la forme la 
plus sensible au cholestérol serait une forme non couplée à la protéine G.  
 
 
3.2.2 Comparaison entre la localisation membranaire et la pharmacologie des 
récepteurs T7-hDOR-eGFP et T7-hMOR 
 
Nous avons montré pour les récepteurs T7-hDOR-eGFP qu’au moins 60 % d’entre eux 
sont affectés par la déplétion en cholestérol, suggérant qu’ils requièrent un environnement 
riche en cholestérol pour leur fonction. L’isolement de fractions résistantes au détergent riches 
en cholestérol (DRM + culot) ne permet cependant de détecter au maximum que 30 % des 
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récepteurs dans ces fractions. En effet, le nombre de récepteurs totaux trouvés dans ces 
fractions est trouvé dépendant des conditions de solubilisation testées, l’isolement de fractions 
insolubles au TX-100 ne reflète donc pas l’ensemble des domaines enrichis en cholestérol 
préexistant dans les membranes naturelles. 
Les données de pharmacologie suggèrent l’existence de pools de récepteurs distincts : 
un pool de récepteurs (dont 15 % et 45 % en état de haute et de basse affinité respectivement) 
qui requiert un environnement riche en cholestérol pour leur fonction et un pool contenant 
environ 15 % et 25 % de récepteurs en état de haute et de basse affinité respectivement, qui ne 
nécessite pas un environnement enrichi en cholestérol pour reconnaître leurs ligands. Dans ce 
dernier cas, l’addition de GppNHp déplace l’équilibre entre les formes de haute et de basse 
affinité. Une fraction des récepteurs est donc dans un environnement appauvri en cholestérol, 
stabilisé par les protéines G. Ces données sont en accord avec la redistribution d’une fraction 
de récepteurs T7-hDOR-eGFP dans les DRM après l’ajout d’agoniste, cette dernière étant 
réversée par l’ajout de GppNHp. Ceci suggère donc qu’une partie des récepteurs 
constitutivement couplés aux protéines G sont dans un environnement pauvre en cholestérol à 
l’état basal, puis se relocalisent dans un domaine enrichi en cholestérol sous l’action d’un 
ligand agoniste. Ces résultats montrent que deux pools fonctionnels de récepteurs T7-hDOR-
eGFP existent dans la membrane, chacun nécessitant un environnement lipidique distinct 
(enrichi ou non en cholestérol).  
  
 
Dans le cas du récepteur T7-hMOR, seulement 1 % environ du pool total de T7-
hMOR est trouvé à l’état basal ou en présence d’antagoniste dans les fractions DRM. L’ajout 
d’agoniste entraîne la relocalisation de 12.5 % de T7-hMOR dans les DRM, tandis que la 
présence de GppNHp réverse cette redistribution. Ceci suggère donc que les récepteurs 
relocalisés dans les DRM sont dans un état de haute affinité pour l’agoniste. L’analyse 
pharmacologique de membranes natives montrant que 50 % des récepteurs totaux sont dans 
un état de haute affinité pour l’agoniste, on peut donc en déduire que 25 % du pool initial des 
récepteurs en état de haute affinité pour l’agoniste sont contenus dans les DRM. La déplétion 
cholestérol entraîne une diminution drastique du nombre de récepteurs dans les DRM, 
suggérant que le cholestérol est nécessaire pour leur stabilisation dans cet état.    
Cette étude montre que le T7-hMOR peut adopter au moins 2 conformations distinctes 
et de haute affinité pour les agonistes, et que le cholestérol est nécessaire pour le maintien de 
cet état ainsi que pour induire l’activation des protéines G en présence de ligand agoniste. Ces 
  
 
107 
conformations sont distinctes car les récepteurs T7-hMOR se localisent dans des fractions 
membranaires de compositions lipidiques différentes (DRM et non-DRM). 
 
  
Dans ce travail, des états conformationnels distincts du récepteur δ aux opioïdes, 
dépendants de la présence en cholestérol dans les membranes, ont pu être mis en évidence. 
Puisque nous avons observé que la forme activée R* était la plus sensible à ces variations 
d’environnement, nous pouvons formuler l’hypothèse d’une distribution préférentielle de ce 
pool dans des zones membranaires enrichies en cholestérol tels que les rafts.  
D’après nos travaux, la localisation préférentielle de certains pools de récepteurs dans 
des zones membranaires de composition particulière, pourrait résulter de l’activation du 
récepteur par la liaison d’un ligand agoniste qui pourrait induire un changement 
conformationnel du récepteur. Cette modification structurale aurait pour conséquences des 
modifications de l’environnement lipidique au voisinage du récepteur, favorisant sa 
redistribution dans des zones membranaires distinctes (Salamon et al. 2000 ; Alves et al. 
2005a).  
 
Ainsi, les résultats montrés dans ce chapitre montrent clairement l’importance de la 
présence du cholestérol pour stabiliser toutes les conformations actives. Or, le cholestérol est 
connu pour modifier les propriétés physiques d’une membrane lipidique. La suite de ce travail 
a donc consisté à essayer de comprendre les paramètres physiques qu’il faut exactement 
prendre en compte pour expliquer d’une part l’influence du cholestérol sur la fixation de 
ligand et d’autre part la réorganisation latérale observée à la suite de la fixation d’agoniste sur 
le récepteur.   
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PARTIE II  Paramètres physiques influant sur la distribution latérale des 
composants membranaires 
 
 
1. Introduction  
 
L’objectif de ce chapitre est de comprendre les paramètres physiques qu’il faut 
exactement prendre en compte pour expliquer les résultats obtenus dans le chapitre I, à savoir 
(i) une influence du taux de cholestérol sur la fixation de ligand et (ii) une réorganisation 
latérale des récepteurs entre des zones enrichies en cholestérol et des zones appauvries en 
cholestérol, lorsqu’un agoniste se fixe sur son récepteur.  
Nous allons donc, pour cela, présenter les propriétés physico-chimiques d’une phase 
lipidique : la composition, les propriétés et l’organisation latérale des lipides dans une 
membrane sont tout d’abord présentées. On essaiera ensuite de répertorier les propriétés 
importantes de la phase lipidique qui pourraient expliquer la distribution latérale des protéines 
membranaires et la modulation par l’environnement lipidique de leur activité.  
Enfin, nous étudierons en particulier l’influence de l’épaisseur de la membrane sur le 
récepteur hDOR.    
 
 
1.1 Composition et structure des lipides membranaires  
 
 
Les lipides membranaires représentent 30 à 50 % (en masse) des membranes selon le 
type d’organite cellulaire considéré. Ils peuvent être divisés principalement en 3 groupes : les 
glycérophospholipides, les sphingolipides et les stérols (principalement le cholestérol).  
 
Les glycérophospholipides constituent la partie la plus abondante des lipides des 
membranes biologiques. Chacun d’eux présente une tête polaire et deux longues chaînes 
hydrocarbonées apolaires. Ils différent de par la nature du substituant lié sur l’acide 
phosphorique (phosphatidylcholine (PC), phosphatidylsérine (PS), phosphatidyléthanolamine 
(PE), phosphatidylinositol (PI), ….) mais également de par la longueur et le niveau 
d’insaturation des chaînes d’acide gras. Les molécules de PC et PE sont les plus représentées 
dans les membranes des cellules de mammifère, de l’ordre de 50% et 25% molaire des 
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phospholipides membranaires respectivement (van Meer 2005). Puis, dans une moindre 
mesure, on trouve les autres glycérophospholipides. La majorité des phospholipides chez les 
mammifères ont une chaîne d’acide gras insaturée et une chaîne d’acide gras saturée.  
Les principaux acides gras des phospholipides sont les C16 et C18 pour les acides gras saturés, 
et les C18:1, C18:2 et C20:4 pour les acides gras insaturés (Felton et al. 2004). 
 
Les sphingolipides quant à eux sont caractérisés par leur squelette sphingosine, dont 
la fonction amine reliée à un acide gras généralement saturé à longue chaîne (le plus souvent 
de 18 à 24 carbones dans les sphingolipides de mammifères) conduit à la formation de la 
céramide. Le greffage du groupement polaire sur la fonction alcool primaire permet d’obtenir 
les sphingolipides, dont on distinguera la céramide, les sphingophospholipides dont la 
sphingomyéline (SM) est le meilleur représentant et les sphingoglycolipides. Le groupement 
polaire correspond à une phosphocholine ou phosphoéthanolamine dans le cas de la SM, et un 
mono- ou un oligosaccharide dans le cas des glycosphingolipides, dont la dénomination est 
alors respectivement cérébrosides ou gangliosides. La sphingomyéline représente entre 5 et 20 
% molaire des phospholipides membranaires totaux alors que les sphingoglycolipides sont le 
plus souvent représentés en plus faibles quantités. 
 
 
Le cholestérol appartient à la famille des stérols, il représente le lipide majoritaire des 
mammifères avec plus de 30% loin devant son suivant (<0.1%), c’est donc un constituant 
important des membranes biologiques. Il est particulièrement abondant dans les membranes 
plasmiques (entre 30 et 40% molaire des phospholipides membranaires totaux). Le cholestérol 
est remplacé par l’ergostérol dans les membranes plasmiques de levure (Yeagle 1993). Le 
cholestérol est une molécule compacte. Sa structure de base est composée de 4 cycles 
hydrocarbonés formant un tétracycle rigide et plan (en configuration trans), qui présentent 
quatre substitutions au niveau de la face β de la molécule (un hydroxyle hydrophile sur le 
carbone 3, deux groupements méthyles sur les carbones 10 et 13 et une chaîne aliphatique de 
8 carbones sur le carbone 17). L’ergostérol et le cholestérol ont des structures très proches 
(Figure II-I). Les différences résident dans une double liaison C-C supplémentaire au niveau 
du deuxième cycle dans la molécule d’ergostérol par rapport au cholestérol. De plus, 
l’ergostérol présente sur sa chaîne latérale une insaturation et un groupement méthyle 
supplémentaires au niveau des carbones 22 et 24 respectivement (Cournia et al. 2007).  
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Figure II-I : Formules chimiques du cholestérol et de l’ergostérol. 
 
 
Loin d’être homogènes, les biomembranes sont en fait des systèmes subtilement 
structurés. Des hétérogénéités de distribution des espèces lipidiques, tant latérales que 
transverses, ont été mises en évidence. La diversité de composition lipidique des différentes 
membranes est très grande. Si on s’intéresse aux lipides majoritaires des rafts, comme les 
sphingolipides, ils sont le plus souvent, dans les membranes, en faible quantité ; la 
sphingomyéline est un lipide abondant de la myéline mais peut être, à l’inverse, totalement 
absente dans les membranes mitochondriales.  
Les molécules lipidiques sont réparties généralement de façon asymétrique dans la 
membrane. Dans le cas des sphingolipides, ils sont localisés préférentiellement dans la 
monocouche externe de la bicouche lipidique des membranes plasmiques. Dans les 
membranes érythrocytaires, par exemple, la phosphatidylcholine et la sphingomyéline sont 
principalement localisées sur le feuillet externe de la bicouche tandis que la 
phosphatidyléthanolamine et la phosphatidylsérine sont, elles, préférentiellement au niveau du 
feuillet interne (Verkleij et al. 1973).  
Concernant le cholestérol, sa répartition homogène entre les deux feuillets de la bicouche 
lipidique est sujette à controverse. Il a été montré au niveau cellulaire un mécanisme de flip-
flop du cholestérol entre les deux feuillets. Des études sur des membranes plasmiques de 
plaquettes sanguines ont révélé la présence de cholestérol principalement dans le feuillet 
Cholestérol 
Ergostérol 
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externe (Boesze-Battaglia et al. 1996), tandis que Schroeder et ses collaborateurs le trouvent 
principalement dans le feuillet interne (Schroeder et al. 1996). Mais il est clair toutefois que le 
cholestérol se répartit de façon asymétrique dans la membrane plasmique (Schroeder et al. 
1990). 
Dans le plan latéral de la membrane, il existe des hétérogénéités de distribution. 
Cependant, si l’existence de microdomaines est établie, leurs compositions en lipides et en 
protéines et les facteurs physico-chimiques responsables de leur structuration latérale ne sont 
pas clairement démontrés. Afin de comprendre comment les lipides membranaires peuvent 
être à l’origine de ces confinements particuliers, il est nécessaire de décrire leurs propriétés 
physico-chimiques. On soulignera notamment la capacité du cholestérol à moduler de façon 
importante les propriétés physiques des lipides et à modifier leur organisation. 
 
 
1.2 Effet du cholestérol sur les propriétés physiques des membranes 
 
Comme nous venons de le décrire, les lipides présentent une grande diversité de structure. 
Ainsi, la nature de leur tête polaire, la longueur et le degré d’insaturation de leurs chaînes 
d’acides gras, va leur conférer des propriétés physico-chimiques propres. Les lipides vont 
donc pouvoir générer une organisation latérale particulière des membranes. Ainsi, les études 
sur des systèmes modèles lipidiques montrent clairement une miscibilité relative des lipides 
les uns par rapport aux autres : elle dépend de la géométrie, la nature de la tête polaire, de la 
longueur et insaturation des chaînes d’acide gras. Le cholestérol s’insère perpendiculairement 
dans les membranes avec le groupement hydroxyle au niveau de la partie polaire des 
phospholipides et son corps hydrophobe plan au contact des chaînes d’acides gras (Yeagle 
1985). Ses interactions particulières avec les phospholipides de son environnement immédiat, 
confèrent au cholestérol la capacité de moduler de façon importante leurs propriétés 
physiques et dynamiques ainsi que leur organisation latérale dans les membranes.   
 
 
1.2.1 Effet sur les transitions de phase / phase liquide-ordonnée 
 
L’hydrophobicité des phospholipides est définie par la chaîne d’acide gras qui les 
compose. A basse température, les chaînes hydrocarbonées des lipides adoptent une 
conformation « tout trans », conformation la plus stable où les chaînes sont parallèles les unes 
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par rapport aux autres et sont étirées au maximum. Il s’agit d’un état gel ou phase ordonnée 
(Lβ). La transition de phase entre l’état gel et l’état fluide ou phase fluide désordonnée (Lα) 
des lipides est fonction de la température. En effet, l’élévation de la température entraîne une 
augmentation de la mobilité des chaînes hydrocarbonées autour des liaisons C-C. Cette 
température, appelée température de transition de phase (Tm), est caractéristique de chaque 
lipide puisqu’elle est fonction de la longueur et du degré d’insaturation des chaînes 
hydrocarbonées d’acide gras. Le cholestérol a la capacité d’augmenter l’ordre des membranes 
lorsque celles-ci sont dans un état fluide, ou au contraire de fluidifier des membranes à l’état 
gel.  
 
1.2.2 Interaction du cholestérol avec les glycérophospholipides 
 
La coexistence de phases enrichies en cholestérol avec du DPPC a été montrée dans 
des mélanges binaires (Sankaram and Thompson 1991). Des diagrammes de phase ont pu être 
établis en fonction de la température et de la quantité de cholestérol présente dans le mélange. 
Ainsi, en dessous de la température de transition de phase (Tm) et à une faible concentration 
en cholestérol, le système est entièrement en phase solide-ordonnée (So) ou gel (Lβ), puis, en 
augmentant la concentration en cholestérol, il y a coexistence de cette phase avec une phase 
liquide-ordonnée (Lo). De la même manière, lorsque l’on se trouve au dessus de la Tm, une 
transition entre une phase liquide-désordonnée (Ld) ou fluide (Lα) seule et un mélange de 
phase Ld-Lo est observée en augmentant la concentration en cholestérol (Figure II-2). Au-
delà de 30 % molaire de cholestérol, seule une phase Lo est observée, quelle que soit la 
température, ce qui correspond à la disparition de la transition de phase du DPPC (Sankaram 
and Thompson 1991). Ces données ont été corroborées en étudiant d’autres mélanges binaires 
contenant de la phosphatidylcholine et du cholestérol (Yeagle 1985; Vilcheze et al. 1996).  
Les chaînes acyles des lipides en phase Lo sont allongées à leur maximum, comme 
dans la phase gel, mais présentent une mobilité latérale dans la bicouche lipidique, analogue à 
la phase Ld (Almeida et al. 1992). Dans la phase liquide-désordonnée, le cholestérol ordonne 
les chaînes acyles des phospholipides en diminuant la probabilité d’isomérisation trans-
gauche, se traduisant par une augmentation du paramètre d’ordre des chaînes acylées. Cette 
propriété du cholestérol a pour conséquence de diminuer le volume moléculaire occupé par 
les chaînes acyles des lipides en phase liquide-désordonnée, en provoquant une augmentation 
de l’épaisseur hydrophobe de la bicouche lipidique. L’épaisseur moyenne d’une phase Lo se 
situe entre celle de la phase gel et de la liquide-désordonnée. Des travaux visant à estimer 
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l’épaisseur hydrophobe du DMPC ont mesuré des valeurs de 21.4 Å en phase Ld (35°C), 32.5 
Å en phase gel (10°C) et 26.2 Å en phase Lo (35°C, 25 mol% de cholestérol) (Sankaram and 
Thompson 1990).  
 
                                             
Figure II-2 : Diagramme de phase du mélange binaire DPPC/cholestérol (d’après (Sankaram and 
Thompson 1991)). 
En dessous de la température de transition de phase (Tm) et entre 5 et 30 % de cholestérol, il y a une 
coexistence des phases liquide-ordonnée (Lo) et solide-ordonnée (So), tandis qu’au dessus de la Tm, c’est 
une coexistence des phases liquide-ordonnée (Lo) et liquide-désordonnée (Ld) qui est observée. 
 
 
 
Des études de résonance para électronique ont été menées sur des liposomes de 
phosphatidylcholine ayant des chaînes acylées insaturées ou non en utilisant des analogues du 
cholestérol (androstane ou cholestane) et de lipides (acides stéariques marqués en position 5 
ou 16 de la chaîne hydrocarbonée, 5-SASL ou 16-SASL) comme sondes. Les mélanges 
binaires de DMPC, DSPC et DOPC (Dioleoylphosphatidylcholine) en présence de cholestérol 
ont montré que ce dernier avait une influence sur les lipides saturés en phase fluide (DMPC et 
DSPC). De plus, l’effet du cholestérol au centre de la bicouche semble être plus important 
dans le cas des lipides les plus courts (DMPC). Ces données sont interprétées comme la 
présence d’un mésappariement hydrophobe entre le cholestérol et le DMPC. Par ailleurs, seul 
l’analogue de cholestérol est influencé dans les lipides DOPC (cis-insaturation en position 9 
sur chacune des chaînes). Ces données suggèreraient donc que le cholestérol serait non 
miscible dans les lipides insaturés en cis, ce qui tendrait à exclure le cholestérol de domaines 
formés de DOPC (Kusumi et al. 1986 ; Pasenkiewicz-Gierula et al. 1991). Une diminution de 
la solubilité du cholestérol dans des membranes modèles composées de phospholipides 
polyinsaturés a été également observée par d’autres approches expérimentales, et corroborent 
le postulat d’une interaction préférentielle du cholestérol avec des membranes composées de 
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lipides saturés (Brzustowicz et al. 2002; Le Guyader et al. 2007).  
Des diagrammes de phases de mélanges ternaires ont également pu être établis. La 
figure II-3 montre des séparations de phase en fonction des proportions de lipide contenu dans 
un mélange ternaire sur des GUVs à 25°C. Le mélange est composé de DOPC, DPPC et de 
cholestérol. Les domaines clairs constituent la phase liquide désordonnée riche en DOPC 
(lipide insaturé) et les domaines sombres représentent la phase liquide-ordonnée Lo, enrichie 
en cholestérol et en DPPC (Veatch et al. 2004). 
Bien que la large majorité des travaux sur membranes modèles aient été réalisés sur 
des phosphatidylcholines (PC), quelques travaux ont rendu compte des interactions du 
cholestérol avec des lipides ayant une tête polaire différente. Ainsi des études comparatives 
entre des phosphatidylcholines et des phosphatidyléthanolamines (PE) ont montré que, à 
longueur et à degré d’insaturation équivalent, ces dernières avaient une plus faible « affinité » 
pour le cholestérol. Cette plus faible solubilité du cholestérol dans les membranes de PE serait 
due, outre les interactions électrostatiques, à une liaison hydrogène entre la fonction amine de 
la tête polaire de PE et le groupement phosphate à son voisinage. En effet, cette liaison 
stabiliserait ainsi préférentiellement ce type de tête polaire dans la bicouche et de ce fait 
exclurait le cholestérol (Shaikh et al. 2006). 
 
 
                                             
Figure II-3 : Diagramme de phase montrant la coexistence de phases dans mélange ternaire constitué de  
cholestérol, DOPC et DPPC à 25°C. Les images en microscopie de fluorescence de GUVs montrent les 
différents états membranaires pour des proportions de  30% de cholestérol mélangé avec (de gauche à 
droite) 2:1 DOPC/DPPC,  1:1 DOPC/ DPPC et 1:2 DOPC/ DPPC. L’échelle est de 20µm. D’après Veatch 
et al. 2004. 
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1.2.3 Interaction du cholestérol avec les sphingolipides 
 
Le cholestérol a la capacité d’ordonner les membranes dans la profondeur des 10 
premiers atomes de carbones des chaînes d’acide gras. Cependant, d’autres espèces lipidiques, 
tels que les sphingolipides, ont également cette propriété mais de manière surfacique. Les 
fonctions amide et hydroxyle du squelette sphingosine des sphingolipides peuvent agir à la 
fois comme donneurs et accepteurs de liaison hydrogène, ce qui leur permet de former à la 
fois des liaisons intramoléculaires et intermoléculaires (Ramstedt and Slotte 2002). D’autre 
part, ils sont également capables d’établir également des liaisons hydrogène entre les 
carbohydrates des têtes polaires (Masserini et al. 1989 ; Terzaghi et al. 1993). Ces 
caractéristiques particulières confèrent donc des interactions plus fortes entre les chaînes 
acylées de sphingolipides par rapport à celles des glycérophospholipides, leur permettant 
d’avoir une plus grande cohésion latérale.  
D’autres différences majeures sont à souligner vis-à-vis des glycérophospholipides, 
telles que la longueur des chaînes d’acides gras et leur degré d’insaturation. En effet, les 
sphingolipides ont globalement des longueurs de chaînes plus grandes que les autres 
glycérophospholipides (en moyenne, entre 16 à 24 carbones pour la SM, contre 16 à 18  
carbones pour la PC). Ils ont également globalement moins d’insaturations sur leurs chaînes 
acylées ; par exemple les SM ont environ 5 à 10 fois moins de cis-insaturation par molécule 
que les PC (Ramstedt and Slotte 2006). Le cholestérol est connu pour interagir 
préférentiellement avec des lipides ayant des longues chaînes d’acides gras et saturées. Les 
caractéristiques précédemment évoquées des sphingolipides en font donc des candidats de 
choix pour interagir avec le cholestérol et ceci est renforcé par la présence du groupement 
hydroxyle du cholestérol qui permet la formation d’une forte liaison hydrogène 
intermoléculaire avec les  sphingolipides.  
Par des approches de microscopie de fluorescence sur des GUVs, des coexistences de 
phase Lo/Ld ont pu être observées. Sur des bicouches (marquées par la sonde Laurdan) 
composées de mélanges ternaires de DOPC/cholestérol/SM (1:1:1) à 1% mol de GM1, des 
domaines ont ainsi pu être mis en évidence à une température inférieure à la Tm du mélange 
(Figure II-4). Cette ségrégation de phase disparaît progressivement lorsque l’on atteint la Tm 
(Dietrich et al. 2001). D’autres auteurs ont observé le comportement de phase de différents 
mélanges lipidiques et l’étude de ces interactions lipides-lipides au sein de mélanges ternaires 
a permis l’établissement d’un diagramme de phase. Ce dernier a été réalisé à partir d’un 
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mélange POPC/cholestérol/PSM (palmitoylsphingomyéline) à température ambiante. Dans les 
zones où une coexistence de phases est présente, les phases Lo et Ld sont toujours composées 
des trois partenaires du mélange (de Almeida et al. 2003).  
 
 
 
Figure  II-4 : Formation de domaines dans des GUVs composées de DOPC/Chol/SM (1/1/1) en 
fonction de la température. Visualisation des domaines grâce à la présence d’un marqueur lipidique (« 
Laurdan ») en microscopie à deux photons (d’après (Dietrich et al. 2001)). 
 
 
 
1.3 Influence des lipides sur la localisation et l’activité des protéines membranaires 
 
1.3.1 Influence des modifications post-traductionnelles des protéines membranaires 
sur leur distribution latérale  
 
Nous avons vu précédemment que différents auteurs ont pu établir une corrélation 
entre les phases insolubles au détergent (ou phases à grande cohésion du type phase Lo) dans 
des mélanges ternaires de lipides saturés/sphingomyéline/cholestérol (mélanges qui 
mimeraient les rafts) et des DRM extraits dans les membranes cellulaires (Ahmed et al. 1997 ; 
Gandhavadi et al. 2002).  Ces domaines résistants au détergent, assimilés aux rafts, ont une 
composition particulière et auraient donc une aptitude à recruter ou à exclure certains lipides 
ou protéines membranaires. L’isolement des DRM a permis de montrer une localisation 
préférentielle de certaines protéines dans ces fractions. Parmi elles, des protéines à ancres GPI 
(Brown and Rose 1992 ; Madore et al. 1999), des protéines acylées telles que les protéines G 
et des kinases de la famille Src (Melkonian et al. 1999) sont les plus citées. En effet, plusieurs 
signaux d’adressage vers ces domaines enrichis en cholestérol ont été définis de par l’affinité 
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de certaines modifications post-traductionnelles des protéines avec des environnements 
lipidiques de type liquide-ordonné. Les chaînes acylées des protéines à ancre GPI sont 
saturées, ainsi que les sous-unités α des protéines G dont les acylations sont principalement 
des palmitoylations, ce qui leur confère conceptuellement une localisation préférentielle vers 
des domaines membranaires de type Lo due à une meilleure affinité dans des environnements 
riches en cholestérol. Au contraire, des modifications post-traductionnelles de type 
géranylation présentant de nombreuses insaturations induiraient plutôt une localisation dans 
des zones non-rafts.  
 
 
1.3.2 Influence de l’épaisseur des membranes sur l’adressage des protéines 
transmembranaires 
 
Le cholestérol est présent dans les membranes cellulaires dans des proportions 
différentes. En effet, sa teneur est croissante des membranes du réticulum endoplasmique où 
il est identifié à des taux voisins de 1% (Lange et al. 1999), de l’appareil de Golgi vers la 
membrane plasmique, suggérant également une épaisseur croissante de ces membranes si la 
composition des autres lipides est comparable. Des données expérimentales ont ainsi mis en 
évidence que l’adressage de certaines protéines vers un compartiment cellulaire particulier 
serait fonction de son épaisseur hydrophobe. En effet, des études ont été menées sur la 
sialyltransférase, protéine normalement exprimée dans l’appareil de Golgi, par Munro et son 
équipe. Ils ont montré que l’ajout ou la délétion d’acides aminés présents au niveau du 
domaine transmembranaire de cette enzyme entraînait une localisation différente de celle-ci. 
Une augmentation de l’épaisseur hydrophobe de cette protéine a ainsi pour conséquence sa 
localisation au niveau de la membrane plasmique. Ces résultats ont ainsi mis en évidence 
l’importance de l’épaisseur de la membrane dans l’adressage de protéines au niveau de 
différents organites de la cellule, ceci mettant en exergue des interactions lipides/protéines 
préférentielles (Bretscher and Munro 1993; Munro 1995). Au sein d’une même membrane, un 
mécanisme similaire d’adressage préférentiel dans des zones plus ou moins épaisses de la 
membrane a été proposé pour les protéines ayant des modifications post-traductionnelles de 
type palmitoylation permettant un ancrage à la membrane de type raft ou au contraire 
géranylation pour des zones non-rafts. Toutefois, si cela peut être vrai pour les protéines 
membranaires périphériques, la localisation préférentielle de protéines transmembranaires 
possédant un de ces types d’ancrages à la membrane est en fait distribuée préférentiellement 
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dans un type d’environnement mais jamais suivant un mode de répartition tout ou rien. La 
présence de modifications post-traductionnelles n’est donc pas une condition suffisante pour 
expliquer un tel phénomène.  
 
 
1.3.3 Influence de l’épaisseur de la bicouche sur la distribution latérale des protéines : 
concept d’appariement hydrophobe 
   
Les segments hydrophobes des protéines transmembranaires sont au contact des 
chaînes d’acides gras des lipides environnants et tous ces lipides présentent des longueurs 
différentes de chaîne acyle variable avec une longueur moyenne qui varie avec la nature de la 
membrane. Si ces molécules sont distribuées de façon aléatoire dans la membrane, les parties 
polaires et apolaires de ces lipides et de ces protéines entreront en contact et du fait des 
différences d’épaisseur il en résultera des interactions favorables ou défavorables 
énergétiquement. La résultante peu favorable est le mésappariement hydrophobe. Ce concept, 
introduit par Mouritsen et Bloom en 1984, postule un ajustement de l’épaisseur hydrophobe 
de la bicouche lipidique à l’épaisseur hydrophobe de la protéine minimisant ainsi l’exposition 
des acides aminés hydrophobes de la protéine au milieu aqueux (Mouritsen and Bloom 1984). 
Les protéines étant relativement plus rigides que les lipides, ce modèle propose que les 
chaînes acyles des lipides situés au voisinage de la protéine transmembranaire pourront 
s’étirer ou se raccourcir afin de s’adapter à l’épaisseur hydrophobe de la protéine (Figure II-5). 
D’autres mécanismes peuvent également s’opérer afin de compenser les contraintes 
énergétiques imposées par un mésappariement hydrophobe entre la bicouche lipidique et les 
protéines membranaires, tels que le tri de lipides adéquats à l’appariement hydrophobe ou le 
tilt des hélices de la protéine transmembranaire ou un changement conformationnel de cette 
dernière qui aurait des répercussions sur sa fonction ou l’agrégation ou l’oligomérisation des 
protéines (de Planque and Killian 2003).    
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Figure II-5 : Représentation schématique du mésappariement hydrophobe. L’épaisseur hydrophobe 
de la bicouche lipidique (dL), par allongement ou raccourcissement des chaînes d’acides gras des 
lipides, s’ajuste à l’épaisseur hydrophobe de la protéine transmembranaire (dP). La protéine est insérée 
dans une membrane de forte (A) ou de faible (B) épaisseur.  
 
 
 
De nombreux auteurs ont étudié ces interactions lipides/protéines et leurs effets sur la 
structure et la fonction des systèmes membranaires. En effet, le mésappariement hydrophobe 
peut avoir des conséquences sur les propriétés des protéines mais également sur les lipides, 
ainsi que sur l’activité des protéines membranaires, comme nous le verrons par la suite.  
 
Le mésappariement hydrophobe peut engendrer la formation de phases non 
lamellaires. Des travaux menés sur la gramicidine A ont montré que l’insertion de ce peptide 
en grande quantité dans des vésicules de phosphatidylcholine induit la formation d’une phase 
hexagonale HII lorsque les longueurs de chaînes d’acides gras de ces lipides possèdent au 
minimum 16 atomes de carbones. D’autres expériences, réalisées sur des analogues de ce 
peptide ont confirmé ces observations (pour revue, (Killian 1992)). 
Une autre conséquence du mésappariement hydrophobe est la variation de la 
température de transition de phase des lipides. En effet, l’insertion de la gramicidine A dans 
des vésicules de phosphatidylcholine constituées d’un seul type de lipide induit notamment 
une diminution des isomérisations trans-gauches des chaînes acylées lipidiques et 
l’augmentation de la concentration en ce peptide abolit la transition de phase et aboutit à 
l’agrégation des peptides (Zhang et al. 1992). D’autres auteurs ont voulu analyser 
l’importance de la longueur des chaînes d’acides gras sur la transition de phase. Piknova et 
A 
B 
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ses collaborateurs ont ainsi reconstitué la bactériorhodopsine dans différents types de 
vésicules de phosphatidylcholine et ont observé que l’insertion de la bactériorhodopsine dans 
ces bicouches lipidiques ayant des lipides à longues chaînes acylées supérieures à 
l’appariement naturel de la protéine avait tendance à abaisser la température de transition de 
phase de ces lipides, et inversement pour des lipides à courtes chaînes acylées (Piknova et al. 
1993). Si des protéoliposomes sont formés de deux lipides ayant des chaînes d’acides gras de 
longueur différente, des interactions préférentielles s’effectuent entre la protéine insérée dans 
cette bicouche et l’un des deux types de lipide du fait du mésappariement hydrophobe 
modifiant ainsi la distribution latérale des trois espèces existantes (Tocanne et al. 1994 ; 
Dumas et al. 1997).  
 
 
1.3.4 Régulation de l’activité des protéines membranaires par les lipides 
 
 De la littérature ressortent deux modes d’action des lipides pour réguler l’activité des 
protéines transmembranaires. Le premier postule que l’altération de la fonctionnalité de ces 
protéines serait due aux propriétés physiques des membranes, tandis que le second suggère 
l’existence d’interactions spécifiques avec un type de lipide particulier. Le cholestérol, 
comme cela été décrit précédemment, a la capacité d’altérer les propriétés physiques des 
bicouches lipidiques dans lesquelles il est inséré. Il est donc de ce fait capable d’agir aussi 
bien de manière directe qu’indirecte sur l’activité de protéines transmembranaires.  
 
1.3.4.1 Effet de la modulation des propriétés physiques des membranes sur la 
fonction des protéines membranaires 
 
L’altération des propriétés physiques des membranes via la reconstitution de protéines 
d’intérêt dans des membranes modèles de composition définie a permis l’étude de leur 
dépendance fonctionnelle associée à la nature de l’environnement lipidique dans lequel elles 
sont insérées. La modulation de cet environnement membranaire a effectivement conduit à 
l’observation de variations de l’activité de nombreuses protéines, que ce soit des transporteurs 
tels la Ca++ ATPase (Cornea and Thomas 1994) et la Na+/K+ ATPase (Johannsson et al. 
1981b) ou des récepteurs (Gimpl et al. 1997 ; Emmerson et al. 1999 ; Kirilovsky and 
Schramm 1983).  
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Le mésappariement hydrophobe aurait un impact sur la conformation des protéines et 
par voie de conséquence sur leur activité.  
La Ca++ ATPase reconstituée dans des bicouches lipidiques de phosphatidylcholine a 
été l’objet de nombreuses études. Froud et ses collaborateurs ont montré que la Ca++ ATPase 
du réticulum sarcoplasmique du muscle de lapin, purifiée et reconstituée dans des liposomes 
de phosphatidylcholine ayant des chaînes d’acides gras monoinsaturées de longueur variable 
(entre 14 et 24 atomes de carbone), avait son activité optimale trouvée pour une longueur de 
chaîne lipidique de 18 atomes de carbone (Froud et al. 1986). De nombreux profils d’activité 
de protéines au regard de l’épaisseur membranaire sont relativement similaires à ces résultats 
puisque des lipides à 18 atomes de carbone forment une bicouche dont l’épaisseur est proche 
de celle trouvée dans la plupart des membranes biologiques. En présence de lipides à longues 
ou courtes chaînes d’acide gras, la diminution d’activité observée dans le cas de deux 
protéines différentes a des origines distinctes. En effet, pour la Ca++ ATPase, cette faible 
activité serait notamment due à des variations du nombre d’ions Ca++ capables de se fixer sur 
la protéine (Starling et al. 1994). Pour comprendre ces données, les auteurs suggèrent la 
nécessité d’un appariement hydrophobe entre les lipides et les protéines pour assurer la 
fonction de ces dernières. Ils proposent qu’en deçà ou au-delà de 18 carbones, des défauts 
d’appariement apparaîtraient entre la Ca++ ATPase et les lipides l’environnant, affectant son 
activité.  
Dans des membranes modèles, la modulation de l’épaisseur de la membrane peut être 
réalisée en utilisant des lipides ayant différentes longueurs de chaîne d’acide gras, en ayant 
des membranes dans lesquelles les lipides passent d’une phase gel à une phase liquide 
cristalline, ou encore en ajoutant des molécules qui permettent d’augmenter l’épaisseur de la 
bicouche tels que le cholestérol ou les n-alcanes. Il a été montré que le cholestérol, mais 
également le décane, permettaient la restauration de la capacité de la Ca++ ATPase à lier des 
ions calcium lorsque cette protéine est reconstituée dans des liposomes ayant des lipides à 
courtes chaînes d’acides gras (Johannsson et al. 1981a; Lee et al. 1994). Cet ajout 
augmenterait l’épaisseur de la membrane de telle sorte qu’elle serait très proche d’une 
bicouche lipidique contenant des lipides de longueur de chaînes acylées de 18 carbones, qui 
correspond au maximum d’activité de la protéine. Ceci indiquerait donc que cette 
augmentation d’épaisseur de lipides à courtes chaînes d’acides gras grâce au cholestérol ou 
des n-alcanes conduirait à des conditions plus favorables pour l’activité. Plusieurs travaux ont 
pu mettre en évidence de façon expérimentale que le principe du mésappariement hydrophobe 
pouvait régir la fonction de protéines. Dumas et ses collaborateurs ont étudié la mélibiose 
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perméase de E. coli, protéine membranaire intégrale qui catalyse l’accumulation d’α-
galactosides comme la mélibiose dans la cellule. L’étude du transport de la mélibiose à 
travers des membranes composées de lipides ayant différentes longueurs de chaînes d’acides 
gras a clairement montré que l’activité de la mélibiose perméase était optimale pour des 
longueurs de chaînes de 16 carbones (diC16 :1 PC) correspondant à l’épaisseur hydrophobe 
de la protéine. De plus, l’activité de la mélibiose perméase est diminuée dans des conditions 
de mésappariement hydrophobe (Dumas et al. 2000).  
D’autres facteurs pourraient permettre d’expliquer des modulations d’activité de 
certaines protéines par la nature des lipides. Dans le cas de la rhodopsine, considérée comme 
le prototype des RCPG, l’état d’équilibre entre les différents intermédiaires du récepteur 
activés, nommées métarhodopsines, est sensible à la teneur en cholestérol. Ainsi, une 
augmentation de la teneur en cholestérol dans la membrane entraîne un déplacement de 
l’équilibre vers la conformation inactive de la protéine, c’est-à-dire un déplacement de la 
forme métarhodopsine II vers la forme métarhodopsine I. Cela a été démontré notamment en 
utilisant la théorie du volume libre des membranes. La présence de cholestérol inhiberait ainsi 
la formation de la métarhodopsine II puisqu’il réduirait le volume libre partiel de la 
membrane, en augmentant l’ordre des chaînes d’acides gras des phospholipides (Mitchell et 
al. 1990; Litman and Mitchell 1996 ; Niu et al. 2002). La distribution des pressions latérales 
présentes dans une bicouche lipidique peuvent également affecter la conformation des 
protéines et donc altérer leur activité. Des études ont suggéré que le profil des pressions 
latérales serait sensible à des changements structurels des chaînes d’acides gras des lipides 
dus notamment à la présence d’insaturation en cis (Cantor 1999). La Ca++ ATPase, 
reconstituée dans des liposomes de longueur de chaîne d’acides gras fixe mais ayant 
différentes insaturations en cis a vu son activité inchangée, montrant une indépendance 
fonctionnelle de cette protéine vis-à-vis de ces pressions latérales (East et al. 1984). Par 
ailleurs, la présence de lipides adoptant préférentiellement une phase hexagonale plutôt 
qu’une phase lamellaire pourrait jouer un rôle dans la modulation de la fonction de protéines 
transmembranaires. Starling et ses collaborateurs ont étudié l’influence de la 
phosphatidyléthanolamine sur l’activité de la Ca++ ATPase du réticulum sarcoplasmique de 
muscle squelettique. Ce phospholipide est connu pour favoriser la formation d’une phase 
hexagonale HII. Ces auteurs ont montré que l’activité de la Ca++ ATPase reconstituée dans des 
liposomes de dioleoylphosphatidyléthanolamine (di C18:1 PE) était diminuée par rapport à 
celle obtenue avec des liposomes de dioleoylphosphatidylcholine (di C18:1 PC). Ceci est 
observé à une température de 25°C, condition où les di C18:1 PE adoptent une phase 
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hexagonale HII. Les activités obtenues pour les deux types de protéoliposomes sont 
effectivement retrouvées similaires à une température inférieure à 18°C, qui est la température 
de transition de phase du di C18:1 PE entre phase lamellaire et phase hexagonale HII (Starling 
et al. 1996). D’autres études ont en revanche montré que la présence de lipides favorisant la 
formation d’une phase hexagonale HII était nécessaire pour la fonction de certaines protéines. 
Diverses approches techniques telles que la photolyse flash ou la résonance plasmonique de 
surface, ont permis d’établir une bonne corrélation entre l’activité de la rhodopsine (formation 
de la  métarhodopsine II) et la présence de phosphatidyléthanolamine (Brown 1994; Botelho 
et al. 2002 ; Alves et al. 2005b).  
Dans le cas des RCPG, une augmentation de l’épaisseur de la bicouche lipidique lors 
de l’activation par un ligand agoniste a été montrée pour plusieurs récepteurs (Salamon et al. 
1996; Salamon et al. 2000). Dans le cas du récepteur DOR, il est montré que ce changement 
conformationnel induit par la fixation d’agoniste entraîne la relocalisation du récepteur dans 
un environnement membranaire différent. Pour expliquer ce résultat, les auteurs suggèrent 
que la modification de l’épaisseur moyenne de la protéine induite par la fixation de ligand 
génère un mésappariement hydrophobe entre DOR et son voisinage lipidique immédiat. Une 
relocalisation dans un environnement dont l’épaisseur est plus grande permettrait alors une 
meilleure solvatation de la conformation active (Alves et al. 2005a). D’autres auteurs ont 
étudié la dépendance fonctionnelle de RCPG à la déplétion en cholestérol de membranes par 
des agents tels que les MβCD. Dans le cas du récepteur à la cholecystokinine (CCKR), la 
déplétion en cholestérol entraîne une diminution du nombre de récepteurs capables de fixer le 
ligand agoniste mais l’affinité de ces derniers reste inchangée. Une recomplémentation de ces 
membranes par du cholestérol ou des analogues du cholestérol tend à restaurer les fonctions 
de ce récepteur, suggérant que l’activité du CCKR serait plutôt influencée par les propriétés 
physiques de la membrane plutôt qu’une interaction spécifique avec le cholestérol (Gimpl et 
al. 1997). 
 
 
1.3.4.2 Effet d’interactions spécifiques entre cholestérol et protéines sur la 
fonction des protéines membranaires 
 
Les travaux de la littérature permettant une implication spécifique d’un lipide dans la 
fonction d’une protéine membranaire sont peu nombreux. Le cholestérol étant une molécule 
capable de modifier profondément les propriétés physiques des membranes, les données 
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actuelles concernent donc majoritairement les interactions entre les protéines et le cholestérol. 
Les exemples qui vont être développés visent à déterminer le rôle que joue le cholestérol dans 
la modulation de certaines fonctions protéiques.       
 Des interactions spécifiques entre le cholestérol et les protéines membranaires ont été 
démontrées dans le cas de la protéine SCAP (protéine de régulation de la SREBP). Les 
facteurs de transcription SREBP (« sterol regulatory element binding protein ») sont des 
acteurs majeurs de la régulation du métabolisme lipidique puisqu’ils contrôlent l’expression 
des gènes du métabolisme des acides gras, des triglycérides et du cholestérol (Eberle et al. 
2004). La protéine SCAP est un bio senseur du cholestérol, puisqu’elle possède un domaine 
de liaison du cholestérol. A l’état basal, cette protéine forme un complexe stable avec SREBP 
dans les membranes du réticulum endoplasmique. La diminution de la concentration du 
cholestérol entraîne un changement conformationnel de la protéine SCAP, qui résulte d’une 
interaction spécifique entre le cholestérol et le site de liaison au cholestérol de SCAP (Brown 
et al. 2002). Cette protéine mise à part, peu de données de la littérature rapportent la 
description de domaines de liaison du cholestérol sur des protéines membranaires. Un site 
putatif de liaison du cholestérol a été mis en évidence sur le récepteur à l’ocytocine. 
Cependant ces résultats, obtenus par modélisation moléculaire, n’ont pas été confirmés de 
manière expérimentale (Gimpl et al. 2000). Le rôle du cholestérol semblerait pourtant 
important puisqu’il s’est avéré essentiel pour permettre la cristallisation du récepteur β2 
adrénergique. La résolution de sa structure met en effet en évidence ce récepteur sous la 
forme d’un dimère au milieu duquel se trouve du cholestérol (Cherezov et al. 2007).  
Pang et ses collaborateurs ont étudié le récepteur à la galanine (Gal2R) surexprimé 
dans des cellules d’ovaires de hamster chinois (CHO). La déplétion en cholestérol de 
préparations membranaires issues de ces cellules par les MβCD entraîne une diminution de la 
liaison du ligand agoniste (la galanine). De plus cette dernière est restaurée après 
recomplémentation de ces membranes par des MβCD préchargées en cholestérol, suggérant 
une réversibilité du phénomène. L’incorporation d’analogues du cholestérol sur des 
membranes préalablement déplétées a été testée. Ces molécules, qui gardent la capacité du 
cholestérol à « rigidifier » les membranes, s’avèrent incapables de restaurer la liaison de la 
galanine par rapport aux membranes natives, ce qui semblerait indiquer l’existence d’une 
interaction spécifique du cholestérol avec le récepteur (Pang et al. 1999). Par ailleurs, il a été 
montré que le cholestérol restaurait l’état de haute affinité du récepteur µ aux opioïdes 
surexprimé dans la levure, et ceci en l’absence de protéines G. En effet, la levure contient 
naturellement de l’ergostérol, et cette molécule, contrairement au cholestérol, contraindrait le 
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récepteur dans un état inactif (Lagane et al. 2000). D’autres récepteurs ont été étudiés, tels que 
les récepteurs à l’ocytocine. Pour ce dernier, une interaction spécifique avec le cholestérol 
semblerait être nécessaire pour avoir un état de haute affinité de liaison du ligand. La 
déplétion en cholestérol augmente l’affinité de l’ocytocine (agoniste) de 1.5 nM à 131 nM 
sans affecter le nombre total de récepteurs et l’ajout de MβCD préchargées en cholestérol sur 
une suspension de récepteurs à l’ocytocine solubilisés en détergent restaure la liaison (Klein 
et al. 1995; Gimpl et al. 1997 ; Gimpl and Fahrenholz 2002). Récemment, Haviv et son 
équipe a purifié la Na+/K+ ATPase, produite dans la levure Pischia Pastoris, en présence de 
phosphatidylsérine ayant des chaînes acylées de 18 carbones insaturées ou non (Haviv et al. 
2007). En effet, des travaux antérieurs ont montré que la présence de phosphatidylsérine ou 
d’autres phospholipides acides étaient essentiels pour maintenir l’activité de cette protéine 
(Hayashi et al. 1989; Mimura et al. 1993). Les auteurs ont solubilisé cette protéine purifiée 
par deux détergents, le dodécylmaltoside et le C12E8. L’addition de cholestérol à la suspension 
contenant de la phosphatidylsérine et la Na+/K+ ATPase solubilisée permet une stabilisation 
plus efficace de l’activité de cette dernière après traitement thermique de la protéine. Les 
auteurs ont interprété ces résultats par une interaction spécifique entre les deux lipides à 
l’interface de la sous-unité α1/β1 de la protéine. L’ajout d’ergostérol en revanche n’aurait pas 
la capacité de stabiliser efficacement la Na+/K+ ATPase comme le cholestérol. Cependant, si 
ces données montrent la présence d’une interaction spécifique entre la phosphatidylsérine et le 
cholestérol qui pourrait dépendre de la structure de ce dernier, la présence d’un site de liaison 
spécifique du cholestérol sur la protéine n’est pas formellement démontré (Haviv et al. 2007).  
 
Dans le cadre des récepteurs étudiés dans ce travail, il a été montré que le cholestérol a 
une influence sur la fonctionnalité des récepteurs δ et µ aux opioïdes. Or il a été proposé deux 
modes d’action du cholestérol sur l’activité des RCPG. Ces effets seraient dus soit à une 
modification des propriétés physiques des membranes, soit à une interaction spécifique entre 
le cholestérol et le récepteur (Chini and Parenti 2004).  
Il a été montré d’autre part que des conformations distinctes des récepteurs T7-hMOR 
se localisent dans des fractions membranaires de compositions lipidiques différentes (DRM et 
non-DRM) et d’épaisseurs différentes. La conformation la plus épaisse du récepteur T7-
hMOR correspondrait dans cette étude à une conformation active du récepteur dont le 
couplage aux protéines G requiert la présence de cholestérol.  
Sur la base de ces résultats, et en corrélation avec les études de résonance plasmonique 
de surface menées sur le récepteur δ aux opioïdes (Salamon et al. 2000 ; Alves et al. 2005a), 
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nous avons donc voulu vérifier si les modulations de la pharmacologie de ce récepteur étaient 
dues à une interaction spécifique du récepteur avec le cholestérol ou bien si sa pleine 
fonctionnalité requiert une épaisseur membranaire particulière. Dans ce but, nous avons 
reconstitué le récepteur δ aux opioïdes dans des liposomes de longueur de chaînes d’acides 
gras déterminée et avons étudié l’effet de l’ajout d’un autre stérol, l’ergostérol, sur sa 
pharmacologie. Les résultats obtenus sont présentés dans le chapitre qui va suivre. 
 
 
2. Modulation de l’activité du récepteur δ aux opioïdes reconstitué dans des 
protéoliposomes : Effet de l’épaisseur de la bicouche lipidique 
 
L’étude des protéines membranaires représente l’un des enjeux majeurs de la 
biochimie des protéines. Les plus grandes difficultés rencontrées sont de pouvoir travailler sur 
ces protéines en dehors de leur environnement lipidique naturel. Les membranes naturelles 
étant des organisations complexes, multicomposites, de trop nombreux paramètres sont à 
prendre en compte dans un tel système pour rendre compte d’un phénomène particulier. Dans 
cette problématique, l’incorporation de protéines membranaires purifiées dans des vésicules 
lipidiques, permettant ainsi la formation de protéoliposomes, est un outil de choix dans la 
résolution à la fois des aspects structuraux et fonctionnels des protéines membranaires.  
L’un des premiers obstacles réside dans l’obtention de la protéine d’intérêt. Les 
protéines membranaires sont généralement exprimées à un faible niveau dans les membranes 
naturelles. Il est en effet rare d’observer dans une membrane une protéine qui soit trouvée de 
façon prépondérante. C’est cependant le cas de la bactériorhodopsine, qui est l’unique 
protéine exprimée dans la membrane pourpre de Halobacterium halobium, qui peut être 
facilement purifiée en grandes quantités et reconstituée dans des membranes modèles sans 
être dénaturée (Piknova et al. 1993; Rigaud et al. 1995). Puisque de nombreuses protéines 
sont généralement faiblement exprimées de façon native, le recours à l’utilisation de moyens 
de surexpression s’avère nécessaire pour obtenir des quantités suffisantes en protéines. Des 
systèmes d’expression hétérologue sont alors employés, en surexprimant la protéine clonée 
dans des bactéries comme E. coli ou dans des levures. Ces systèmes peuvent conduire à 
l’agrégation de la protéine d’intérêt dans le cytoplasme, ne permettant pas d’obtenir de hauts 
rendements de protéine stable et fonctionnelle (Drew et al. 2003). Ce type d’étude est donc 
difficile à mettre en oeuvre comme en témoignent les deux seules structures 
tridimensionnelles de RCPG résolues à ce jour, celle de la rhodopsine bovine et celle du 
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récepteur β2 adrénergique (Palczewski et al. 2000; Cherezov et al. 2007). Quelques RCPG 
cependant ont pu être produits en assez grandes quantités et ceci de façon fonctionnelle, tels 
que le récepteur BLT1 humain produit dans des corps d’inclusion chez Escherichia coli et le 
récepteur métabotropique au glutamate produit dans des cellules photoréceptrices (Eroglu et 
al. 2002; Baneres and Parello 2003). Les récepteurs aux opioïdes quant à eux ont également 
été exprimés dans un système hétérologue, les cellules sf9, permettant l’expression d’environ 
12000 récepteurs µ aux opioïdes par cellule (Massotte et al. 1997; Kempf et al. 2002).  
Les études fonctionnelles de protéines membranaires ne nécessitent pas l’obtention de 
protéine purifiée en aussi grande quantité que pour des études structurales (quantité de 
protéine de l’ordre du µg au lieu du mg). Dans ce cas l’expression de la protéine peut être 
réalisée dans des cellules de mammifères. Les membranes contenant le récepteur sont ensuite 
récupérées et solubilisées en détergent puis s’ensuivent des étapes de purification par 
chromatographie. De ces étapes la protéine membranaire peut être fonctionnelle ou bien 
dénaturée. Un tel protocole a effectivement permis d’obtenir le récepteur δ aux opioïdes 
fonctionnel. Alves et ses collaborateurs ont étudié ce récepteur en utilisant la technique de 
résonance plasmonique de surface. Cette dernière consiste à mesurer la liaison d'un ligand sur 
des molécules de récepteurs incorporés dans une membrane lipidique synthétique déposé sur 
une surface hydrophile d’un film de silice. Le système de détection est basé sur une variation 
de l'indice de l'interface quand le ligand se fixe aux récepteurs. Le récepteur purifié sous sa 
forme fonctionnelle et solubilisé en détergent s’adsorbe directement dans la bicouche 
lipidique (Alves et al. 2004). Cependant, cette technique nécessite très peu de matériel (de 
l’ordre de la femtomole de récepteur).  
De nombreux travaux ont visé à reconstituer des protéines membranaires dans des 
liposomes. De la littérature ressortent principalement quatre stratégies : la congélation-
décongélation, les solvants organiques, les détergents et des moyens mécaniques. Ces 
derniers, ainsi que les solvants organiques, entraînent dans la majorité des cas la dénaturation 
des protéines. La méthode la plus employée pour réaliser des reconstitutions de protéines 
membranaires est donc par voie détergent. En effet, la plupart de ces protéines sont isolées et 
purifiées par l’intermédiaire de ces molécules (Eytan 1982; Rigaud et al. 1995).  
Ainsi, la reconstitution de protéines d’intérêt dans des membranes modèles de 
composition définie a permis l’étude de leur dépendance fonctionnelle associée à la nature de 
l’environnement lipidique dans lequel elles sont insérées. La modulation de cet 
environnement membranaire a effectivement conduit à l’observation de variations de 
l’activité de nombreuses protéines, que ce soit des transporteurs tels la Ca++ ATPase (Cornea 
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and Thomas 1994) et la Na+/K+ ATPase (Johannsson et al. 1981b) ou des récepteurs (Gimpl 
et al. 1997 ; Emmerson et al. 1999 ; Kirilovsky and Schramm 1983), comme nous l’avons 
décrit dans l’introduction.  
 
 
2.1 Mise au point des conditions de reconstitution 
 
Dans ce travail, la méthode de reconstitution du récepteur δ aux opioïdes est inspirée 
des travaux réalisés par Rigaud et son équipe, notamment de la procédure « pas-à-pas » (pour 
revue, (Rigaud and Levy 2003)). Cette méthode est divisée en 4 principales étapes : 
préparation de liposomes unilamellaires, suivie de leur solubilisation partielle ou complète, 
ajout de la protéine d’intérêt solubilisée, et enfin retrait du détergent et caractérisation des 
produits de la reconstitution. De nombreux paramètres sont à prendre en compte pour réaliser 
une reconstitution efficace de protéines membranaires, tels que le choix du détergent, des 
lipides, du mode et de la cinétique de retrait du détergent et les ratios protéine/détergent.  
Divers détergents ont été testés dans leur capacité à solubiliser efficacement les 
protéines et les liposomes. Dans un premier temps, un seul type de lipide a été utilisé pour la 
formation des liposomes : le POPC (1-Palmitoyl-2-Oleoyl-sn-Glycero-3-Phosphocholine). En 
effet, les lipides les plus largement utilisés lors des formations de vésicules lipidiques sont des 
phosphatidylcholines (PC), du fait notamment de la neutralité en charge de la tête polaire PC 
(Seddon et al. 2004). La figure II-6 montre la solubilisation de suspensions de liposomes 
POPC à 2,5 mg/ml par le n-dodécyl-β-D-maltoside (DM) à température ambiante. La 
solubilisation est réalisée en ajoutant progressivement des quantités croissantes de détergent, 
et ce phénomène est observé par le suivi de la décroissance de la turbidité de la suspension de 
vésicules lipidiques par spectrophotométrie.  
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Figure II-6: Courbe de solubilisation de suspensions de liposomes POPC par le DM. La solubilisation des 
vésicules lipidiques (2,5 mg/ml) est réalisée par le suivi de la diminution de l’absorbance à 500 nm observé 
après l’incrémentation de quantités croissantes de DM 20 mM toutes les 5 minutes. La courbe est 
représentative de deux expériences indépendantes. 
 
 
Ces mesures ont été effectuées à une longueur d’onde de 500 nm car celles-ci se font 
classiquement dans une gamme de longueurs d’onde comprises entre 400 et 700 nm (Rigaud 
and Levy 2003). De cette courbe peuvent être déduits les paramètres de l’état de solubilisation 
des liposomes. Les liposomes sont saturés en détergent grâce à environ 2,5 mM de DM et sont 
totalement solubilisés à une concentration en DM d’environ 6,5 mM. De l’état de 
solubilisation des liposomes va dépendre l’efficacité de reconstitution des protéines 
membranaires (Rigaud et al. 1995).  
 
Le même type d’expérience, présenté sur la figure II-7, a été réalisé sur des 
suspensions membranaires issues de cellules HEK-293T surexprimant le récepteur T7-hDOR-
eGFP. Les membranes (0,5 mg/ml) sont mises en présence de quantités croissantes de DM. 
De la même manière, la solubilisation progressive est observée par la diminution de 
l’absorbance de l’échantillon à 500 nm, ce qui est le cas jusqu’à l’addition d’environ 1 mM de 
DM. Au-delà de cette concentration, aucune baisse de l’absorbance à 500 nm n’est détectée, 
suggérant que les membranes sont totalement solubilisées. Cependant, contrairement aux 
liposomes, l’absorbance finale déterminée sur la suspension membranaire n’est pas nulle. 
Après centrifugation de cette suspension solubilisée en détergent, un culot est effectivement 
observé, suggérant qu’une partie des membranes est résistante à la solubilisation en détergent 
puisque l’addition de DM jusqu’à 6 mM n’affecte pas l’absorbance à 500 nm, montrant ainsi 
que l’on a atteint un état d’équilibre.  
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Figure II-7 : Courbe de solubilisation de préparations membranaires contenant le récepteur T7-hDOR-
eGFP issu de cellules HEK-293T par le DM. Les suspensions de membranes  (0,5 mg/ml) sont incubées 5 
minutes en présence de quantités croissantes de DM 50 mM. Le processus de solubilisation est observé par 
la diminution de la turbidité de la suspension par spectrophotométrie, à une longueur d’onde fixée à 500 nm. 
La courbe est représentative de deux expériences réalisées indépendamment. 
 
 
Le traitement des protéines membranaires par les détergents peut engendrer leur 
dénaturation. Nous avons donc voulu vérifier l’effet de l’addition de détergent sur la 
dénaturation de la eGFP, fusionnée au récepteur δ aux opioïdes, par fluorescence. L’intensité 
de fluorescence de suspensions membranaires (0,5 mg/ml) a été mesurée en absence ou en 
présence de différentes concentrations de DM, comme le montre la figure II-8. L’intensité de 
fluorescence de la eGFP est peu ou pas modifiée en présence d’une concentration de DM 
allant jusqu’à 1 mM par rapport à des membranes natives, tandis que l’on observe son 
effondrement en présence de 5 mM de DM. Puisque la solubilisation complète des 
membranes est atteinte avec 1 mM de DM, et que l’intensité de fluorescence de la eGFP n’est 
pas modifiée à cette concentration, on espère que la conformation active du récepteur δ aux 
opioïdes soit également préservée.  
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Figure II-8 : Evolution de la fluorescence de la eGFP en fonction de l’état de solubilisation de préparations 
membranaires contenant le récepteur chimérique δ aux opioïdes. Les mesures sont effectuées sur des 
suspensions de membranes (0,5 mg/ml) après 5 minutes d’incubation en présence de concentrations 
croissantes de DM (de 0 à 5 mM). La longueur d’onde d’excitation est fixée à 475 nm et la fluorescence 
émise est enregistrée entre 490 et 550 nm. Les paramètres utilisés sont ceux décrits dans le matériel et 
méthodes. La courbe est représentative de deux expériences indépendantes. 
 
 
Les détergents non-ioniques tels que le DM ou l’octylglucoside (OG) sont 
généralement décrits comme ayant la propriété d’être des détergents doux et peu dénaturants. 
Ils sont donc assez largement utilisés dans la solubilisation et la reconstitution de protéines 
membranaires (VanAken et al. 1986; Lund et al. 1989 ; Alves et al. 2004). Le récepteur δ aux 
opioïdes a été purifié et reconstitué de façon fonctionnelle dans des bicouches supportées par 
l’emploi des détergents DM et OG (Alves et al. 2004), c’est pourquoi nous nous sommes plus 
particulièrement focalisé sur la solubilisation de nos membranes par ces détergents. Des tests 
préalables réalisés au laboratoire sur d’autres membranes contenant le récepteur µ aux 
opioïdes fusionné à la eGFP ayant montré que le DM était plus doux que l’OG, nous avons 
retenu l’utilisation du DM dans notre étude sur le récepteur hDOR. La solubilisation de 
suspensions membranaires à l’aide de 1 mM de DM contenant ce même récepteur montre, 
dans nos travaux, que l’intensité de fluorescence de la eGFP n’est pas affectée, suggérant que 
ce détergent est un outil de choix dans la reconstitution du  récepteur δ aux opioïdes dans des 
liposomes.  
  
Dans nos travaux, nous avons recherché les conditions permettant d’avoir une 
reconstitution totale et homogène. La qualité de la reconstitution peut être visualisée après 
dépôt de l’échantillon reconstitué sur un gradient de saccharose. Les protéines membranaires 
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étant connues pour leur plus grande fragilité par rapport aux protéines solubles, il était 
nécessaire pour réaliser ou mener à bien cette étude de rechercher les conditions 
précédemment citées afin de s’affranchir de l’étape supplémentaire du gradient de saccharose, 
qui pourrait dénaturer tout ou une partie des récepteurs reconstitués.  
Les premières expériences de reconstitution ont été réalisées en mettant en présence 
des liposomes de POPC saturés ou non en détergent avec des suspensions membranaires 
solubilisées. A ce mélange est également ajouté du ligand froid en excès, afin de préserver la 
conformation active du récepteur. Après avoir ôté le détergent par addition de SM2-Biobeads, 
le mélange est déposé sur un gradient de saccharose afin de vérifier la qualité de la 
reconstitution. Différents paramètres ont été modifiés afin d’obtenir une reconstitution 
homogène et totale du récepteur δ aux opioïdes dans les membranes modèles :  
- Liposomes de POPC saturés ou totalement solubilisés par le DM 
- Temps d’incubation des liposomes avec les suspensions membranaires solubilisées 
(de 10 minutes  à 1 heure) 
- Ratio lipides/protéines (mg/mg) : 5/1, 3/1, 2/1 
- Quantité de SM2-Biobeads et temps d’incubation de celles-ci en présence du 
mélange  
 
Dans tous les cas, la reconstitution n’a pas été trouvée homogène puisque plusieurs 
bandes ont été visualisées le long du gradient. D’autre part, la présence de protéines non 
reconstituées est toujours observée par visualisation de matériel au niveau du culot du tube.  
La solubilisation des préparations membranaires contenant le récepteur δ aux opioïdes par le 
DM n’apparaissant pas totale au vu des courbes de solubilisation (Figure II-7), la présence 
persistante d’un culot dans le gradient de saccharose pourrait être due au matériel restant 
insoluble. Le même type d’expérience a donc été réalisé en rajoutant, après solubilisation des 
membranes en détergent, une étape de centrifugation (100000 g). Cette étape permet ainsi 
d’obtenir un culot correspondant à du matériel non solubilisé et un surnageant qui contient le 
matériel solubilisé, comme nous l’avons décrit dans la première partie de ce manuscrit.  
Plusieurs tests ont été réalisés en faisant varier différents paramètres : 
- Le type de détergent, le DM et le TX-100  
- Le ratio lipides/protéines membranaires (mg/mg), 3/1 et 2/1 
- L’état physique du POPC, résidus secs ou liposomes  
 
Après solubilisation par 0,5 % de TX-100 (v/v) ou 30 mM de DM, les mélanges sont 
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centrifugés à 100000 g. Le surnageant est alors mis en contact quelques minutes avec soit 
directement des résidus secs de POPC soit des liposomes POPC saturés en détergent avant 
l’addition progressive de SM2-Biobeads, qui permettent le retrait du détergent et la formation 
de protéoliposomes. L’obtention d’un culot démontre soit la présence de protéoliposomes soit 
celle d’agrégats de protéines. Le surnageant peut contenir du matériel encore sous forme de 
micelles. Afin de vérifier la présence du récepteur dans le culot, des mesures de fluorescence 
ont été effectuées. La figure II-9 montre 6 conditions testées. Les spectres de la colonne de 
gauche (A, C et E) sont des reconstitutions réalisées en présence de liposomes, ceux de droite 
sont ceux obtenus avec des résidus lipidiques secs (B, D, F). Les spectres A à D résultent de 
la solubilisation par le DM, tandis que E et F sont le résultat de la solubilisation en TX-100. 
Ce dernier a été testé car même s’il n’est pas considéré comme un détergent « doux » tel que 
le DM, les expériences de solubilisations réalisées dans la première partie de ce document 
montraient que 0.5 % de TX-100 n’altérait pas l’intensité de fluorescence de la eGFP 
contenue dans les membranes. Les résultats (Figure II-9) montrent que dans les 6 conditions 
testées, la fluorescence de la eGFP est détectée dans le culot, cependant elle est également 
présente dans les surnageants sur les figures II-9 F, E, B et très faiblement dans A. En 
revanche, aucune fluorescence n’est détectée sur les spectres SN des figures II-9 C et D.  
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Figure II-9 : Intensité de fluorescence des fractions culot (C) en noir et surnageant (SN) en vert séparées 
par centrifugation. La longueur d’onde d’excitation est fixée à 475 nm et la fluorescence émise est 
enregistrée entre 490 et 550 nm.  
A/ 1mg membranes + DM + 3 mg liposomes POPC (incubation 10 min 4°C) 
B/ 1mg membranes + DM + 3 mg résidus secs POPC (incubation 10 min 4°C) 
C/ 1mg membranes + DM + 2 mg liposomes POPC (incubation 10 min 4°C) 
D/ 1mg membranes + DM + 2 mg résidus secs POPC (incubation 10 min 4°C) 
E/ 1mg membranes + TX-100 + 2 mg liposomes POPC (incubation 30 min 4°C) 
F/ 1mg membranes + TX-100 + 2 mg résidus secs POPC (incubation 30 min 4°C) 
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Comme nous recherchons une reconstitution efficace, c’est-à-dire visualiser la 
fluorescence uniquement dans la fraction culot, les conditions optimales seraient donc les 
conditions C et D, dans lesquelles les membranes ont été solubilisées en présence de DM, 
avec un ratio lipides/protéines membranaires (mg/mg) de 2/1 avec soit des liposomes de 
POPC (C) soit des résidus secs (D). La fluorescence de la eGFP n’est détectée que dans le 
culot dans ces conditions, ce qui reflète bien la présence du récepteur dans la fraction culot. 
Cependant la fluorescence observée pourrait également être due à des protéines T7-hDOR-
eGFP non reconstituées dans les liposomes.              
Le moyen de pouvoir discriminer entre matériel reconstitué ou agrégé est de déposer 
l’échantillon culot sur un gradient de saccharose.  
Dans les 6 échantillons analysés, une seule bande a été observée dans le cas A, C et E, 
ceci reflétant l’obtention d’une reconstitution homogène, contrairement aux cas B, D et F. En 
effet, ces derniers présentent 2 ou 3 bandes dans le gradient de saccharose. Ces 3 échantillons 
B, D et F proviennent d’une reconstitution réalisée à partir de résidus secs de POPC, tandis 
que A, C et E proviennent d’une reconstitution du récepteur dans des liposomes POPC 
préformés. Ceci montre que la reconstitution est plus homogène avec des liposomes que des 
résidus lipidiques secs. L’analyse par spectroscopie de fluorescence de la bande prélevée dans 
les gradients de saccharose de A, C et E montre un pic à 512 nm, caractéristique de la eGFP, 
révélant donc également la présence du  récepteur δ aux opioïdes dans cette fraction (Figure 
II-10). Cependant, l’intensité de fluorescence de la bande obtenue après dépôt du culot sur le 
gradient de saccharose est plus faible que celle obtenue sur le culot avant dépôt (Figures II-9 
et II-10). Ceci peut être du à une dénaturation partielle de la eGFP lors de la centrifugation du 
gradient mais aussi à une dilution de l’échantillon dans le gradient de saccharose. D’autre part, 
dans tous les gradients réalisés (Figure II-10A à F) aucun culot n’est visible, nous permettant 
de conclure que la reconstitution est totale.  
La reconstitution étant efficace et homogène uniquement dans les conditions C, les 
expériences de liaison à l’équilibre seront réalisées sur le culot issu de la centrifugation des 
protéoliposomes réalisés dans ces conditions, le reste étant ensuite déposé sur gradient de 
saccharose afin de vérifier la qualité de la reconstitution. En effet, s’affranchir de cette étape 
pour les expériences de liaison à l’équilibre permet d’avoir l’avantage de préserver au mieux 
le récepteur.  
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Figure II-10 : Spectre de fluorescence de la eGFP contenue dans chaque bande visualisée sur le gradient 
de saccharose après dépôt du culot sur ce dernier. La longueur d’onde d’excitation est fixée à 475 nm et la 
fluorescence émise est enregistrée entre 490 et 550 nm.  
A/ 1mg membranes + DM + 3 mg liposomes POPC (incubation 10 min 4°C) 
B/ 1mg membranes + DM + 3 mg résidus secs POPC (incubation 10 min 4°C) 
C/ 1mg membranes + DM + 2 mg liposomes POPC (incubation 10 min 4°C) 
D/ 1mg membranes + DM + 2 mg résidus secs POPC (incubation 10 min 4°C) 
E/ 1mg membranes + TX-100 + 2 mg liposomes POPC (incubation 30 min 4°C) 
F/ 1mg membranes + TX-100 + 2 mg résidus secs POPC (incubation 30 min 4°C) 
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Dans toutes les expériences décrites par la suite, la reconstitution du récepteur 
chimérique T7-hDOR-eGFP dans des liposomes sera effectuée avec les paramètres optimaux 
suivants :  
- des suspensions membranaires solubilisées en détergent DM 
- des suspensions de liposomes saturées en détergent DM 
- un temps d’incubation de 10 min à 4 °C 
- un ratio lipide/protéine de 2/1 (mg/mg) 
(Le protocole expérimental est détaillé dans le chapitre Matériel et méthodes). 
 
 
2.2 Résultats 
 
2.2.1 Expériences de liaison à l’équilibre sur hDOR reconstitué dans des vésicules de 
POPC 
 
Les premières expériences de liaison à l’équilibre ont été réalisées sur le récepteur 
hDOR, reconstitué dans des vésicules de POPC, avec les paramètres que l’on vient de décrire.  
Puisque la reconstitution a été réalisée en présence de 2 mg de lipides pour 1 mg de 
protéines, le taux théorique de cholestérol attendu dans ces vésicules est de 4 %, ce qui est en 
accord avec les résultats obtenus après dosage biochimique de ce matériel reconstitué, de par 
l’obtention d’un rapport molaire cholestérol/phospholipides de 5,5 ± 1 % (Tableau 10). La 
teneur en cholestérol de ces vésicules lipidiques est donc de l’ordre de celle obtenue après 
déplétion des membranes issues des cellules HEK-293T contenant la protéine de fusion T7-
hDOR-eGFP par 20 mM de MβCD.  
L’étude précédente (partie I) montre que la fixation de ligand est sensible à la présence 
de cholestérol. Les  reconstitutions ont donc également été réalisées en ajoutant du cholestérol. 
Deux approches ont été envisagées :  
(1) soit des liposomes ont été formés à partir de lipides de POPC secs auxquels 30 % de 
cholestérol a été rajouté (mol/mol) puis ces liposomes ont été fusionnés avec le 
récepteur 
(2)  soit des liposomes de POPC ont d’abord été fusionnés avec le récepteur puis les 
protéoliposomes résultants ont été complémentés en cholestérol grâce à des MβCD 
chargées en cholestérol (ratio cholestérol/ MβCD 1/9 mol/mol).  
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Rapport chol/PL 
% (mol/mol) % saccharose 
Protéoliposomes (0) 5,5 ± 1 16,6  ± 0,8 
Protéoliposomes + chol (1) 30 ± 5 
Protéoliposomes + MβCD/chol (2) 53 ± 5 
15,5  ± 4,1 
 
Tableau 10 : Caractérisation de la qualité de la reconstitution et des protéoliposomes. Le produit de la 
reconstitution est déposé sur gradient de saccharose et la bande caractéristique de ce matériel obtenue après 
ultracentrifugation est testée en terme de pourcentage de saccharose. Les différents types de 
protéoliposomes ont ensuite été dosés biochimiquement en terme de ratio cholestérol/phospholipides (% 
molaire).  
(0) protéoliposomes issus de la fusion de lipides de POPC avec le hDOR 
(1) protéoliposomes issus de la fusion de lipides de POPC + 30 % de cholestérol (mol/mol) avec le hDOR 
(2) protéoliposomes issus de la fusion de lipides de POPC avec le hDOR puis complémentés en cholestérol 
par des complexes cholestérol/MβCD 1/9 (mol/mol) 
 
 
Dans la deuxième approche, nous avons constaté que cette complémentation a permis 
d’enrichir le matériel reconstitué en cholestérol d’un facteur 10 (ligne (2) tableau 10). En effet, 
comme présenté dans le tableau 10, la teneur en cholestérol des protéoliposomes passe d’un 
ratio molaire cholestérol/phospholipides d’environ 5 % à 53 %. Le taux de cholestérol des 
membranes natives étant de 37 ± 3 %, la complémentation réalisée dans ces expériences 
permet donc d’insérer dans ces vésicules du cholestérol à hauteur de la quantité trouvée dans 
des membranes natives. D’autre part, la qualité de la reconstitution a été analysée en déposant 
les différents types de protéoliposomes sur gradient de saccharose. Dans la grande majorité 
des expériences réalisées, une seule bande correspondant aux protéoliposomes a été localisée 
au même niveau dans le gradient de saccharose. Comme cela est représenté dans le tableau 10, 
le matériel reconstitué a été retrouvé à une densité de 16,6 ± 0,8 % de saccharose. Le matériel 
reconstitué enrichi en cholestérol (lignes (1) et (2)) a été observé dans la plus grande majorité 
des cas sous la forme d’une unique bande à une densité de l’ordre de 15 % de saccharose, 
comparable à celle mesurée pour les protéoliposomes non complémentés en cholestérol (ligne 
(0)). 
 
Les premières expériences de liaison à l’équilibre ont été réalisées en présence du 
ligand antagoniste diprénorphine. La figure II-11 montre les valeurs de liaison spécifique 
obtenues pour une concentration de 3H-Diprénorphine de 7,5 nM, valeur qui a été choisie afin 
d’être dans des conditions saturantes en ligand pour des membranes natives. Les résultats 
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représentent 4 expériences indépendantes pour chaque échantillon (témoin, fusion POPC et 
fusion POPC + chol). 
 
               
Figure II-11 : Liaison spécifique de la 3H-Diprénorphine à une concentration de 7,5 nM sur les membranes 
témoins, des fusions du hDOR avec des liposomes de POPC en présence ou non de cholestérol. Pour les 
expériences POPC + chol, les barres noire et rouge correspondent à la liaison spécifique 3H-Diprénorphine 
mesurée sur des protéoliposomes obtenus par fusion du récepteur avec des liposomes de POPC contenant 
30 % (mol/mol) de cholestérol, et les barres jaune et bleue correspondent à des protéoliposomes 
complémentés en cholestérol par des MβCD chargées. Les valeurs obtenues sont issues de 4 expériences 
indépendantes. 
 
Les valeurs de liaison spécifique obtenues pour le témoin (ou membranes natives), mis à part 
la première expérience (barre noire) dans laquelle elle est plus faible, correspondent au Bmax 
attendu (de l’ordre de 6 pmol/mg de protéines). Pour le récepteur reconstitué dans des 
vésicules de POPC, une liaison spécifique est observée, de l’ordre de la moitié de la réponse 
obtenue pour le témoin. Les mêmes valeurs ont été trouvées pour les expériences POPC + 
chol, quelle que soit la méthode d’insertion du cholestérol dans les vésicules lipidiques. La 
réponse est donc la même que l’on ait des protéoliposomes comportant 30 % (mol/mol) de 
cholestérol par ajout avec le POPC pour former les liposomes (barres noire et rouge), ou 53% 
par chargement des protéoliposomes par des cyclodextrines préalablement chargées en 
cholestérol (barres jaune et bleue). Cependant, les valeurs observées en présence ou en 
l’absence de cholestérol sont identiques, ce qui suggérerait que l’ajout de cholestérol n’a pas 
d’influence sur la liaison de la diprénorphine. Une hypothèse pouvant être avancée concernant 
la plus faible liaison observée dans les fusions par rapport au témoin est qu’une partie des 
récepteurs est partiellement ou totalement dénaturée du fait des différents traitements réalisés.  
Les valeurs de liaison spécifiques obtenues avec 7,5 nM de 3H-Diprénorphine sont bien 
entendu des mesures que l’on peut qualifier de qualitatives, qui permettent d’apprécier 
l’existence ou non d’une liaison spécifique mais qui ne rendent pas compte des paramètres de 
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liaison tels que le Bmax et le Kd. Pour tenter d’y répondre, des courbes de binding ont été 
réalisées sur une gamme de 3H-Diprénorphine allant de 0 à 7,5 nM. Les résultats de 2 
expériences indépendantes sont représentés dans la figure II-12. Dans les deux cas, une 
courbe de saturation est obtenue pour les membranes natives (témoin). Par contre, cela n’est 
pas le cas pour les fusions hDOR/ POPC enrichies en cholestérol ou non. Nous observons 
d’une part une variabilité des résultats (liaison de la 3H-Diprénorphine sur les fusions 
hDOR/POPC sur la figure II-12 A et B) et d’autre part des courbes ne présentant pas de 
plateau. Ainsi, il est également difficile de pouvoir discerner un effet éventuel de l’ajout ou 
non de cholestérol dans ces vésicules en se basant sur les résultats qu’une analyse par le 
logiciel Prism pourrait donner, dans la gamme de concentration de 3H-Diprénorphine utilisée. 
Ce logiciel en effet effectue un ajustement entre les points expérimentaux et l’équation des 
courbes théoriques. Les paramètres de liaison (Bmax et Kd) obtenus par une telle analyse sont 
donc ici mal estimés. C’est pourquoi, comme nous allons le voir par la suite, les expériences 
de liaison à l’équilibre menées sur le récepteur hDOR fusionné avec des lipides de longueur 
de chaîne grasse variable seront réalisées sur une gamme de 3H-Diprénorphine plus étendue. 
 
       
   
Figure II-12 : Liaison spécifique de la 3H-Diprénorphine dans une gamme de concentration de 0 à 7,5 nM 
sur les membranes témoins, des fusions du hDOR avec des liposomes de POPC en présence ou non de 
cholestérol. Les graphes A et B sont tous deux représentatifs d’une expérience indépendante. 
A/ Témoin : Bmax = 2165 cpm Kd = 2,0 nM ; POPC : Bmax = ind. ; POPC + chol : Bmax = 1477 cpm  
Kd = 7,7 nM 
B/ Témoin : Bmax = 2215 cpm Kd = 1,6 nM ; POPC : Bmax = 1931 cpm Kd = 6,3 nM ; POPC + chol : 
Bmax = 1972 cpm Kd = 5,8 nM 
ind. : indéterminé 
 
 
 
Le même type d’expériences a été réalisé en présence de la 3H-deltorphine II, agoniste 
du hDOR à la place de l’antagoniste diprénorphine. Cependant, dans ces expériences, aucune 
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liaison spécifique n’a pu être observée pour ce ligand agoniste dans la gamme de 
concentration employée (jusqu’à 13 nM), quels que soient les protéoliposomes considérés. 
Une des hypothèses permettant d’expliquer ces résultats serait que les protéines G soient 
absentes. En effet, lors du processus de reconstitution, il n’est pas assuré que les protéines G 
restent associées à la membrane. Lors de l’addition du détergent DM, le récepteur, mais 
également les autres protéines, dont les protéines G, sont solubilisées. Il est donc possible que 
tout ou une partie des protéines G ne se ré-ancre pas dans les vésicules lipidiques synthétiques. 
En effet, lors des expériences de déplétion en cholestérol, le nombre de sites reconnus par la 
Deltorphine II en présence de GppNHp était seulement de 0,3 pmol/mg avec un rapport 
molaire cholestérol/phospholipides d’environ 8%. Le matériel reconstitué contient ici moins 
de 8% de cholestérol donc si effectivement ce dernier ne renferme pas de protéine G, il serait 
possible d’obtenir un Bmax inférieur à 0,3 pmol/mg de protéines. Du fait que seulement 
quelques microgrammes sont utilisés pour réaliser les essais de liaison à l’équilibre, puisque 
la quantité de matériel reconstitué est relativement faible, il est possible que l’on atteigne la 
limite de détection d’activité pour des valeurs de Bmax telles que celles-ci. Des protéines G 
ont donc été rajoutées de façon exogène après la reconstitution. Dans ce but, la quantité de 
protéine G à additionner a été inspirée des travaux de Gaibelet et son équipe (Gaibelet et al. 
1999). Un mélange de différentes protéines G (Gi/o) a donc été ajouté aux suspensions de 
protéoliposomes, afin d’obtenir une concentration finale dans le mélange de 200 nM en 
protéine G. Les résultats obtenus n’ont cependant pas permis de retrouver une liaison 
spécifique de la Deltorphine II sur le récepteur. Des expériences de déplacement à l’équilibre 
ont alors été réalisées afin de voir si hDOR était capable de reconnaître des ligands agonistes. 
Les expériences ont été réalisées sur des protéoliposomes complémentés ou non en 
cholestérol. Dans les deux cas, un déplacement de 100 % de la 3H-Diprénorphine par le 
DPDPE a été observé. La figure II-13 montre le déplacement de la 3H-Diprénorphine par des 
concentrations croissantes de DPDPE froid sur des protéoliposomes complémentés en 
cholestérol. Ces résultats montrent donc que les récepteurs reconstitués sont toujours capables 
de reconnaître le DPDPE, mais que les sites seraient tous en état de basse affinité pour 
l’agoniste (Kiapp de l’ordre de 550 nM), ce qui explique pourquoi aucune liaison spécifique 
n’est observée par liaison directe d’un ligand agoniste sur les protéoliposomes.  
Ces résultats mettent en évidence la difficulté d’analyse de la liaison des ligands sur le 
récepteur hDOR, néanmoins, une analyse qualitative montre que les conditions de fusion 
employées dans cette étude permettent l’obtention d’un récepteur reconstitué dans des 
vésicules fortement enrichies en lipides, comme en témoigne le % de saccharose de la bande 
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du gradient renfermant les protéoliposomes et de façon fonctionnelle puisqu’il est capable de 
reconnaître ses ligands agoniste et antagoniste.  
 
                                   
-11 -10 -9 -8 -7 -6 -5 -4
-10
15
40
65
90
115
log [DPDPE] (M)
lia
is
o
n
 
de
 
la
 
[3
H
] D
ip
ré
n
o
rp
hi
n
e
 
(%
)
 
     
Figure II-13 : Courbe de déplacement à l’équilibre de la [3H]-Diprénorphine par le DPDPE dans des 
protéoliposomes complémentés en cholestérol contenant le récepteur T7-hDOR-eGFP. 
Les valeurs sont exprimées en pourcentage de la liaison spécifique de la [3H]-Diprénorphine (2 nM) 
obtenue en présence de concentrations variables de DPDPE froid. 
 
 
 
2.2.2 Expériences de liaison à l’équilibre sur hDOR reconstitué dans des vésicules de 
longueur de chaîne d’acide gras variable 
 
Afin de pouvoir appréhender plus précisément la présence ou non d’un effet longueur 
de chaîne sur la fonctionnalité du hDOR, ce dernier a été reconstitué dans des liposomes avec 
des lipides présentant une tête polaire phosphatidylcholine et ayant des longueurs de chaîne 
d’acides gras variables. Six différentes longueurs de chaînes d’acides gras ont été testées en 
utilisant comme lipides la dilauroylphosphatidylcholine (diC12 :0 PC), la 
dimyristoleoylphosphatidylcholine (diC14 :1 PC), la dipalmitoleoylphosphatidylcholine 
(diC16 :1 PC), la dioleoylphosphatidylcholine (diC18 :1 PC), la 
dieicosenoylphosphatidylcholine (diC20 :1 PC) et la dierucoylphosphatidylcholine (diC22 :1 
PC).  
Dans un premier temps, l’état de fluidité membranaire des vésicules lipidiques 
construites a été évalué. Pour cela, une sonde, le Laurdan, a été incorporée aux différents 
types de membranes. Ce marqueur, qui est un analogue lipidique fluorescent, a la particularité 
de se répartir de façon homogène entre les phases ordonnée et non-ordonnée et son spectre 
d’émission de fluorescence est modifié selon le niveau d’ordre des chaînes acylées 
environnantes. 
  
 
144 
Le maximum d’émission de ces sondes dans des bicouches phospholipidiques dépend de la 
polarité locale et la phase dans laquelle se trouve la membrane. Cette sonde présente 2 bandes 
d’émission d’absorption maximale à 2 longueurs d’ondes, 440 nm et 490 nm, correspondant 
respectivement à la présence d’une phase gel ou d’une phase liquide cristalline. Contrairement 
à la phase gel, un déplacement du spectre est observé en faisant varier la température si les 
membranes sont en phase fluide.  
Par analogie avec la polarisation de fluorescence, Parasassi et son équipe ont développé une 
fonction dite de “polarisation généralisée” (GP), d’équation :  
       
dans laquelle Ig et Il  représentent les pics d’émission caractéristiques de la sonde à 440 et 490 
nm, qui correspondent respectivement aux phases gel et cristal liquide (Parasassi et al. 1990). 
 
    
 
Figure II-14 : Valeurs de polarisation généralisée (GP) obtenues par insertion de la sonde Laurdan dans 
différentes membranes. Les valeurs de GP ont été mesurées à 2 températures, 25 et 50 °C. Dans les trois 
graphes, la courbe rouge correspond aux valeurs de GP déterminées sur des membranes de cellules HEK-
293T exprimant le récepteur T7-hDOR-eGFP (témoin). Les courbes noires les valeurs de GP obtenues pour 
des liposomes de lipides de différentes longueurs de chaînes d’acide gras (courbe noire). Les courbes grises 
et bleues représentent les valeurs de GP des protéoliposomes en l’absence ou en présence de cholestérol 
respectivement. 
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Dans notre étude, les valeurs de GP ont donc été analysées sur différentes bicouches 
lipidiques. Dans un premier temps, une solution de Laurdan à 1 mM a été préparée dans du 
chloroforme. La sonde a été ajoutée dans les différentes suspensions membranaires de 
manière à obtenir un ratio sonde/lipide de 1/100 (mol/mol) final. Les mesures ont été 
effectuées sur un spectrofluorimètre en se plaçant à la longueur d’onde d’excitation de 340 
nm et les spectres d’émission ont été enregistrés entre 360 et 550 nm, en relevant les 
maximums d’absorption à 440 et à 490 nm pour chaque suspension membranaire.  
 
La figure II-14 montre, dans tous les cas, une diminution des valeurs de GP lorsque la 
température passe de 25 à 50°C, indiquant une fluidité plus importante. Ceci est compatible 
avec le fait que la température augmente la fluidité membranaire, que ce soit pour les 
membranes naturelles ou synthétiques. En effet, dans la gamme de température analysée, tous 
les lipides synthétiques sont dans un état fluide puisque ces températures sont situées au-
dessus de leur température de transition de phase. Si l’on compare les valeurs de GP entre les 
liposomes et les protéoliposomes, l’on constate que ces valeurs sont peu ou pas modifiées, ce 
qui est en accord avec le fait que le Laurdan n’est pas sensible à la présence de protéines 
(Parasassi et al. 1992; Parasassi et al. 1993 ). En revanche, l’ajout de cholestérol dans les 
différents types de protéoliposomes entraîne une augmentation des valeurs de GP, ce qui est 
tout a fait en accord avec la capacité du cholestérol à ordonner ou rigidifier les membranes en 
état fluide. Ces protéoliposomes enrichis en cholestérol ont donc des valeurs de GP élevées, 
comparables aux valeurs de GP des membranes naturelles contenant environ 37 % de 
cholestérol.   
L’utilisation de cette sonde dans cette étude montre bien une modification de la 
fluidité membranaire résultant de sa sensibilité à la polarité locale et à la phase dans les 
membranes lipidiques, mais la réponse obtenue par cette sonde ne permet pas toutefois de 
distinguer la présence de domaines membranaires dans nos vésicules.  
 
 
2.2.2.1 Effet de l’épaisseur de la membrane sur la fixation de diprénorphine 
 
La capacité du récepteur reconstitué dans ces protéoliposomes à reconnaître la 
diprénorphine a ensuite été testée. Les expériences de liaison à l’équilibre ont été réalisées 
pour chaque longueur de chaîne d’acide gras tout d’abord  en absence de cholestérol entre 3 et 
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5 fois, de façon indépendante. Un exemple est présenté dans la figure II-15, qui représente les 
courbes obtenues pour des fusions du hDOR avec des lipides C16:1 PC et C22:1 PC et ceci 
pour plusieurs expériences indépendantes. Les résultats obtenus pour chaque longueur de 
chaîne montrent une variabilité des résultats, comme en témoignent les résultats obtenus dans 
la figure II-15 pour deux des six longueurs de chaîne testées.  
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Figure II-15 : Liaison spécifique de la 3H-Diprénorphine dans une gamme de concentration de 0 à 13 nM 
sur le récepteur hDOR fusionné à les liposomes C16:1 PC (A) et C22:1 PC (B) non complémentés en 
cholestérol. Chaque graphe représente les valeurs de liaison spécifiques de la 3H-Diprénorphine obtenues 
par 3 ou 4 expériences indépendantes.  
 
 
Dans certains cas, comme pour le C16:1 (Figure II-15A) la saturation des sites n’est 
pas visible dans la gamme de concentration de 3H-Diprénorphine utilisée. Dans d’autres cas 
(Figure II-15B), la fixation spécifique obtenue proche de celle du témoin, semble montrer que 
le récepteur a conservé sa capacité de liaison de la diprénorphine. Une analyse plus poussée 
de l’ensemble des expériences et pour chaque courbe de saturation montre trois types de 
résultats : 
-  soit les échantillons et les conditions de mesures ont permis d’obtenir des paramètres 
de liaison de la diprénorphine exploitables et relativement cohérentes par rapport au témoin 
(notamment concernant les valeurs des Kd) (exemple C22:1, Figure II-15B).  
- soit il y a impossibilité de tracer une fonction hyperbolique par les points 
expérimentaux (exemple C16:1, Figure II-15A). Une régression linéaire conviendrait 
parfaitement.  
-  soit l’analyse par régression, utilisant le modèle de fixation sur une classe de site, 
donne des valeurs de Kd très grandes et bien supérieures à la valeur maximale de la 
concentration de diprénorphine testée. On note qu’une régression linéaire pourrait aussi 
A B 
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convenir pour analyser ces données expérimentales, suggérant ainsi que la fixation mesurée 
correspond à une classe de site dite « non spécifique » ou ayant une très faible affinité avec un 
Kd très grand devant les valeurs de concentrations testées. On note aussi dans ce cas une 
valeur très grande de Bmax et très supérieure à celle du témoin. Or, on ne peut expliquer une 
augmentation du Bmax, valeur représentative de la quantité totale de récepteur actif.  
Dans ces deux derniers cas, ces résultats suggèrent que l’activité du récepteur et en particulier 
son affinité vis-à-vis de la diprénorphine a été fortement affectée et il est clair que les 
conditions de mesure utilisées ne sont pas adaptées à une analyse correcte de l’échantillon.  
Pour ces raisons, dans la suite de cet exposé, les expériences donnant un Bmax non 
« déterminable » ont été écartées et n’ont été retenues que les expériences dont l’analyse a 
permis d’obtenir des résultats relativement cohérents (selon les critères énoncés ci-dessus). Le 
nombre d’expériences exploitables et les valeurs obtenues sont montrés dans le tableau 11.  
       
        
Tableau 11 : Valeurs moyennes (et valeurs successives) des paramètres de liaison de la diprénorphine 
mesurés pour les expériences exploitables dans les différents types de protéoliposomes (C12 à C22) et les 
membranes témoin (T).  
n tot : nombre total d’expériences réalisées dans chaque cas 
n : nombre d’expériences exploitables 
ind : indéterminé 
 
 
 
 n tot n Bmax moy (cpm), (Différentes valeurs) Kd moy/Kd T 
T 5 5 2899 ± 600 
(3228, 2853, 3731, 2433, 2249) 
1 
C12 3 2 4680 ± 2158 
(3154, 6206, ind) 
1,5 ± 0,6 
C14 3 2 7253 ± 71 
(7303, 7203, ind) 
2,1 ± 0,9 
C16 3 0 ind 
(ind, ind, ind) 
 ind 
C18 5 0 ind 
(ind, ind, ind, ind, ind) 
ind 
C20 4 2 2164 ± 1227 
(3031, 1296, ind) 
0,9 ± 0,8 
C22 4 3 3799 ± 2545 
(2468, 6733, 2195, ind) 
1,4  ± 0,7 
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Dans le cas des lipides de type C16:1 et C18:1, aucune des expériences n’a pu 
permettre de détecter une liaison de la diprénorphine. Il semblerait que dans ce cas, soit le 
traitement a dénaturé le récepteur, soit ce nouvel environnement lipidique ne permet pas de 
restaurer une activité au récepteur.  
Dans le cas du C12:0, C20:1 et C22:1, nous avons eu des expériences pour lesquelles 
les paramètres de liaison de la diprénorphine étaient exploitables et relativement cohérentes 
par rapport au témoin avec des valeurs de Kd proches de ce dernier. On peut donc penser que 
pour ces 3 cas, la perte d’affinité des récepteurs observée parfois serait due à une dénaturation 
partielle de la protéine pendant son traitement, plutôt qu’à une non adéquation de 
l’environnement lipidique testé. Cette analyse est vraisemblable sachant que ces expériences 
nécessitent un temps de manipulation long (au moins 48h) avec différentes étapes, dont en 
particulier une étape de solubilisation par des détergents. Il est clair en effet, comme on l’a 
déjà souligné, que ces systèmes protéiques sont très fragiles. Le Dr Isabel Alves est parvenue 
à purifier le récepteur hDOR mais la fragilité de ce dernier ne lui a pas permis de définir un 
protocole avec un bon rendement de purification (communication personnelle). 
Concernant les fusions faites avec le C14, une légère augmentation du Kd (facteur 2) 
peut suggérer une légère altération du récepteur. Il est important de noter que dans les 
conditions pour lesquelles on a une augmentation de Kd, on peut penser que les conditions de 
mesure utilisées (choix de la gamme de concentration de diprénorphine) ne sont pas adaptées 
pour une bonne analyse de l’échantillon et une bonne résolution des paramètres 
pharmacologiques. A cette valeur de Kd est également associée une valeur de Bmax très 
supérieure à celle du témoin. Dans ce cas, l’estimation faite du Kd et du Bmax peuvent ne pas 
être correctes, et semblent indiquer que le récepteur serait inactif lorsqu’il est traité pour une 
fusion avec des liposomes de type C14:1 PC.   
 
Il est surprenant cependant d’observer que les fusions en C12:0, C20:1 et C22:1 ont 
clairement permis d’obtenir des résultats satisfaisants avec des propriétés pharmacologiques 
comparables à celles du témoin. Une diminution ou une légère augmentation du Bmax 
pouvant être expliquées respectivement, soit par une dénaturation d’un pool de récepteurs, 
soit par une augmentation de l’activité spécifique due à un enrichissement en récepteur par 
rapport aux protéines totales dans l’échantillon solubilisé. Pour expliquer que seuls ces 
échantillons, à l’inverse des autres fusions faites avec C14:1 à C18:1, semblent actifs, 
plusieurs hypothèses peuvent être suggérées :  
1- Sachant que l’espèce lipidique portant des chaînes courtes tel que le C12:0 n’est pas 
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présent de façon naturelle dans les membranes natives, et que l’enrichissement en lipides 
exogènes est 5 à 6 plus important que le rapport lipides/protéines initial, ce dernier étant de 
350 ± 60 nmol/mg,  une séparation latérale de zones enrichies en C12:0 et des zones enrichies 
en composants membranaires initiaux pourrait être envisagée. On observerait dans ce cas, une 
activité du récepteur dans un contexte membranaire initial appauvri, bien sûr, par les éléments 
non solubilisés. Le taux de cholestérol attendu dans ce cas serait d’environ 19 % (soit une 
teneur en cholestérol deux fois plus faible que les membranes natives), comme on l’a vu dans 
la partie I (rapport chol/PL du surnageant obtenu après centrifugation de membranes natives 
solubilisées par du détergent). Il serait donc possible que la capacité du récepteur à fixer la 
diprénorphine ne soit pas affectée puisque l’on a vu précédemment qu’un taux de déplétion 
supérieur à 50 % était nécessaire pour observer une diminution de la fixation de la 
diprénorphine.  
2- Pour les longueurs de chaînes comprises entre C14:1 et C18:1, une parfaite miscibilité des 
lipides avec ceux des membranes initiales est prévisible. En effet, ces lipides (notamment C16 
et C18) sont les lipides majoritairement trouvés dans les membranes naturelles de cellules 
HEK-293T (tableau 12) et l’on aurait donc plutôt une dilution parfaite des lipides endogènes 
de la membrane plasmique. Dans ce cas, l’absence d’activité peut être expliquée par (i) une 
dilution du système protéique, (ii) une dilution du cholestérol dans l’environnement lipidique 
ou (iii) à une mauvaise adéquation de l’environnement lipidique (épaisseur).  
3- Deux explications différentes pourraient expliquer les résultats obtenus avec les lipides 
C20:1 et C22:1 :  
(i) Soit les résultats suggèrent qu’une épaisseur importante est nécessaire pour avoir une 
activité optimale du récepteur. Cette épaisseur serait donnée par les plus grandes 
longueurs de chaînes, à savoir C20:1 et C22:1.  
(ii) Soit, comme pour le lipide C12:0, une séparation latérale de zones enrichies en C20:1 
ou C22:1 et des zones enrichies en composants membranaires initiaux pourrait être 
envisagée et l’activité obtenue correspondrait alors à celle mesurée avec le C12:0.  
 
 
C14:0 C14:1 C16:0 C16:1 C18:0 C18:1,2,3 C20:4 C22:0 C22:1 
5,0 4,0 11,7 28,1 39,0 8,0 2,7 0,8 0,7 
Tableau 12 : Composition en pourcentage des principaux acides gras des membranes de cellules HEK-
293T, obtenue par chromatographie en phase gazeuse. 
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2.2.2.2 Effet de l’ajout de cholestérol dans les membranes fusionnées sur la capacité 
de fixation de la diprénorphine    
 
Pour progresser dans l’analyse précédente, l’effet de l’ajout de cholestérol à un taux 
similaire à celui des membranes initiales a été étudié. En effet cette analyse pourrait permettre 
de donner des réponses aux questions suggérées ci-dessus. En particulier, si on prend en 
compte l’effet de l’ajout de cholestérol sur l’épaisseur d’une membrane composée d’une 
espèce lipidique à longueur de chaîne déterminée (McIntosh 1978), cette étude peut nous faire 
progresser dans l’analyse de la modulation de l’activité du récepteur δ aux opioïdes par 
l’épaisseur de la membrane. Des études ont montré, dans des LUV composés soit de C14:1 
PC, soit de C18:1 PC, que l’addition de cholestérol (40 % mol) entraînait une augmentation 
de l’épaisseur totale de 5 Å dans chaque type de vésicules (Kucerka et al. 2007). La même 
estimation a été faite par d’autres auteurs concernant le C12:0 PC (Gallova et al. 2004b). Pour 
les plus grandes longueurs de chaîne en revanche, l’effet du cholestérol n’apparaît pas 
clairement (Gallova et al. 2004a ; Kucerka et al. 2007). 
L’ensemble des échantillons que nous avons obtenus par fusion a donc été traité en présence 
de complexes MβCD/cholestérol. Pour présenter ces données, montrées dans le tableau 13, un 
classement a été fait par rapport aux deux types de résultats obtenus précédemment (i.e. les 
échantillons sans cholestérol) :  
A- Effet du cholestérol sur les échantillons de membranes fusionnées qui apparaissaient actifs 
en absence de cholestérol (analyse des échantillons donnés dans le tableau 11). 
B- Echantillons initialement inactifs en absence de cholestérol et dont l’activité a été 
restaurée après ajout de cholestérol.  
 
D’après le tableau 13-A, les deux échantillons C12:0 qui était actifs sans cholestérol, 
le sont également après son ajout, et il en est de même pour les trois échantillons C22:1. 
Lorsqu’on compare ces données avec celles du tableau 11, il semblerait que le cholestérol n’a 
pas d’effet sur ces deux types de protéoliposomes.  
Dans le cas du C20:1, on remarque que pour deux échantillons actifs en l’absence de 
cholestérol, seulement un seul a gardé ses capacités de liaison de la diprénorphine en présence 
de cholestérol. Les effets contraires observés selon l’échantillon envisagé ne permettent pas 
de conclure quant à un effet du cholestérol dans ce cas.  
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A B 
 n tot  n n* Bmax moy (cpm) Kd moy/Kd T p p* Bmax (cpm) Kd /Kd T 
C12 3  2 2 4230 ± 1537 
(3143, 5317) 
1,4 ± 0,4 1 1 3533 1,7  
C14 3  2 1 3666 
(3666, ind) 
2,2 1 1 2093 0,5 
C16 3  0 0 ind ind  3 0 ind ind  
C18 5  0 0 ind ind  5 1 3585 2,2 
C20 4  2 1 2301 
(ind, 2301) 
1,3 2 1 4445 1,3 
C22 4  3 3 4166 ± 1879 
(4998, 5485, 2014) 
1,0 ± 0,5 1 0 ind ind 
 
Tableau 13 : Effet de la complémentation en cholestérol sur les paramètres de liaison de la diprénorphine 
sur les différents types de protéoliposomes (C12 à C22) et les membranes témoin (T). 
A/ Echantillons initialement actifs  
B/ Echantillons non actifs initialement 
n tot : nombre total d’expériences réalisées dans chaque cas 
n : nombre d’expériences exploitables pour les fusions sans cholestérol 
n* : nombre d’expériences exploitables par rapport aux expériences n retenues pour lesquelles l’échantillon 
a été trouvé actif  
p : nombre d’expériences non exploitables pour les fusions sans cholestérol 
p* : nombre d’expériences exploitables pour lesquelles le récepteur a été trouvé actif par rapport aux 
expériences p  
ind : indéterminé 
Les valeurs successives de Bmax obtenues sont données entre parenthèses 
 
 
D’après le tableau 13-B, si on analyse les échantillons qui étaient inactifs et qui 
avaient été rejetés pour cette raison, très peu semblent avoir une activité restaurée par l’ajout 
de cholestérol. Ces échantillons ont certainement été inactivés de façon irréversible par le 
traitement subi. Pourtant, certains retrouvent une activité après un ajout du cholestérol : c’est 
le cas pour un C12:0, un C14:1, un C18:1 et un C20:1.   
  
Ainsi l’analyse globale de l’ensemble des données semblent montrer que les 
échantillons fusionnés avec les lipides de type C12:0, C20:1 ou C22:1 sont actifs et l’ajout de 
cholestérol ne modifierait peu ou pas cette activité. A l’inverse, les liposomes de type C14:1 
et C18:1 sont très peu actifs ou inactifs en absence de cholestérol et globalement le 
cholestérol semblerait améliorer l’activité du hDOR. Enfin, avec le C16:1, que ce soit en 
présence ou en l’absence de cholestérol, aucun échantillon clairement actif n’a été obtenu. On 
note toutefois que les échantillons préparés avec du POPC donnaient dans certains cas des 
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résultats qui étaient cohérents avec le témoin pour les valeurs de Bmax, avec toutefois des 
valeurs de Kd supérieures d’un facteur trois. Les interprétations possibles de ces données sont 
discutées dans le paragraphe « discussion » suivant.  
                  
 
2.3 Discussion 
 
Dans cette étude, nous avons tenté de déterminer plus précisément les paramètres mis 
en jeu dans la modulation de la fonction du récepteur δ aux opioïdes, à savoir si cette dernière 
était plutôt sensible à une épaisseur membranaire particulière ou bien au cholestérol lui-même.  
La première étape de ce travail a consisté à mettre au point des paramètres permettant 
d’obtenir une reconstitution efficace et homogène du récepteur δ aux opioïdes. Ceci a été 
réalisé grâce à l’introduction d’une étape de centrifugation des suspensions membranaires 
contenant le récepteur hDOR, puisqu’il est apparu que la solubilisation des membranes n’était 
jamais totale même en présence de fortes concentrations en détergent. Par ce biais, le matériel 
récupéré après une deuxième étape de centrifugation est constitué en totalité de récepteur 
reconstitué dans des vésicules lipidiques. Ceci permet donc de s’affranchir d’une étape longue 
d’isolement du matériel reconstitué sur gradient de saccharose, qui présente les inconvénients 
de risquer d’avoir une dénaturation des récepteurs plus importante et une difficulté de 
récupération de la bande contenant les protéoliposomes dans le gradient. Dans notre étude, 
cette étape n’a été réalisée sur une partie des protéoliposomes qu’après les expériences de 
pharmacologie, afin de s’assurer de la bonne qualité de la reconstitution et écarter certaines 
expériences le cas échéant. Le récepteur hDOR a ensuite été incorporé dans des liposomes de 
POPC puis des liposomes présentant des têtes polaires de phosphatidylcholine mais ayant des 
longueurs de chaînes d’acides gras de longueur variable. Nous avons également vérifié l’état 
de fluidité membranaire de nos échantillons par une sonde, le Laurdan. Nous avons pu 
observer une diminution de la fluidité membranaire sous l’effet de l’ajout de cholestérol dans 
ces membranes. Cependant, ces mesures n’apportent pas d’information quant à avoir une 
vision macroscopique des membranes. La localisation et l’orientation précise du Laurdan au 
sein de la membrane n’étant pas connues, cette sonde n’apporte pas d’informations 
complémentaires concernant la résolution de la répartition du récepteur dans ces membranes 
modèles et son éventuelle colocalisation dans des domaines membranaires particuliers. 
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Nos résultats montrent que souvent le protocole de « fusion » utilisé n’a pas permis de 
conserver l’activité du récepteur dans des protéoliposomes hDOR/POPC, une liaison 
spécifique de la diprénorphine est observée, de l’ordre de 50 % du nombre maximal de sites 
occupés par la diprénorphine sur les membranes natives. Ceci n’est bien sûr que des mesures 
qualitatives, ne reflétant pas réellement la liaison maximale de la diprénorphine sur ces 
récepteurs reconstitués, pour les raisons précédemment évoquées. Comme cela a été décrit, 
même si l’on s’est affranchi de l’étape de gradient de saccharose, ce type de manipulation 
reste d’une durée relativement importante, or les récepteurs membranaires sont assez 
« fragiles ». Dans ce cas, il est envisageable qu’une autre fraction des récepteurs soit 
partiellement ou totalement dénaturée du fait des différents traitements effectués. Ceci 
pourrait expliquer l’allure des courbes de saturation obtenues, ces récepteurs participant au 
bruit de fond observé.  
De plus, dans tous les cas, le protocole utilisé montre que l’agoniste, la deltorphine II 
se fixe toujours au hDOR, mais seulement sur les sites de basse affinité.  
 
Malgré ces difficultés, ce travail permet de montrer que les réponses et la capacité du 
récepteur à résister à ces traitements dépendent de l’espèce lipidique utilisée. Ainsi, en 
absence de cholestérol, le récepteur reste actif avec les lipides de type C12:0, C20:1 et C22:1. 
Pourtant, même si comme je l’ai fait dans le paragraphe précédent, un certain nombre 
d’hypothèses peuvent expliquer ces résultats, l’ensemble des données ne permettent pas de 
mettre clairement en évidence une modulation de la liaison de la diprénorphine sur hDOR, par 
l’épaisseur de la membrane. Ce résultat serait cohérent avec les résultats obtenus dans le 
chapitre I concernant l’étude de la distribution du récepteur au sein de domaines 
membranaires particuliers (redistribution d’une partie des récepteurs hDOR dans les DRM 
sous l’effet de l’agoniste deltorphine II mais pas de l’antagoniste diprénorphine). Ces résultats 
sont aussi en accord avec les travaux menés par Salamon et son équipe qui ont observé une 
redistribution plus importante du récepteur dans des phases enrichies en sphingomyéline (SM) 
par rapport aux phases enrichies en POPC. Corrélant ces observations avec des travaux 
antérieurs montrant une élongation du récepteur sous l’effet d’un ligand agoniste 
s’accompagnant d’une augmentation de l’épaisseur de la membrane, les auteurs ont donc 
proposé que l’appariement hydrophobe serait responsable de la redistribution du hDOR dans 
les phases plus épaisses composées de SM. N’ayant pas réussi à mesurer une liaison 
spécifique de haute affinité du ligand agoniste dans nos expériences, la question d’un effet 
d’épaisseur membranaire sur l’activité du hDOR reste néanmoins posée concernant l’agoniste. 
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Toutefois, en analysant les échantillons fusionnés auquel un ajout de cholestérol a été 
réalisé, il semble se dégager une tendance de nos résultats : un certain nombre de nos 
échantillons protéolipidiques sembleraient en effet recouvrer des paramètres de liaison 
corrects de la diprénorphine. 
Ce résultat pourrait être expliqué par le fait que le cholestérol, d’après la littérature, 
aurait la capacité de stabiliser les liposomes. Il aurait donc pu être intéressant de réaliser le 
même type d’expériences, mais en formant des liposomes avec du cholestérol, puis de le 
retirer avec des MβCD. Nous aurions sans doute ainsi pu discriminer plus aisément un effet 
propre du cholestérol sur l’activité du récepteur plutôt qu’une stabilisation des liposomes. 
Toutefois, il est à souligner que nous avons réalisé ce test avec le POPC et les résultats 
semblent suggérer que l’emploi de l’une ou l’autre méthode ne semble pas montrer de 
différence dans la réponse observée. Dans la plupart de nos expériences, nous avons pourtant 
eu des résultats variables. Les échantillons trouvés inactifs ont pu être, comme suggéré 
précédemment, partiellement ou totalement dénaturés du fait des traitements appliqués. Il est 
également possible que ces variations soient dues à une accessibilité différente des récepteurs. 
Nous avons en effet évalué la qualité de nos fusions en vérifiant que l’on obtenait uniquement 
des protéoliposomes. Les différentes étapes de centrifugation ont permis de séparer le matériel 
non fusionné, mais aussi d’éliminer le détergent qui peut altérer la perméabilité passive des 
protéoliposomes. Cornélius a clairement montré que l’orientation des protéines 
transmembranaires reconstituées variait non seulement en fonction de la longueur de la chaîne 
acyle des lipides, mais également de l’ajout ou non de cholestérol (Cornelius 2001). 
Cependant, nous n’avons pas cherché à déterminer l’orientation de nos récepteurs reconstitués 
dans les vésicules lipidiques. En effet, nous n’avons pas mené plus avant ce type de 
manipulation car nous n’avons pas pu, avec ce protocole, mesurer une liaison de haute affinité 
pour le ligand agoniste. De plus, il est probable que la diprénorphine puisse lier tous les 
récepteurs car ce ligand, de nature alcaloïdique, aurait la capacité de diffuser à travers les 
membranes. Il serait cependant nécessaire d’effectuer ces mesures dans le cas où un protocole 
permettrait de retrouver la fixation correcte de l’agoniste.  
 
Pour la fixation de l’antagoniste, il est possible qu’une épaisseur importante (du type 
C22) soit requise pour avoir une conformation active du récepteur. Si l’on reprend les 
hypothèses envisagées pour les échantillons C12:0 et C22:1, on peut envisager que :  
(i) Concernant l’échantillon fusionné avec le C12:0, pour lequel les paramètres 
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pharmacologiques sont inchangés après l’ajout de cholestérol, ces résultats peuvent être 
expliqués si on considère une séparation latérale de phase de zones contenant du C12:0  et des 
zones constituées principalement des lipides membranaires initiaux mais appauvries en 
cholestérol dans lesquelles se trouvent les récepteurs. Dans ce cas, l’ajout de cholestérol 
restaure un taux de cholestérol moyen de l’ordre de celui des membranes natives. De plus, il 
est probable que le cholestérol se localise préférentiellement dans les zones enrichies en 
lipides initiaux. En effet des travaux menés sur le C16:0 PC et C12:0 PC, ont montré une 
interaction préférentielle du DPPC avec le cholestérol. Il se localiserait en effet dans des 
zones enrichies en cholestérol, contrairement au C12:0 PC (McIntosh 1978).  
(ii) Concernant le C22:1, pour lequel les paramètres pharmacologiques sont inchangés après 
l’ajout de cholestérol le même raisonnement peut être appliqué dans l’hypothèse d’une 
séparation latérale de phase. Si, par ailleurs, on envisage une nécessité pour les conformations 
actives du récepteur à être stabilisé dans un environnement lipidique correspondant à celle 
correspondant au C22:1, le fait d’obtenir la même activité pour le C22 en présence ou non de 
cholestérol peut être expliqué. En effet, comme semblent le suggérer certains travaux de la 
littérature (Gallova et al. 2004b), l’ajout de cholestérol dans des liposomes composés de ce 
type de lipide à très longue chaîne n’entraînerait pas d’augmentation de l’épaisseur de la 
membrane. 
Les expériences de fusion en présence ou non de cholestérol ne nous ont pas permis de 
montrer formellement un effet d’épaisseur ou du cholestérol. Afin de mieux comprendre les 
effets observés de la déplétion en cholestérol sur les membranes biologiques (partie I), nous 
avons réalisé le même type d’expérience, en employant un autre stérol, l’ergostérol, et étudié 
son effet sur la pharmacologie des récepteurs. 
 
  
3. Effet de l’ergostérol sur l’activité du récepteur hDOR 
 
Des travaux réalisés dans l’équipe ont montré que les propriétés pharmacologiques du 
récepteur µ aux opioïdes exprimé dans la levure Saccharomyces cerevisiae étaient 
imparfaites ; la liaison des agonistes, à la différence de celle de la diprénorphine, étant 
particulièrement affectée. Sachant que les levures sont dépourvues de cholestérol et possèdent 
de l’ergostérol, si l’ergostérol est remplacé par le cholestérol dans ces levures, la 
conformation de haute affinité du récepteur est restaurée et ceci indépendamment de la 
présence de protéines G (Lagane et al. 2000). Pour expliquer ces résultats, le mécanisme 
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donné dans la figure II-17 a été proposé : il propose que le récepteur existe dans trois états 
conformationnels en équilibre, R1, R2 et R*, déterminés chacun par une pharmacologie 
distincte.  
                    
 
Figure II-17 : Modèle montrant la présence d’un équilibre entre trois états conformationnels du récepteur µ 
aux opioïdes ayant des propriétés pharmacologiques distinctes, dépendantes de la composition lipidique 
(d’après Lagane et al. 2000).  
 
 
 
Le déplacement de l’équilibre d’une forme vers une autre serait dépendant de la 
composition de l’environnement lipidique, notamment des stérols. Lorsque le récepteur µ est 
exprimé dans la levure, il est majoritairement sous la forme R1 de basse affinité pour 
l’agoniste et l’antagoniste. L’ergostérol contraindrait donc le récepteur dans un état de basse 
affinité, toutefois ces résultats pourraient résulter d’un repliement partiel du récepteur dans la 
levure. La déplétion en ergostérol des membranes de levure entraîne un déplacement de cet 
état vers l’état R2 de haute affinité pour l’antagoniste notamment (il est en effet observé une 
partielle restauration des propriétés de liaison de l’agoniste). La recomplémentation en 
cholestérol des membranes déplétées permet d’augmenter la fixation de l’agoniste, 
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indépendamment de la présence des protéines G (R*).  
 
 Afin de vérifier l’hypothèse d’une spécificité du cholestérol sur la fonctionnalité du 
récepteur µ, l’expression de ce même récepteur a été faite dans les cellules de mammifères 
(CHO/T7-hMOR). Les études montrent que la liaison de l’agoniste DAMGO n’était pas 
affectée par une diminution du taux de cholestérol dans les membranes alors qu’en présence 
de GppNHp, le nombre de sites de haute affinité reconnus par le DAMGO est fortement 
diminué (Gaibelet et al. 2008). Ces résultats sont confirmés par la complète restauration des 
propriétés pharmacologiques initiales après recomplémentation en cholestérol des membranes 
préalablement déplétées. On constate que la recomplémentation en ergostérol ne les restaure 
que partiellement (figure II-18A). Concernant les propriétés de liaison du DAMGO sur le 
récepteur hMOR, l’ajout du GppNHp entraîne dans tous les cas une augmentation des valeurs 
de Kd (figure II-18B). Cette diminution d’affinité est cohérente avec la stabilisation du 
récepteur dans un état de haute affinité pour l’agoniste par les protéines G. De la même 
manière, une diminution d’affinité est observée lorsque les membranes sont déplétées en 
cholestérol ou recomplémentées en ergostérol, ce qui est en accord avec la diminution du 
Bmax observée pour les membranes ayant subi le même type de traitement. Enfin, comme 
attendu, la recomplémentation en cholestérol permet la restauration des paramètres d’affinités 
du hMOR. 
   
  
 
 
 
 
 
 
Figure II-18 : Paramètres de liaison du DAMGO sur hMOR en présence ou en l’absence de GppNHp sur 
des membranes témoin (U), déplétées en cholestérol (D), et recomplémentées en cholestérol (C+) ou 
ergostérol (E+).  
A/ Différences relatives de fixation du DAMGO (Bmax) en présence ou en l’absence de 100 µM de 
GppNHp. 
B/ Affinités (Kd) du DAMGO sur les différents types de membranes en présence ou en l’absence de 
GppNHp. Les valeurs de Kd sont exprimées en nM. 
          
 
 
 - GppNHp + GppNHp 
U 0,82 ± 0,06 1,60 ± 0,07 
D 1,25 ± 0,30 4,90 ± 0,77 
C+ 0,74 ± 0,01 1,84 ± 0,15 
E+ 1,35 ± 0,07 5,10 ± 0,10 
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Parallèlement, après avoir retiré le cholestérol des membranes contenant le récepteur 
hDOR, nous avons comparé la capacité du récepteur à fixer ses ligands lorsqu’on 
recomplémente ces membranes soit en cholestérol, soit en ergostérol. La méthodologie 
employée pour rajouter de l’ergostérol aux membranes est identique à celle employée pour la 
recomplémentation en cholestérol, à savoir des MβCD chargées en l’un ou l’autre de ces 
stérols. La figure montre les capacités de liaison maximale de la diprénorphine (Figure II-19A) 
et de la deltorphine II (Figure II-19B) mesurées sur des membranes témoin (T), déplétées en 
cholestérol (D), puis recomplémentées soit en cholestérol (C), soit en ergostérol (E). Comme 
nous l’avons observé dans la première partie de ce manuscrit, la déplétion en cholestérol 
entraîne une diminution du nombre de sites de liaison pour les deux ligands, tandis que la 
recomplémentation en cholestérol permet de reverser ce phénomène en restaurant la liaison à 
un niveau identique à celui mesuré pour le témoin.  
 
Figure II-19 : Liaison des ligands antagoniste (A) et agoniste (B) sur hDOR surexprimé dans des 
préparations membranaires issues de cellules HEK-293T.  
Les membranes D ont été incubées en présence de 20 mM MβCD pendant 1h à température ambiante. Les 
membranes C et E sont des membranes D traitées pendant 30 min à température ambiante, soit en présence 
de complexes cholestérol/MβCD, soit de complexes ergostérol/MβCD respectivement, avec une 
stoechiométrie identique de 36 mol de stérol/mol de MβCD. Les préparations sont ensuite centrifugées. Les 
culots membranaires sont dosés pour leur contenu en protéines, PL et en stérols. Les rapports 
cholestérol/phospholipides obtenus pour chaque type de membranes sont indiqués dans le tableau 15. La 
capacité de liaison des ligands est analysée pour chaque lot de membranes.  Les valeurs sont la moyenne 
de 3 expériences indépendantes. Les valeurs de Bmax mesurées pour les échantillons D, C et E dont 
exprimées en pourcentage par rapport au Bmax des membranes témoin T. Les affinités des échantillons D, 
C et E correspondants sont données dans le tableau 14. 
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.   
De la même manière, la figure II-19 montre que la recomplémentation en ergostérol 
permet également de restaurer en totalité la capacité de liaison maximale de la diprénorphine 
mais aussi de la deltorphine II. Il est à noter que le taux d’ergostérol rajouté dans les 
membranes est de l’ordre de 50 % de la quantité de cholestérol initialement présente (Tableau 
15), cependant, comme nous l’avons évoqué pour le cholestérol, une diminution des 
paramètres de liaison n’est observée qu’au-delà de la moitié de la quantité initialement 
présente. Il est clair que la quantité d’ergostérol ajouté suffit à restaurer totalement l’activité 
de fixation de hDOR.  
En ce qui concerne les paramètres d’affinités (tableau 14), nous observons pour les 
deux ligands des valeurs comparables à celles trouvées pour le témoin dans toutes les 
conditions testées, suggérant que les récepteurs capables de reconnaître leur ligand le lient 
avec la même affinité que des membranes natives. Ces récepteurs sont donc pleinement 
fonctionnels lorsque la membrane a un taux de stérol suffisamment important et quel que soit 
le stérol utilisé. L’ajout d’ergostérol ou de cholestérol permet de retrouver les paramètres 
pharmacologiques initiaux pour le récepteur hDOR.      
 
                            
 Kd Diprénorphine Kd DeltorphineII 
T 1 1 
D 0,53 1,58 
C 1,24 1,63 
E 2,80 1,43 
 
Tableau 14 : Effet de l’ergostérol sur l’affinité de la diprénorphine et de la deltorphine II sur des 
préparations membranaires issues de cellules HEK-293T contenant la protéine de fusion T7-hDOR-eGFP.  
Le protocole est donné dans la figure II-19. Les affinités des échantillons D, C et E sont exprimées en ratio 
par rapport aux membranes témoin T.  
 
 
 
 
Pour compléter ces résultats, nous avons réalisé des mesures de polarisation de 
fluorescence utilisant la sonde TMA-DPH pour les membranes exprimant hMOR et la sonde 
DPH pour celles exprimant hDOR (Tableau 15).  
 Les résultats montrent que la membrane est effectivement plus fluide après déplétion 
en cholestérol par rapport aux membranes natives. Dans les membranes recomplémentées en 
cholestérol ou en ergostérol, le même taux de polarisation est mesuré et il correspond à celui 
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mesuré dans les membranes natives. Ainsi, les variations des paramètres pharmacologiques 
des membranes contenant ces deux stérols ne peuvent donc s’expliquer par un changement de 
microviscosité et pourraient plutôt être dues à l’apparition de différentes conformations du 
récepteur générées par les contraintes directes imposées par ces molécules. Il faut noter, 
toutefois, que la mesure moyenne de polarisation de l’ensemble de la membrane ne permet 
pas de connaître la microviscosité locale dans des domaines existants. 
 
 
 hMOR hDOR 
Membranes 
% Stérol/PL 
(mol/mol) 
% de 
déplétion 
Taux de 
Polarisation 25°C 
% Stérol/PL 
(mol/mol) 
% de 
déplétion 
Anisotropie 
DPH 25°C 
T 44 ± 5 0 0,36 ± 0,02 40 ± 4 0 0,19 ± 0,01 
D 20 ± 6 -  56 0,29 ± 0,01 5 ± 1 - 87,5 0,16 ± 0,01 
C 52 ± 12 + 100 0,36 ± 0,02 30 ± 3 - 25 0,19 ± 0,01 
E 62 ± 8 + 96 0,37 ± 0,02 17 ± 2 - 57,5 0,19 ± 0,01 
 
Tableau 15 : Mesure de la teneur en stérol et de la fluidité membranaire des récepteurs hMOR et hDOR 
sur des membranes témoin (T), déplétées en cholestérol (D), et des membranes recomplémentées en 
cholestérol (C) ou en ergostérol (E). 
 
 
 
Pour conclure, les expériences menées sur le récepteur hDOR montrent que le 
remplacement du cholestérol par de l’ergostérol permet de recouvrer pleinement la 
fonctionnalité du récepteur, que ce soit avec l’agoniste ou l’antagoniste. Ces travaux montrent 
une modulation de l’activité du hDOR par le taux de stérol et ceci, indépendamment de la 
structure de celui-ci. A l’inverse, pour le récepteur hMOR, l’ajout d’ergostérol à la place du 
cholestérol ne restaure pas la totalité des états de haute affinité pour l’agoniste. Ces 
expériences peuvent être expliquées par l’existence de contraintes distinctes imposées par ces 
deux molécules au sein de la membrane, générant des états conformationnels du récepteur µ 
aux opioïdes différents de ceux existant dans la membrane native. Même si ce résultat est en 
accord avec celui observé dans les travaux réalisés chez Saccharomyces cerevisiae, on 
remarque cependant qu’on aurait pu s’attendre à inhiber totalement la fixation des agonistes 
sur les membranes contenant l’ergostérol. 
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Conclusion  et perspectives 
 
 
L’objectif des travaux qui viennent d’être présentés dans ce manuscrit a été d’évaluer 
les corrélations entre la composition et l’organisation des membranes avec la fonctionnalité et 
la distribution de récepteurs appartenant à la famille des récepteurs couplés aux protéines G. 
 Nous nous sommes plus particulièrement intéressés dans cette étude à deux récepteurs 
de la même famille, les récepteurs µ et δ aux opioïdes, surexprimés dans différentes lignées 
cellulaires (cellules CHO et HEK-293T respectivement).  
Pour étudier la distribution des deux récepteurs au sein des membranes, la solubilisation en 
détergent de préparations membranaires contenant ces récepteurs a été envisagée. Pour mener 
à bien ces travaux, plusieurs critères ont été pris en compte afin de caractériser les fractions 
résultantes de la solubilisation des membranes en détergent. En effet, de la littérature ressort 
une grande variabilité de la composition des fractions obtenues en fonction du détergent, du 
type cellulaire, du matériel déposé sur gradient de saccharose, … 
Nous avons ainsi pu montrer, pour le récepteur hDOR, que les fractions DRM n’ont pas la 
même composition en fonction du détergent employé. En effet, le Brij98 ne présente pas les 
caractéristiques associées classiquement aux fractions résistantes au détergent, à savoir un 
enrichissement en cholestérol notamment, contrairement au TX-100. Nous avons également 
mis en évidence que malgré des forts taux de TX-100, une partie des membranes reste 
insoluble. Une étude comparative entre la méthode classiquement utilisée (dépôt direct du 
matériel solubilisé sur gradient de saccharose) et celle consistant préalablement à séparer par 
centrifugation le culot et le surnageant avant dépôt de chacune des deux fractions sur gradient 
de saccharose nous a permis de montrer que cette seconde méthode était plus fiable car la 
première montre la présence d’une contamination des fractions solubles F6-11 par le culot du 
gradient. Ce culot du gradient, très peu décrit dans la littérature, a également été caractérisé et 
semblerait être plutôt un agrégat de protéines plutôt qu’une fraction que l’on pourrait 
apparenter aux rafts, bien que celui-ci soit enrichi en cholestérol, sphingomyéline et 
glycolipides. Dans le cas du récepteur hMOR, le critère retenu pour le choix de la quantité de 
TX-100 employée pour la solubilisation a été basé sur la disparition complète de ce récepteur 
du culot du gradient, ce qui n’était pas réalisable pour hDOR puisque quel que soit le 
pourcentage de TX-100, 20 % du récepteur hDOR reste associé à cette fraction. Même s’il est 
clair qu’aucune méthode ne permet d’isoler biochimiquement tous les domaines préexistant 
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dans les membranes in vivo, nous avons toutefois pu montrer la présence à l’état basal d’une 
petite fraction des récepteurs hMOR et hDOR dans les fractions DRM ainsi qu’une 
redistribution d’une partie d’entre eux dans ces fractions en présence de ligand agoniste. Pour 
ce faire, la quantification du récepteur hMOR dans les différentes fractions du gradient a été 
réalisée par western blot, en utilisant un anticorps anti-T7 couplé à la peroxydase. Le 
récepteur hDOR, qui présente également le même type d’étiquette, n’a pas pu être quantifié 
par le même biais du fait de liaisons non spécifiques trop importantes. Nous avons donc mis 
au point une quantification du récepteur présent dans les fractions insolubles par fluorescence 
grâce à la eGFP fusionnée au récepteur hDOR, qui s’est révélée être une méthode de 
quantification précise et fiable. Nous avons pu également montrer que les récepteurs hDOR et 
hMOR avaient un comportement similaire en terme de redistribution sous l’effet d’ajout de 
ligands agoniste ou antagoniste, ou de l’ajout de GppNHp. L’ajout de ligand antagoniste ou 
de GppNHp ne modifie pas le nombre de récepteurs présents dans les DRM à l’état basal. En 
revanche, l’ajout conjugué d’agoniste et de GppNHp relocalise les récepteurs qui s’étaient 
retrouvés dans les fractions DRM sous l’addition d’agoniste seul dans les fractions solubles et 
restaure le nombre de récepteurs initialement présents dans les DRM. Ces données suggèrent 
donc que les récepteurs se redistribuant dans les DRM seraient des récepteurs en état de haute 
affinité pour l’agoniste stabilisés par les protéines G. De plus, l’analyse de la quantité de 
récepteurs dans les DRM est plus faible lorsque ces fractions sont issues de membranes CHO-
T7-hMOR préalablement déplétées en cholestérol, suggérant donc une corrélation entre la 
quantité de cholestérol et la présence du récepteur dans les DRM.  
Le cholestérol étant une molécule capable de moduler l’activité de protéines 
transmembranaires, soit par des interactions directes soit de façon indirecte en modifiant les 
propriétés physiques des membranes, nous nous sommes donc focalisés dans la suite de ces 
travaux sur le rôle du cholestérol sur la fonctionnalité des récepteurs hMOR et hDOR. Les 
résultats obtenus pour les deux récepteurs montrent clairement l’implication du cholestérol 
dans la modulation de leur activité. Toutefois, les deux récepteurs montrent une modulation 
différente de leur pharmacologie au regard du cholestérol. Dans les membranes déplétées en 
cholestérol, le nombre de sites totaux n’est pas affecté en présence de ligand antagoniste pour 
hMOR contrairement à hDOR. En revanche, la liaison des ligands agonistes spécifiques des 
deux récepteurs est affectée ainsi que la liaison des protéines G. Dans les deux cas, la 
recomplémentation en cholestérol restaure pleinement les propriétés pharmacologiques des 
deux récepteurs. Ces résultats montrent dans le cas du récepteur hDOR différents pools de 
récepteurs, l’un requérant la présence d’un environnement riche en cholestérol, l’autre un 
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environnement appauvri en celui-ci. Même si les fractions insolubles en détergent obtenues ne 
sont pas le reflet de la totalité des domaines membranaires enrichis en cholestérol dans les 
cellules in vivo, il a pu être mis en évidence une corrélation entre les données de 
pharmacologie et la distribution du récepteur hDOR dans les fractions solubles et insolubles 
en détergent. En effet, l’étude pharmacologique montre la présence d’une fraction de 
récepteurs stabilisés par les protéines G dans un environnement pauvre en cholestérol, et 
l’isolement des fractions solubles et insolubles en détergent révèle qu’une partie des 
récepteurs étant à l’état basal dans des domaines pauvres en cholestérol et stabilisés par les 
protéines G se relocalisent dans les DRM (riches en cholestérol) sous l’action d’un ligand 
agoniste. Pour le récepteur hMOR, ces travaux ont montré que les récepteurs présents dans les 
DRM étaient en état de haute affinité pour l’agoniste, et qu’ils représentent 25% de ce pool 
initial de récepteurs dans ces fractions membranaires d’après les données pharmacologiques. 
Le cholestérol serait responsable de leur maintien dans cet état de haute affinité pour 
l’agoniste.  
Dans les deux études, les récepteurs hMOR et hDOR existeraient donc dans la 
membrane dans des états conformationnels distincts, certains étant dépendants de la 
concentration locale en cholestérol pour leur maintien en état de haute affinité pour l’agoniste.  
 
La dernière partie de ce travail a consisté à reconstituer le récepteur hDOR dans des 
protéoliposomes de longueur de chaîne d’acide gras variable, en présence ou non de 
cholestérol. Le choix du récepteur hDOR plutôt que le récepteur hMOR pour essayer de voir 
si les différents états conformationnels du récepteur étaient dus à des interactions directes ou 
non avec le cholestérol a été motivé par plusieurs études réalisées sur le récepteur δ aux 
opioïdes (Salamon et al. 2000; Alves et al. 2005a ). Ces résultats sont compatibles avec de 
récents travaux montrant, grâce à une sonde pyrène cholestérol développée au laboratoire, une 
diminution de la polarité de la membrane plasmique lors de la liaison d’un ligand agoniste sur 
le récepteur δ aux opioïdes. Cette modulation de la polarité peut être expliquée par une 
modulation de l’épaisseur de la membrane au voisinage des récepteurs, compatible avec un 
mécanisme de tri moléculaire (Le Guyader et al. 2007). Le protocole mis au point pour 
réaliser les expériences de fusion a permis de limiter la durée des manipulations mais aussi 
d’obtenir une reconstitution totale et homogène du hDOR dans différents types de liposomes. 
De plus, les études pharmacologiques ont montré que le récepteur pouvait reconnaître ses 
ligands agoniste et antagoniste, suggérant que notre protocole a permis de reconstituer le 
récepteur hDOR sous une forme fonctionnelle.  
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Les perspectives à ce travail à court ou moyen terme sont multiples. En ce qui 
concerne les expériences de solubilisation des membranes visant à étudier la distribution des 
récepteurs hMOR et hDOR dans les fractions membranaires isolées, il serait intéressant de 
tester la présence également des partenaires de signalisation associés à ces deux RCPG. Les 
rafts constitueraient en effet une plate-forme de signalisation favorisant la rencontre entre les 
différents partenaires d’une voie de transduction du signal. La présence à l’état basal voire la 
relocalisation d’une partie des protéines Gi/o et de l’adénylate cyclase dans la fraction DRM, 
bien que ne contenant qu’une faible proportion de récepteurs, pourrait donner des pistes 
intéressantes quant à la signalisation de ces récepteurs dans les systèmes cellulaires étudiés. 
De la même manière, les conséquences de la déplétion des membranes en cholestérol au 
niveau pharmacologique sur la réponse de l’adénylate cyclase pourrait permettre de voir si ces 
effets de la déplétion s’étendent aux effecteurs ou bien s’il reste suffisamment de protéines G 
malgré tout activées pour avoir une réponse maximale de l’adénylate cyclase. Ces 
considérations mettent également en évidence qu’il serait important de pouvoir observer 
l’effet du cholestérol sur l’activité des deux récepteurs dans des conditions de déplétion de 
100% afin de pouvoir déterminer précisément le nombre de récepteurs dans chaque pool 
décrits antérieurement. Une méthode permettant de s’affranchir de la présence totale du 
cholestérol dans les membranes serait évidemment de reconstituer le récepteur purifié dans 
des protéoliposomes. Cependant, comme cela a été décrit précédemment, la purification des 
RCPG reste ardue ; la procédure envisagée dans ce travail apparaît donc comme une bonne 
alternative. Les résultats que nous avons en effet obtenus sur le récepteur hDOR non purifié 
montrent une bonne « dilution » du cholestérol dans les protéoliposomes car il permet la perte 
d’environ 90% de la quantité de cholestérol présente dans les membranes natives.  
Les résultats des expériences de reconstitution montrent clairement que le récepteur 
hDOR est actif, mais la gamme de concentration de ligand utilisée n’a pas permis la 
visualisation d’une courbe de saturation. Dans ce cas, il serait intéressant d’élargir la gamme 
de concentration pour tenter de le visualiser et ainsi obtenir des informations 
complémentaires. Pour ce faire, il faudrait réaliser des dilutions isotopiques, puisque la 
limitation de ce type de manipulation réside dans la concentration des ligands radioactifs 
commerciaux qui n’est pas assez importante. Ceci pourrait être appliqué à la diprénorphine, 
mais également à la deltorphine II, puisque aucune liaison directe n’a pu être mesurée avec ce 
ligand agoniste, bien que l’on ait un déplacement de la liaison de la 3H-diprénorphine par le 
DPDPE, suggérant une liaison sur les sites de basse affinité. La restauration de la liaison de 
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haute affinité pour l’agoniste réside probablement dans le couplage avec les protéines G. Le 
fait que l’ajout de manière exogène de protéines G n’ait pas amélioré la liaison de l’agoniste 
peut résulter de différents problèmes méthodologiques (concentration trop faible en protéine 
G, sens d’insertion du récepteur dans les liposomes, …). Il serait donc intéressant de 
reconstituer un récepteur chimérique fusionné avec une protéine G dans ces vésicules 
lipidiques. Si des liaisons saturables étaient obtenues, il serait également intéressant, pour 
apporter une meilleure compréhension d’un rôle direct ou indirect du cholestérol, 
d’augmenter l’épaisseur membranaire non plus par du cholestérol mais par des n-alcanes par 
exemple. L’ajout d’ergostérol dans les membranes de cellules de mammifères préalablement 
déplétées en cholestérol a montré qu’une partie des propriétés pharmacologiques était 
restaurée pour hMOR, tandis que le hDOR a recouvré une pleine fonctionnalité. L’expression 
de RCPG dans un système hétérologue peut également être une alternative intéressante et a 
été réalisée au sein de l’équipe sur le récepteur µ aux opioïdes exprimé chez la levure S. 
cerevisiae (Lagane et al. 2000). Il a été montré que le récepteur hMOR exprimé dans des 
membranes de cette levure (contenant naturellement de l’ergostérol) est maintenu dans un état 
de basse affinité pour l’agoniste et retrouve une haute affinité dans les membranes déplétées 
en ergostérol puis recomplémentées en cholestérol. L’affinité de la liaison de la diprénorphine 
pour le récepteur demeure quant à elle inchangée dans tous les cas. Réaliser ce type 
d’expériences sur ce modèle avec le récepteur hDOR serait intéressant, toutefois, les résultats 
obtenus dans S. cerevisiae peuvent résulter d’un mauvais repliement du hMOR. Cette levure a 
la machinerie permettant de modifier post-traductionnellement les protéines mais pas de la 
même manière que dans des cellules de mammifères. Une autre levure tendrait aujourd’hui à 
être un meilleur système pour l’expression de protéines membranaires : Pichia pastoris. Ce 
système apparaît plus pertinent car les modifications post-traductionnelles des protéines 
exprimées par cette levure sont plus proches de celles de ces mêmes protéines exprimées 
naturellement dans les cellules de mammifères dont elles sont issues. Une analyse 
comparative tout d’abord de la modulation de l’activité du hMOR exprimé dans ces deux 
systèmes, puis du hDOR et de hMOR dans P. pastoris, peut apporter des informations 
complémentaires quant à leur dépendance fonctionnelle vis-à-vis de la présence ou non d’un 
des deux stérols, ainsi que l’implication éventuelle des protéines G dans leur maintien dans 
état conformationnel donné.  
La purification des récepteurs membranaires, notamment les RCPG, reste un enjeu 
majeur dans la compréhension des mécanismes moléculaires sous tendant les fonctions et les 
interactions de ces récepteurs avec leurs partenaires. La cristallisation récente du récepteur β2 
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adrénergique sous forme dimérique et en présence de cholestérol (Cherezov et al. 2007) 
soulève d’autant plus la question de l’importance du cholestérol dans la stabilisation de 
certains états conformationnels des récepteurs mais également du rôle de la dimérisation des 
RCPG dans leur fonction.  
Comme cela a déjà été évoqué, notre approche consistant à reconstituer le récepteur 
non purifié hDOR dans des liposomes peut tout de même apporter des informations 
supplémentaires aux questions posées. Plusieurs travaux ont en effet montré que le récepteur 
hDOR pouvait s’homodimériser (McVey et al. 2001; Audet et al. 2008 ). Il serait donc 
intéressant par des approches non invasives telles que le BRET de marquer le récepteur, 
fusionné ou non à une protéine G, et regarder l’effet d’une modulation de la teneur en 
cholestérol membranaire en présence de différents ligands, puisque la dimérisation des RCPG 
suggère un niveau supplémentaire de compartimentation des récepteurs dans des domaines 
membranaires restreints.  
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Matériel et méthodes 
 
 
Biologie moléculaire 
 
Préparation des acides nucléiques 
 
L’extraction des ADN plasmidiques de cultures bactériennes a été effectuée à l’aide 
des kits QIAprep Spin Miniprep et QIAfilter Plasmid Maxiprep (QIAGEN) selon la quantité 
voulue et conformément aux instructions du fabricant. Brièvement, après une lyse alcaline des 
bactéries, les ADN sont retenus respectivement sur une membrane de silice ou sur une 
colonne échangeuse d’anions, puis s’ensuivent les étapes de lavage et d’élution de ces ADN.  
Après découpage du fragment d’ADN d’intérêt dans le gel, l’ADN est extrait du gel et purifié 
avec le kit QIAquick gel extraction (QIAGEN), protocole qui permet la purification sur gel de 
silice. 
 
Digestions enzymatiques 
 
1 µg d’ADN est digéré dans un volume réactionnel de 25 µl, avec 0.5 à 1 unité 
enzymatique, le tampon approprié et de l’eau. Chaque essai est ensuite incubé 1h30 à la 
température spécifique de chaque enzyme de restriction. 
 
Electrophorèse d’ADN  
 
Toutes les extractions d’ADN, amplifications par PCR et digestions enzymatiques ont 
fait l’objet de vérification de leur taille et de leur intégrité par électrophorèse sur gel 
d’agarose. Les échantillons sont déposés avec du tampon de dépôt (bleu de bromophénol 1%, 
Tris 10 mM, EDTA 100 mM, glycérol 50%, SDS 1%) sur un gel d’agarose 1% dans du TBE 
1X (0.1 M Tris, 0.09 M Borate, 0.001 M EDTA). Après migration, les fragments d’ADN sont 
visualisés par incorporation de bromure d’éthidium dans le gel et excitation aux ultraviolets.  
Le marqueur de poids utilisé est le 1kb DNA ladder (Biolabs). 
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Amplification par PCR 
 
Elle est réalisée dans un volume réactionnel total de 50µl contenant 50 µg de plasmide 
comme ADN matrice, 500ng de chaque amorce nucléotidique, 200µM final de dNTP, 2% de 
DMSO (limite les interactions non spécifiques potentielles), 1 unité d’enzyme Pfu DNA 
polymerase et 1X final de tampon de réaction fourni à 10X pour l’enzyme (tampon 1X : 20 
mM Tris-HCl pH 8.8, 10 mM KCl, 10mM (NH4)2SO4, 2 mM MgSO4, 1% Triton X-100, 
100µg/ml BSA sans nucléase). Les échantillons sont ensuite placées dans un thermocycleur 
qui permet, après un premier cycle d’une minute de dénaturation de l’ADN matrice à 94°C, 
une succession de cycles de dénaturation des brins d’ADN néosynthétisés (94°C), 
d’hybridation (65°C), et d’élongation à la température d’action de l’enzyme Pfu DNA 
polymerase (72°C). Les produits de ces amplifications ont ensuite été analysés sur gel 
d’agarose. 
 
Clonage du récepteur hDOR taggé  
 
L’ADNc du récepteur humain delta aux opioïdes (hDOR), cloné dans le plasmide 
pcDNA3.1/Amp, nous a été envoyé par l’équipe du Dr B. Kieffer.  
Le récepteur hDOR a été amplifié par PCR, à partir d’amorces permettant de déléter les 
codons ATG et stop, mais également d’introduire des sites de restrictions, comme le montre la 
figure a ci-dessous.  
 
A/ 5’- CAC GTG TAC GTA GAA CCG GCC CCC TCC GCC GGC -3’ 
               Pml I        Sna BI 
B/ 5’- G TCT AGA TTA GCT AGC GGC GGC AGC GCC ACC GCC GGG -3’ 
       Xba I                   Nhe I 
Figure a : Amorces nucléotidiques utilisées pour l’amplification par PCR 
A/ amorce sens, permettant d’introduire les sites de restriction Pml I et Sna BI 
B/ amorce antisens, permettant d’introduire les sites de restriction Xba I et Nhe I 
 
 
Après digestion par les enzymes de restriction Sna BI et Nhe I, le fragment d’ADN 
contenant la séquence codant pour le récepteur hDOR est inséré dans un vecteur de clonage.  
Dans le but de pouvoir détecter le récepteur hDOR, une protéine de fusion contenant le 
récepteur, une eGFP (enhanced Green Fluorescent Protein), l’épitope T7tag  a été réalisée. 
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Une construction similaire avait été faite dans l’équipe par Gérald Gaibelet, constituée du 
peptide signal clivable de la sous-unité α7 du récepteur nicotinique à l’acétylcholine (PS), 
d’un épitope T7tag, du récepteur CCR5 et d’une eGFP (Gaibelet et al. 2006), intégrés dans le 
plasmide pBluescript SK+.  
Le fragment CCR5 a été ôté après digestion de ce plasmide par les enzymes de 
restriction Sma I et Nhe I, et le produit PCR purifié contenant la séquence codant pour le 
récepteur hDOR a été ligaturé au vecteur, permettant d’obtenir la protéine chimérique 
représentée sur la figure b. La ligature est réalisée en présence du vecteur, de l’insert, de 
l’enzyme T4 DNA ligase et de son tampon approprié dans un volume final de 25 µl sur la nuit 
à 16 °C. 
       
 
Figure b : représentation schématique de la construction PS-T7-hDOR-eGFP utilisée. 
 
Des bactéries E. Coli DH5α chimiocompétentes sont ensuite transformées par le 
produit de ligature par choc thermique pendant 50 secondes à 37°C après 30 min de contact 
au froid entre l’ADN et les bactéries. Les bactéries sont ensuite incubées à 37°C pendant une 
heure sous agitation (250 rpm), avant d’être étalées sur boites de gélose de LB supplémenté 
en antibiotiques nécessaires à la sélection des transformants. Les boîtes sont ensuite mises à 
37°C sur la nuit. 
Après contrôle de la qualité de la construction réalisée par analyse sur gel d’agarose de 
fragments digérés par des enzymes de restriction et séquençage, la protéine de fusion a été 
sous-clonée dans le vecteur d’expression eucaryote pRC/CMV, au niveau des sites de 
restriction Hind III et Xba I. 
 
 
Culture cellulaire 
 
Milieu utilisé 
Les cellules utilisées sont issues de souche cellulaire HEK-293T (cellules de rein 
embryonnaire humain), exprimant de façon stable le récepteur hDOR fusionné à une séquence 
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T7 en N-terminal et à une EGFP en C-terminal. Les cellules sont cultivées à 37°C dans une 
atmosphère saturée en eau et à 5 % CO2. Le milieu de culture dit « complet » est du DMEM 
(Dulbecco’s Modified Eagle Medium, Gibco), contenant du glutaMAX, 10 % de sérum de 
veau fœtal (v:v), de 400 µg/ml de généticine, de 50 µg/ml de streptomycine et 50 IU/ml de 
pénicilline (Gibco BRL, France). 
 
Repiquage des cellules 
Les cellules sont classiquement repiquées 2 fois par semaine, lorsqu’elles sont à 
confluence. Le milieu est alors éliminé, les cellules sont rincées par 5 ml de PBS sans 
Ca2+/Mg2+, pH 7.4 (Gibco BRL, France) et incubées quelques minutes à 37°C avec une 
solution de trypsine à 0.05% (w/v),  0.02% EDTA dans du PBS sans Ca2+/Mg2+ pour décoller 
les cellules. Celles-ci sont ensuite dissociées mécaniquement par leur reprise avec du milieu 
de culture et repiquées au 1/8e dans de nouvelles boîtes. 
 
Congélation de cellules 
A partir d’une boîte de cellules (Ø = 10 cm) à confluence, pour faire 1 cryotube de 2 
ml.  
Après avoir enlevé le milieu, rincé et trypsinisé les cellules tel que décrit dans le paragraphe 
précédent, celles-ci sont centrifugées 5 min à basse vitesse. Une fois le surnageant éliminé, les 
cellules sont reprises par 2 ml de milieu « complet » mais sans généticine et contenant 10% 
(v:v) de DMSO. Le cryotube contenant ce mélange est placé dans une boîte à congélation et 
laissé à 4°C pendant une heure, avant que le tout ne soit transféré au congélateur à -80°C. Le 
cryotube sera ensuite stocké dans l’azote liquide. 
 
  
Transfections stables  
 
Des cellules sauvages HEK-293T ont été ensemencées dans deux boîtes de culture (Ø 
= 10 cm) à raison de 2 millions de cellules par boîte dans du milieu complet sans antibiotique 
de sélection. Après 24h, le milieu est ôté et remplacé par 3 ml de milieu complet sans 
antibiotique de sélection contenant 20 µg d’ADN et 30 µg de polybrène, et incubé 6 heures à 
l’étuve en remuant les boîtes doucement toutes les 90 min. Ce mélange est ensuite retiré et 
remplacé par 10 ml de milieu DMEM seul contenant 30 % de DMSO pendant 4 minutes à 
température ambiante. Après rinçage, 10 ml de milieu complet sans antibiotique de sélection 
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est ajouté dans les boîtes. Après 48 h, ce milieu est replacé par le même milieu auquel a été 
rajouté l’antibiotique de sélection (généticine 0.4 mg/ml) afin de sélectionner les clones 
positifs, c’est-à-dire les cellules ayant intégré de façon stable la protéine de fusion T7-hDOR-
eGFP. 
Environ 15 jours après le début de la sélection des clones, une vingtaine d’entre eux 
est repiquée individuellement. Brièvement, après élimination du milieu, rinçage par 5 ml de 
PBS sans Ca2+/Mg2+, et ajout de trypsine pour décoller les cellules, chaque clone est repris et 
repiqué dans un puits distinct. 
 
 
Traitement des cellules pour le FACS  
 
La quantification de la fluorescence de chaque clone est ensuite réalisée par cytométrie de 
flux.  
• Après élimination du milieu et rinçage par du PBS contenant 1.5 mM d’EDTA, 5 ml 
de ce PBS est ajouté par boîte puis elles sont incubées à l’étuve. 1 ml est utilisé pour  
être analysé par cytométrie de flux, le reste est centrifugé 5 min à basse vitesse et les 
cellules culotées sont resuspendues dans du milieu « complet » et réensemencées. 
L’appareil utilisé est le FACSCalibur de BECTON DICKINSON, avec le logiciel 
Cell-Quest. 
 
• Les clones les plus fluorescents ont été sélectionnés pour que les cellules les plus 
fluorescentes de ces clones soient sélectionnées. Cela a été réalisé grâce au trieur de 
cellules à haute vitesse Epics ALTRA (Beckman-Coulter) situé à l’IFR 30 de Purpan 
avec le Dr F. Lfaqihi.  
Après élimination du milieu, 0.9 ml de  DMEM (sans rouge de phénol) contenant 0.1 
mg/ml BSA, 25 mM Hepes pH 7.4 et 1.5 mM EDTA est ajouté dans chaque boîte 
contenant un des  clones sélectionnés. Après 45 min d’incubation à l’étuve, les cellules 
sont resuspendues par la même solution afin d’obtenir une concentration finale de 1 
million de cellules/ml. Ces suspensions sont analysées et les 0.5 à 5 % des cellules les 
plus fluorescentes contenues dans le mélange sont sélectionnées et rassemblées dans 
un tube contenant 500 µl de sérum de veau fœtal. A la fin du tri, ces 500 µl sont repris 
et les cellules sont réensemencées dans des plaques 6 puits (Nunclon). 
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Préparation de membranes plasmiques totales 
 
Les cellules entières sont récupérées après lavage dans un tampon phosphate salin PBS 
(Gibco), par centrifugation à 500 g pendant 5 minutes (centrifugeuse Jouan N96). Toutes les 
étapes suivantes se font à 4°C. Les culots cellulaires sont repris dans un tampon  TE contenant 
50mM de Tris-HCl pH7.4 additionné d’EDTA (Sigma) 1mM et d’un mélange d’antiprotéases 
(Complete Mini Roche) tel que la DO à 650 nm de la solution soit comprise entre 0.7 et 1 
unité de DO. Les cellules sont alors lysées grâce à une bombe à azote à 4°C à 30 atmosphères 
pendant 10 minutes. Le produit obtenu est centrifugé à 1600 g pendant 10 minutes. Le 
surnageant alors récupéré est centrifugé à 100000 g pendant 40 minutes (rotor Ti50, 
ultracentrifugeuse Optima LE-80K Ultracentrifuge Beckman Coulter). Le culot membranaire 
est resuspendu dans le tampon TE avant d’être conservé à –80°C. 
 
 
Extraction des lipides totaux des membranes 
 
La méthode utilisée est celle de Bligh et Dyer (Bligh and Dyer 1959). Les membranes 
en solution sont complétées à 800µL avec de l’eau milliQ avant d’ajouter un mélange 
contenant 1mL de chloroforme et 2mL de méthanol. Après 1 heure à température ambiante, le 
mélange est centrifugé à 3000g pendant 15 minutes à 4°C (centrifugeuse Jouan N96). Le 
surnageant récupéré est additionné de 1mL d’eau milliQ et de 1mL de chloroforme puis 
vortexé avant centrifugation dans les mêmes conditions. La phase chloroformique récupérée 
est enfin séchée sous flux d’azote à 50°C puis sous vide pendant 1 heure. Le produit sec peut 
ainsi être conservé à 4°C. Pour faire les dosages lipidiques, il sera repris dans 300µL de 
chloroforme. 
 
 
Dosages biochimiques 
 
Protéines et phosphatase alcaline 
 
- Les protéines sont dosées selon la méthode de Lowry (Lowry 1951), avec une gamme 
de BSA (entre 0 et 50 µg) comme étalon. l’absorbance est mesurée à 750 nm (UV/VIS 
Spectrometer Lambda 16, Perkin Elmer).  
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- L’activité phosphatase alcaline est déterminée en utilisant le p-nitrophenylphosphate 
(PNPP). 1 ml de tampon Tris 200 mM (pH 10.2) contenant 4 mM de MgCl2, 275 mM 
de mannitol et 16 mM de PNPP est ajouté à 100µl d’échantillon à doser. Après une 
heure d’incubation à 37 °C, l’absorbance est mesurée à 405 nm (UV/VIS 
Spectrometer Lambda 16, Perkin Elmer).  
 
Phospholipides 
 
Les phospholipides membranaires sont extraits selon la méthode précédemment 
décrite (Bligh and Dyer 1959). Une gamme étalon est réalisée avec une solution 
d’hydrogénure de phosphate de sodium 0.25 mM (0-150 nmoles de phosphore minéral). Le 
phosphate est dosé par colorimétrie à 660 nm (Rouser et al. 1970). 
 
Stérols 
 
Ce dosage colorimétrique utilise la réaction de Zak (Zak et al. 1954). Une gamme 
étalon est faite avec une solution de stérol à 1mg/ml entre 0 et 100 µg. Les échantillons testés 
(en solution chloroformique), dont les lipides totaux ont été préalablement extraits, sont 
séchés avec la gamme sous flux d’azote. 1.5 mL d’acide acétique est ajouté aux échantillons 
secs, suivi de l’addition 1 mL d’une solution de FeCl3 (préparée dans de l’acide 
orthophosphorique) diluée au 1/12.5e dans de l’acide sulfurique 95%. La mesure de DO est 
réalisée à 550nm avec le spectrophotomètre (UV/VIS Spectrometer Lambda 16, Perkin 
Elmer). 
 
 
Analyse des lipides par chromatographie sur couche mince 
 
Les extraits lipidiques totaux des échantillons sont déposés sur une plaque de silice 
(Kiesegel 60 CF254, Merck) qui est placée dans une cuve chromatographique contenant un 
mélange chloroforme/méthanol/eau (65/25/4 v/v/v). La migration s’effectue à 4°C pendant 1 
heure. La plaque est séchée puis les lipides sont révélés par vaporisation d’acide sulfurique à 
50% et chauffage de la plaque. La quantification des différentes espèces lipidiques présentes 
dans un échantillon donné est réalisée à partir d’une gamme (12.5 à 50 µg) de lipides 
standards : cholestérol, PE (phosphatidyléthanolamine), PG (phosphatidylglycérol), PS 
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(phosphatidylsérine), PI (phosphatidylinositol), PC (phosphatidylcholine) et SM 
(sphingomyéline). L’analyse des spots et leur quantification sont effectués grâce au logiciel 
ImageJ. 
 
 
Modification de la teneur en cholestérol de préparations membranaires 
 
Déplétion en cholestérol 
 
Elle se fait avec des solutions de méthyl- b -cyclodextrines (Sigma) à 5 mM, 10 mM ou 
20 mM. 2 mg de protéines membranaires (0,75 mg/ml au final) sont incubées une heure à 
température ambiante avec une des solutions de M b CD en présence du tampon TE. Après 
centrifugation à 100000g pendant 15 minutes à 4°C (rotor TLA100.4, Optima TLX 
Ultracentrifuge Beckman ), le culot est repris dans le tampon TE. 
 
Recomplémentation en stérol 
 
Afin de recharger en stérol des membranes ayant été préalablement déplétées ou non, 
des complexes stérol/Mb CD de la stœchiométrie désirée sont préparés. 50µl d’une solution de 
cholestérol (8.6 mg de cholestérol dans 100µl d’isopropanol), ou 100µl d’une solution 
d’ergostérol (4.4 mg d’ergostérol dans une solution de CHCl3/CH3OH 9/1 v/v) est ajoutée à 
10ml d’une solution de Mb CD à 40 mM et ceci à 70°C et sous agitation, permettant d’obtenir 
des complexes cholestérol/Mb CD 1/9 ou 1/36 (mol/mol) respectivement.  
0,5 mg/ml de membranes sont incubées 30 minutes à température ambiante en 
présence d’un volume équivalent de complexes stérol/M b CD afin d’obtenir une concentration 
finale de 0,25 mg de protéines/ml. Un dosage des protéines est effectué sur les membranes 
déplétées avant leur recomplémentation car la centrifugation entraîne une perte de protéines.  
 
 
Expériences de liaison à l’équilibre 
 
Produits commerciaux utilisés 
[3H ]-Diprénorphine (Perkin Elmer Life Science) 
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[3H ]-Deltorphine II (Perkin Elmer Life Science) 
Diprénorphine (Reckitt and Colman, Kingston upon Hull, UK) (figure c) 
Deltorphine II (Sigma, St Louis, MO) (figure c) 
DPDPE (Sigma, St Louis, MO) (figure c) 
 
 
 
Figure c : Structure des différents ligands utilisés. 
A/ Diprénorphine, antagoniste alcaloïdique non sélectif du récepteur δ 
B/ DPDPE (Tyr-D-Pen-Gly-Phe-D-Pen, ayant un pont disulfure entre les deux pénicillamines), agoniste 
sélectif du récepteur δ 
C/ Deltorphine II (Tyr-D-Ala-Phe-Glu-Val-Val-Gly amide), agoniste sélectif du récepteur δ 
 
 
Expériences de saturation de la liaison à l’équilibre 
 
Les essais sont réalisés en présence de membranes (5-20 µg) issues des cellules 
surexprimant la chimère T7-hDOR-eGFP, de concentrations croissantes de ligand radioactif 
agoniste [3H]-Deltorphine II ou antagoniste [3H]-Diprénorphine, dans un volume final de 
500µl de tampon Tris 50mM pH 7.4 additionné de BSA à 0.1 mg/ml et, dans certaines 
expériences, de 100 µM de GppNHp (Sigma). La liaison non spécifique est déterminée dans 
A 
B C 
  
 
176 
les mêmes conditions en présence de ligand non marqué en excès (1 µM). Les essais sont 
incubés 1 heure à 25°C et filtrés sur des filtres GB/F Whatman préalablement incubés au 
moins une heure dans une solution de polyéthylènimine 0.03% (Sigma). Les filtres sont lavés 
par 3 fois 4 ml de tampon Tris 10 mM pH 7.4. La radioactivité est comptée dans 3 ml de 
liquide scintillant Beckman ‘Ready protein plus’ dans un compteur Packard Tri-Carb 2100 
TR. 
L’analyse des résultats est faite grâce au logiciel Prism qui ajuste les points expérimentaux 
avec des courbes théoriques d’équation :  
[R-L]eq = (Bmax * [L]eq) / (Kd + [L]eq) s’il y a une classe de sites. 
[R-L]eq  = (Bmax1 * [L]eq) / (Kd1 + [L]eq) + (Bmax2 * [L]eq) / (Kd2 + [L]eq) pour deux 
classes de sites. 
Avec [R-L], la concentration en ligand lié au récepteur, et [L]eq, la concentration en ligand 
libre à l’équilibre. 
Le Bmax représente la capacité maximale de liaison et peut s’exprimer en cpm, nombre de 
sites/cellule, pmol/mg de protéines. Le Kd est la constante de dissociation et s’exprime en 
mol/l (M). Une bonne affinité est caractérisée comme étant de l’ordre du nanomolaire. 
 
Expériences de déplacement de la liaison à l’équilibre (compétition) 
 
Ces expériences permettent de mesurer la liaison d’un ligand radioactif à une 
concentration donnée en présence de concentrations variables de ligand froid. Elles sont 
notamment utiles pour déterminer des faibles affinités puisque dans ce cas la concentration 
des ligands radioactifs commerciaux n’est pas suffisamment importante et est donc un facteur 
limitant. 
Les essais sont réalisés en présence de membranes (10 µg) issues des cellules 
surexprimant la chimère T7-hDOR-eGFP, de ligand radioactif antagoniste [3H]-
Diprénorphine en concentration constante (concentration équivalente au Kd), dans un volume 
final de 500µl de tampon Tris 50mM pH 7.4 additionné de BSA à 0.1 mg/ml, et en présence 
de concentrations croissantes de ligand froid (gamme entre 10-11 et 10-4 M final). La liaison 
totale maximale est réalisée en l’absence de ligand froid et la liaison non spécifique est 
obtenue en ajoutant de la diprénorphine froide en excès (1µM). Les essais sont incubés 1 
heure à 25°C et filtrés sur des filtres GB/F Whatman préalablement incubés au moins une 
heure dans une solution de polyéthylènimine 0.03% (Sigma). Les filtres sont lavés par 3 fois 4 
ml de tampon Tris 10 mM pH 7.4. La radioactivité est comptée dans 3 ml de liquide 
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scintillant Beckman ‘Ready protein plus’ dans un compteur Packard Tri-Carb 2100 TR. 
La constante de dissociation (Ki) est calculée à partir de l’équation (Cheng and Prusoff 1973):  
 
Ki = IC50 / (1+L/Kd) 
 
L représente la concentration en [3H]-diprénorphine libre 
Kd représente la constante de dissociation de la diprénorphine 
 
 
Expériences de binding du [35S]-GTPγS 
 
20 µg/ml de membranes sont incubées 1 heure à 30 °C dans du tampon I (150 mM 
NaCl, 20 mM Hépès pH 7.4, 3 mM MgCl2, 0.1 % BSA), avec 10µg/ml de saponine (Sigma), 
10-6 M GDP (Sigma), 0.066 nM de [35S]-GTPγS (1mCi/ml, Amersham Biosciences) et en 
présence de concentration croissante en ligand agoniste (entre 10-10 et 10-4 M). La 
détermination de l’activité basale est faite en l’absence de ligand agoniste. Chaque essai est 
ensuite filtré sur des filtres GB/F Whatman (préalablement incubés au moins une heure dans 
du tampon I à température ambiante) qui sont lavés 3 fois par 4 ml de tampon I froid. La 
radioactivité est comptée dans 3 ml de liquide scintillant Beckman ‘Ready protein plus’ dans 
un compteur Packard Tri-Carb 2100 TR. 
Les courbes dose-réponse sont analysées par le logiciel Prism 4 (Graph Pad Prism Software, 
USA) selon une régression non linéaire permettant la détermination du Emax (liaison 
maximale du [35S]GTPS) et de l’EC50 (effet pour lequel l’agoniste stimule 50 % de la 
liaison du [35S]GTPS). 
 
 
Mesure de l’accumulation de l’adénylate cyclase 
 
Les cellules T7-hDOR-eGFP sont ensemencées 48h avant l’expérience dans des 
plaques 6 puits à raison de 200.000 cellules par puits dans du milieu DMEM complet sans 
généticine. Ce milieu est ensuite enlevé et remplacé par 200 µl de milieu DMEM complet 
sans généticine additionné de 0.6µl d’adénine tritiée à 1 µCi/µl (Amersham Biosciences) et de 
2 µl d’adénine froide à 10-4 M (Sigma). Après 1 heure d’incubation à 37°C avec ce milieu de 
marquage, celui-ci est enlevé et les cellules sont rincées par du tampon KRH (Hepes Buffered 
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Krebs-Ringer Saline). L’activité de l’adénylate cyclase est alors stimulée 10 min à 37°C par 
5.10-5 M de Forskoline dans 200µl de KRH additionné d’inhibiteurs de dégradation de 
l’AMPc à une concentration finale de 10-4 M (Ro 20-1724 et IBMX, Sigma), en absence 
(stimulation maximale) ou en présence de ligand agoniste (gamme entre 10-12 et 10-5 M). 
D’autre part l’activité basale l’adénylate cyclase est obtenue avec un témoin non stimulé par 
la Forskoline. 
La réaction est ensuite stoppée par 20 µl d’HCl 2.2 N par puits. Les lysats cellulaires alors 
obtenus sont déposés sur une colonne d’alumine sèche (0.65g d’alumine par colonne, Sigma), 
qui est lavée par 5 ml d’HCl 5.10-3 M puis par 0.5 ml d’acétate d’ammonium 0.1 M. L’AMPc 
retenu sur les colonnes est ensuite élué par 2 ml d’acétate d’ammonium 0.1 M, auxquels sont 
ajoutés 9 ml de liquide scintillant Beckman ‘Ready protein plus’. La radioactivité est comptée 
dans un compteur Packard Tri-Carb 2100 TR. 
Les courbes dose-réponse sont analysées par le logiciel Prism 4 (Graph Pad Prism Software, 
USA) selon une régression non linéaire permettant la détermination de l’inhibition maximale 
et de l’EC50 (concentration correspondant à 50% de l’inhibition maximale).  
 
 
Expériences de solubilisation 
 
2 ml de membranes (6mg de protéines) sont incubées 30 minutes à 4°C en présence de 
concentrations croissantes de Triton X-100 (0.1 à 1%, v/v). L’efficacité de la solubilisation est 
observée selon 2 méthodes : par la mesure de la turbidité à 500 nm ou par centrifugation 
(100000 g, 15 min, 4°C, rotor TLA100.4, Optima TLX Ultracentrifuge Beckman), qui permet 
la séparation du matériel solubilisé (surnageant) du culot. Ce dernier étant ensuite resuspendu 
dans volume de tampon TE équivalent au surnageant. 
 
 
Isolement des fractions de faible densité sur gradient de saccharose 
 
Cas des fractions enrichies en cholestérol 
 
Après la solubilisation des membranes en Triton X-100, 2ml du lysat membranaire 
total, ou des fractions culot et surnageant séparées par centrifugation sont mélangés avec un 
volume équivalent de 70 % saccharose (w/v). A ce mélange à 35 % est ajouté successivement 
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4 ml de saccharose 30 % puis 3 ml de saccharose 5 %. Les gradients sont centrifugés à 
140000 g 18 heures 4°C (rotor SW41, ultracentrifugeuse Optima LE-80K Ultracentrifuge 
Beckman Coulter). Des fractions de 1 ml sont recueillies, dosées en terme quantité de lipides 
et protéines, et la mesure du pourcentage de sucrose et de la turbidité à 500 nm sont réalisés.  
 
 
 
Cas du récepteur hDOR reconstitué dans des liposomes 
 
Ce protocole consiste à déposer 1 ml de solution de protéoliposomes sur 9 ml de 
saccharose de 5 à 40 % (Dencher 1982). Les gradients sont ensuite centrifugés à 80000 g 4 
heures 4°C (rotor SW41, ultracentrifugeuse Optima LE-80K Ultracentrifuge Beckman 
Coulter). Cette technique permet de séparer les protéoliposomes du récepteur hDOR non 
reconstitué. 
 
 
Spectroscopie de fluorescence en mode stationnaire 
 
Les spectres d’émission de fluorescence ont été enregistrés sur un spectrofluorimètre 
SLM-Aminco, modèle 500, sur une plage de longueurs d’onde comprises entre 490 et 550 
nm, après avoir excité le chromophore (la eGFP) à 475 nm. Le pas d’incrémentation des 
monochromateurs est de 0.25 nm, les bandes passantes à l’excitation et à l’émission sont 
respectivement de 4 et 10 nm. Toutes les mesures ont été effectuées à température ambiante 
avec la même fonction appareil.  
 
Analyse quantitative du récepteur hDOR taggé par fluorescence 
 
 Des spectres de fluorescence ont été obtenus à partir d’une gamme allant de 0.1 à 0.6 
mg/ml de préparations membranaires contenant la protéine de fusion T7-hDOR-eGFP. Les 
paramètres utilisés sont ceux décrits dans le paragraphe précédent.  
Afin de s’affranchir de la contribution des effets de filtre interne et de diffusion, une équation 
permettant d’obtenir une courbe de régression non linéaire s’ajustant à la diffusion des 
préparations de membranes a été établie de façon empirique.  
La théorie de Rayleigh-Gans-Debye peut permettre de modéliser des liposomes unilamellaires 
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(de rayon inférieur à 100 nm) comme des sphères homogènes ayant des indices de réfraction 
moyens déterminés par le volume fractionnaire des lipides formant les vésicules (Matsuzaki et 
al. 2000). Dans ces conditions, la diffusion de la lumière d’une sphère peut donc être 
exprimée selon les équations 1 et 2 (Kucerka et al. 2004):  
a  = (2 p .R )/ l        Eq.1  
A(l ) = A(1)/ l 4 + A(0),    Eq.2 
Où a  représente un paramètre de taille, R le ratio du rayon de la particule et l  le faisceau de 
lumière incident dans le milieu.    
L’équation 2 nous permet de déduire l’équation empirique : 
A(l ) = A(1)/(l -490)A(2) + A(0) 
qui permet un ajustement de la diffusion des suspensions membranaires, en définissant les 
paramètres A(1), A(2) et A (0). 
 
 
Préparation de liposomes 
 
Les lipides (20 mg) sont dissous dans du chloroforme, séchés sous flux d’azote puis 
sous vide pendant au moins 2 heures. Ces résidus secs sont ensuite resuspendus par 1 ml de 
tampon MOPS 50 mM/KCl 150 mM pH 7.4 et vortexés 2 minutes. La solution est ensuite 
soniquée 8 minutes à 4°C (Vibra-cell, puissance 40 watts, pulse 2 secondes). Les vésicules 
obtenues (SUVs) sont relaxées une nuit à 4 °C pour obtenir des LUVs. 
 
 
Reconstitution du hDOR dans des protéoliposomes 
 
Des membranes (10mg/ml) sont incubées 10 min à 4°C en présence de diprénorphine 
froide et de n-dodécyl-β-D-maltoside (DM) tel que leur concentration finale est de 1 µM et 30 
mM respectivement puis centrifugées à 100000 g pendant 40 min à 4°C (rotor Ti50, 
ultracentrifugeuse Optima LE-80K Ultracentrifuge Beckman Coulter). Le surnageant, 
correspondant au matériel totalement solubilisé, est dosé en terme de protéines. 1mg de 
surnageant est mélangé à 100µl de liposomes à 20 mg/ml préalablement saturés par 25µl de 
DM 0,1 M, en présence de MgCl2 (1mM final). 
Le retrait du détergent se fait sous agitation à 4°C par ajouts successifs de SM2-Biobeads : 10 
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mg pendant 2 heures, 20 mg pendant 1 heure, 100 mg sur la nuit. Après sédimentation des 
SM2-Biobeads, le surnageant est récupéré et centrifugé à 100000 g pendant 15 minutes à 4°C 
(rotor TLA100.4, Optima TLX Ultracentrifuge Beckman). Le culot obtenu (contenant les 
protéoliposomes) est ensuite lavé par centrifugation et repris dans le tampon TE, puis analysé 
en terme de quantité de protéines, lipides et mesure d’activité du récepteur. Une partie de 
l’échantillon est déposé sur un gradient de saccharose pour vérifier la qualité de la 
reconstitution. 
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Lipid rafts depicted as densely packed and thicker membrane microdomains, based on the dynamic clustering
of cholesterol and sphingolipids, may help as platforms involved in a wide variety of cellular processes. The
reasons why proteins segregate into rafts are yet to be clarified. The human delta opioid receptor (hDOR)
reconstituted in a model system has been characterised after ligand binding by an elongation of its
transmembrane part, inducing rearrangement of its lipidmicroenvironment [Alves, Salamon, Hruby, and Tollin
(2005) Biochemistry 44, 9168–9178]. We used hDOR to understand better the correlation between its function
and its membrane microdomain localisation. A fusion protein of hDOR with the Green Fluorescent Protein
(DOR⁎) allows precise receptormembrane quantification. Herewe report that (i) a fraction of the total receptor
pool requires cholesterol for binding activity, (ii) G-proteins stabilize a high affinity state conformation which
does not seem modulated by cholesterol. In relation to its distribution, and (iii) a fraction of DOR⁎ is
constitutively associated with detergent-resistant membranes (DRM) characterised by an enrichment in lipids
and proteins raftmarkers. (iv) An increase in the quantity of DOR⁎was observed upon agonist addition. (v) This
DRM relocation is prevented by uncoupling the receptor–G-protein interaction.
Crown Copyright © 2008 Published by Elsevier B.V. All rights reserved.
1. Introduction
Almost 20 years ago, the selective lateral confinement of lipids and
proteins to discrete regions in the cell plasma membrane was
conceived as functional lipid microdomains, crucial to the function
of various biological processes [1]. Indeed, these microdomains
probably provide dynamic fluid platforms that segregate membrane
components and serve to localise the requisite components with a
high concentration, allowing the specificity and the efficiency of
responsiveness [2,3]. Thus, direct information relating to the lipid and
protein composition of these microdomains, and the identification
and characterisation of the driving forces involved in their sorting are
subjects of intense investigation [1,4].
The ability of lipids to exist in several phases, including gel, liquid-
ordered (lo) and liquid-disordered states (ld), and to promote
particular lipid segregation in a lipid mixture was revealed by model
membrane studies. However, rapid lateral exchanges of lipids within
this bilayer has been reported [5,6]. lo is characterised by tight acyl-
chain packing, correlatedwith extended acyl-chains and a high degree
of acyl-chain order, allowing greater hydrophobic thickness than the
average thickness of the lipid mixture. lo is observed if high concen-
trations of cholesterol (N30% mol/mol) are mixed with phospholipids
(PL) that possess saturated fatty acyl-chains [7]. Cholesterol preferen-
tially interacts with these PL and consequently promotes lo/ld phase
separation in particular lipid mixtures. Sphingomyelin strengthens
these domain formations, due to its acylation and its hydrogen
bonding with cholesterol [8].
The question of whether lipid rafts, depicted as small platforms in
the lo state, exist in the plasma membrane of eukaryotic cells has
received much attention over the last few years [9,10]. Indeed, cellular
plasma membranes are characterised by a relatively high cholesterol
content. They are also characterised by the presence of sphingolipids,
especially glycosphingolipid, which differ from most biological
phospholipids as they contain long, largely saturated acyl-chains.
The most compelling piece of evidence for the existence of rafts is
based on the observation that a subset of membrane components is
resistant to solubilisation with non-ionic detergents at low tempera-
tures. As expected, the purified detergent-resistant membrane frac-
tions (DRMs) are enriched in saturated lipids, sphingomyelin and
cholesterol [11] even if the conditions of solubilisation depend strongly
on the class of detergent, on the starting material (whole cells or
isolated membranes) [12–14] and on the detergent to membrane lipid
ratio [15].
The raft regions are also believed to be selective in the membrane
protein lateral distributions. Indeed, biochemical analysis of the
protein content of DRMs, isolated from several cell types, show a
striking concentration of membrane proteins modified by saturated
chain lipids, such as Thy-1 (GPI-anchored), LAT (dual palmitoylated)
and Lck (myristoylated and palmitoylated), and α subunits of the
heterotrimeric G-proteins. They appear to be targeted to rafts, as a
result of post-translational modification with saturated lipids [2,16].
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Rafts may contribute to the regulation of membrane function, and
thus the membrane partitioning of proteins, including signalling
molecules, has been extensively studied [3,17]. Generally, association
with DRMs was used as a criterion for estimating whether a protein
associates with lipid rafts, but how this is achieved and the specific
effects of selected lipid components remain unclear.
In this study, we focused on hDOR. This receptor appears to be a
good candidate for analysing its partitioning in plasma membrane.
Studies on reconstituted hDOR in planar-supported bilayers have
shown that binding of an agonist to hDOR induces an elongation of the
transmembrane hydrophobic part of the receptor and a rearrange-
ment of the surrounding lipid microenvironment [18–20]. These
studies suggest that hydrophobic matching between the receptor and
the lipid is a driving force for receptor trafficking.
Rafts are characterised by being thicker than the surrounding
liquid-disordered regions; thus, we analysed the importance of rafts in
hDOR activity expressed in an HEK cell line (i) by measuring the
influence of membrane cholesterol content on ligand and G-protein
binding, and (ii) by analysing hDOR partitioning in various extracted
membranes and its redistribution upon ligand binding. The use of a
fusion protein of hDOR with a Green Fluorescent Protein (DOR⁎)
allowed a precise receptormembrane quantification [21].We show, by
modulating the cholesterol content in themembrane, usingMethyl-β-
cyclodextrin (MβCD), that a fraction of DOR⁎ requires cholesterol for
activity. DRMs were then isolated and characterised by solubilisation
with cold Triton X-100 (TX-100) using various TX-100 concentrations
[14]. Our data show that a fraction of DOR⁎ appears unsolubilised by
cold TX-100. We estimated the amount of receptors constitutively
associated with the DRMs subset and upon ligand binding. Finally, we
discussed whether the observed DOR⁎ regulation by cholesterol was
dependent on its localisation in rafts.
2. Materials and methods
2.1. Chemicals
[3H]Diprenorphine (DPN) (50 Ci/mmol) and [3H]Deltorphin II (Del2) (45 Ci/mmol)
were purchased from Perkin-Elmer Life Sciences. [35S]-GTPγS (1 mCi/mmol) was
purchased from Amersham Biosciences. Non-radioactive ligands, DPDPE ([D-Pen2,D-
Pen5]-Enkephalin), were purchased from Sigma-Aldrich. Scintillation fluid (Ready
protein+) was purchased from Beckman Coulter. MβCD and cholesterol (Chol) were
purchased from Sigma-Aldrich. Lipid standard (Avanti Polar Lipid) and sterol purity was
checked by TLC (Kiesegel 60 CF254, Merck). We purchased 1-Myristoyl-2-[12-[(7-nitro-
2-1,3-benzoxadiazol-4-yl)amino]dodecanoyl]-sn-Glycero-3-Phosphate (NBD-PA) from
Avanti Polar Lipids. Dimethylformamide (DMF) was purchased from SDS. Salts and
solvents were of analytical grade.
2.2. Construction of the recombinant eGFP-tagged hDOR, DNA transfections and cell culture
A recombinant human embryonic kidney cell line (HEK 293), expressing stable
hDOR fused to a T7 tag sequence at the N-terminus and to eGFP at the C-terminus, was
prepared and used in this study. pcDNA plasmids encoding hDOR was a generous gift
from Dr. B. L. Kieffer (University Louis Pasteur, Illkirch, France). First, recombinant hDOR
lacking the ATG codon was amplified by PCR, using the 5′-CACGTGTACGTAGAAC-
CGGCCCCCTCCGCCGGC-3′ sense and the 5′-GTCTAGATTAGCTAGCGGCGGCAGCGC-
CACCGCCGGG-3′ antisense primers. These primers contained an SnaBI site
(underlined) at the 5′ end of the sense primer and NheI site (underlined) at the 5′
end of the antisense primer. Second, the amplified fragment (1.1 Kb) digested by SnaBI
and NheI was inserted into the SmaI and NheI sites of the bluescsript SK+ plasmid
containing the construct SP/α7AChR-T7-eGFP-hMOR [22], in which the hMOR fragment
was replaced by a stop codon. The construct was verified by restriction enzyme analysis
and sequencing. It was then inserted into a eukaryotic expression vector pRC/CMV
(Invitrogen) at the HindIII and XbaI sites. The construct also possesses a cleavable signal
sequence (SP/α7AChR) known to target efficiently proteins to the plasma membrane.
The cells transfected with the plasmid were incubated at 37 °C in a humidified
atmosphere of 5% CO2 in DMEM (Dulbecco's Modified EagleMedium, Gibco), containing
10% (v/v) foetal calf serum, 50 IU/ml penicillin, 50 μg/ml streptomycin, and 400 µg/ml
geneticin (G418, Gibco BRL).
2.3. Membrane preparation
The confluent cells were washed twice with ice-cold PBS, scraped off the culture
dish into ice-cold PBS, and collected by centrifugation at 1000 g for 5 min. The pelleted
cells were resuspended in TE (50 mM Tris–HCl, 1 mM EDTA, pH 7.4) with protease
inhibitor (Complete Mini, Roche) at an optical density of 0.7 at λ=650 nm. The cells
were equilibrated at 4 °C for 10 min at a pressure of 30 atm in a Kontes pressure
homogeniser (Avantec) and then disrupted by nitrogen cavitation. The homogenatewas
centrifuged at 1500 g for 10 min to remove intact cells and nuclei. The supernatant was
then centrifuged at 110000 ×g for 40 min (Beckman rotor type 50.2 Ti). The pellet
resulting from the high-speed centrifugation (total membrane fraction: M) was
resuspended in TE supplemented with a protease inhibitor cocktail to adjust the
protein concentration to about 10 mg/ml.
2.4. Modification of membrane cholesterol content
We performed two experimental procedures to deplete or load cholesterol: to
deplete cholesterol fromHEKmembranes, a volume of the total membrane fraction (M)
at a final protein concentration of 0.75 mg/ml in TE containing protease inhibitors was
exposed to a concentration of 10 mM (D1) or 20 mM (D2) of MβCD for 1 h at 20 °C and
chilled on ice. The MβCD-treated membrane suspensions were then centrifuged in a
Beckman centrifuge using a 60Ti rotor at 110000 g to remove MβCD. The pellets were
resuspended in TE buffer resulting in D1 and D2 membranes. To load cholesterol in D2
or in M membranes, the membrane fractions (0.5 mg/ml) were incubated for 30 min at
20 °C under agitation with an equal volume of cholesterol–MβCD complexes and
washed as described above to obtain D2+ or M+, respectively. In order to prepare
cholesterol–MβCD complexes, a solution of 40 mM MβCD was first prepared in TE.
Then, 10 ml of this MβCD solution was warmed at 70 °C and 50 µl of a cholesterol
solution (8.6 mg in 100 µl of DMF) was added, resulting in a 1/9 molar ratio of
cholesterol/MβCD. The modified membranes were then characterised for protein,
phospholipid and cholesterol content, and for binding experiments.
2.5. Binding experiments
Saturation experiments were performed using 5–20 µg of protein of M, M+, D1, D2,
and D2+ membranes, in 0.5 ml of 50 mM Tris–HCl, pH 7.4 using [3H]DPN, a non-
selective opioid antagonist, or [3H]Del2, a DOR selective agonist. Non-specific binding
was determined in the presence of 1 µM unlabelled ligand DPN or Del2. Binding assay
experiments were carried out with 100 µM Gpp(NH)p. Following a 1 h incubation
period at 25 °C, free ligandwas removed by filtration usingWhatman GF/B filters. Filters
were subsequently washed three times with 10 mM ice-cold Tris–HCl buffer.
Radioactivity was measured after adding scintillation fluid and by counting in a
Packard Tri-carb 2100 TR. Data were analysed with GraphPad Prism software using a
one site binding equation. For competition experiments, [3H]DPN was added at a final
concentration of 4 nM with the indicated concentration of unlabelled competitor
DPDPE. The results were analysed using one- or two-site binding for the competitor
with GraphPad Prism software. The data were best fitted to a two-site competitive
binding model, giving the proportion of each population, IC50 values and the resulting
DPDPE dissociation constants [23].
2.6. [35S]-GTPγS binding experiments
Membrane preparations (20 µg protein) were incubated in assay buffer (20 mM
HEPES, pH 7.4, 100 mM NaCl, 10 µg/ml saponin, 3 mM MgCl2, 0.1% BSA and 1 µM GDP),
containing 0.1 nM [35S]-GTPγS, in the presence or absence (basal [35S]-GTPγS binding)
of increasing concentrations of DPDPE. Following a 1 h incubation period at 30 °C, free
ligand was removed by filtration usingWhatman GF/B filters. Filters were subsequently
washed three times with cold buffer. Radioactivity was measured after adding
scintillation fluid and by counting in a Packard Tri-carb 2100 TR. Agonist efficacy
(Emax) calculated as the maximal difference between [
35S]-GTPγS binding in the
presence and absence of DPDPE, and expressed as a percentage of basal and agonist
potency (EC50) values were obtained from curve fitting of dose–response curves, using
GraphPad Prism software.
2.7. Membrane detergent solubilisation
Solubilisation was assayed using the turbidity of the resulting TX-100-treated
membranes (TM). Turbidity of the suspension was measured as absorbance at 500 nm
in a Lambda UV spectrophotometer (Perkin-Elmer); the turbidity was also measured as
a function of the detergent added, because the gradual solubilisation of lipids result in
the disruption of membrane vesicles with subsequent formation of mixed micelles
greatly reducing turbidity. Thus, an aliquot of 2 ml of M (0.5, 1, and 3 mg/ml proteins,
respectively) was incubated at 4 °C under gentle agitation for 30 min with various
concentrations of TX-100 (0.1 to 1%, w/w). We verified that the degree to which
membranes were insoluble in detergent remained unaffected even if the treatment was
carried out for longer time periods (over-night). This suggests that solubilisation
reaches an equilibrium state after 10 min. In subsequent experiments, the M protein
concentration was chosen to be 3 mg/ml and then concentrations of TX-100 between
0.1% and 1% were tested.
2.8. Isolation of detergent-resistant membranes (DRMs)
After the solubilisation process, DRMs were isolated by two procedures. In
Procedure 1, TM was centrifuged at 100000 g (TL100 Beckman rotor type TLA100.3)
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for 20 min to separate the insoluble membranes sedimented in the pellet (P) and the
detergent-soluble material in the supernatant (S). S and P (in an equal volume of TE
buffer) were either characterised by their protein and lipid content, or deposited on a
density gradient. In Procedure 2, TM was deposited on a density gradient. For the
density gradient, P, S or TMmembranes were mixed with an equal volume of 70% (w/v)
sucrose solution. The resulting 40% sucrose fractionwas overlaid successively with 4 ml
of 30% sucrose and 3 ml of 5% sucrose. The gradient was centrifuged for 18 h at
200000 g in a Beckman rotor type SW 41 and 1 ml of each fraction (from F1 to F12) was
collected from the top. We determined the turbidity at 500 nm and the sucrose
percentage for each fraction. In the samples tested, we observed a light scattering band
in the low-density region (F3–5), termed LDF (LDFP, LDFS or LDFTM, respectively), and a
pellet, termed SP (SPP, SPS or SPTM respectively). Each fraction or pooled fractions (LDF,
F6–11, SP resuspended with 1 ml TE) were then analysed for quantity of proteins, lipids
and presence of DOR⁎.
2.9. Alkaline phosphatase and protein determination
Alkaline phosphatase activity was determined using p-nitrophenylphosphate
as a substrate. A 100 μl aliquot of each gradient fraction was added to 1 ml of
200 mM Tris buffer, pH 10.2 containing 4 mM MgCl2, 275 mM mannitol, and 16 mM
p-nitrophenylphosphate. After a one-hour incubation at 37 °C, the absorbance was
measured at 405 nm (Zeiss PMQII spectrophotometer). The measured absorbance in
LDFTM and SPTM were converted per unit mass of the fraction of protein to give specific
activity. Protein content wasmeasured according to Lowry et al. [24] with bovine serum
albumin as standard.
2.10. Lipid analysis
Lipids from M, S or P membranes and density gradient fractions were extracted
according to the Bligh and Dyer procedure [25]. The cholesterol content was measured
using a colorimetric method (Roche Molecular Materials) or according to the Zak
protocol [26]. Phospholipids (PL) and sphingomyelin were titrated according to the
Rouser procedure [27]. The lipid composition of the lipid extracts was characterised:
the various lipid extracts were spotted on TLC plates and submitted to migration
with chloroform/methanol/water (65:25:4, by vol.). The plate was dried and the spots
were revealed by spraying with sulphuric acid and heating at 250 °C for 15 min. The
spots were quantified using a range of lipid standards and were analysed by ImageJ
Software.
2.11. DOR⁎ quantification as a result of fluorescence measurements
DOR⁎ quantities in the membrane fractions (M, P, LDF, SP) were estimated by
steady-state fluorescence measurements, carried out with a 500 SLM-Aminco spectro-
fluorometer. The excitation wavelength was set to 475 nm and fluorescence emission
was measured over a wavelength range of 490–550 nm. Measurements were made
with solutions of membrane fractions resuspended in TE buffer, and the protein
concentration adjusted between 0.1 and 0.6 mg/ml; this ensures that the fluorescence
signals were in a measurement range of a defined instrument setting. We evaluated the
specific fluorescence intensity of eGFP between 500 nm and 535 nm and we calculated
the contribution of light scattering and inner filter effects on the spectra according to
the following conceptual set up [28]. According to the Rayleigh–Gans–Debye theory,
light scattering for liposome suspensions can be described by Eq. (1), in which the
parameters A(1) and A(0) are to be adjusted:
A kð Þ ¼ A 1ð Þ=k4 þ A 0ð Þ: ð1Þ
In our study, we deduced an empirical equation (Eq. (2)) from Eq. (1). Eq. (2) fits the
light scattering of our membrane suspensions where k indexes the wavelength in the
range between 490–500 nm and 535–550 nm. A(0), A(1) and A(2) are parameters to be
adjusted:
A kð Þ ¼ A 1ð Þ= k 490ð ÞA 2ð ÞþA 0ð Þ: ð2Þ
Calculations were performed using a non-linear regression program, GraphPad
Prism. The confidence intervals for the estimated parameters corresponded to an error
risk of 5%. Accordingly, removing the baseline profile from spectra between 490 nm and
Fig. 1. Fluorescence of eGFP-hDOR (DOR⁎) in living HEK 293T cells. Wide-field
microscope fluorescence image of plasma membranes of HEK 293T cells observed at
room temperature, scale bar: 10 µm.
Fig. 2. Effect of cholesterol content on DOR⁎ activity in HEK 293T membranes. M
membranes are depleted in cholesterol using 10 mM or 20 mM MβCD, as described in
Materials and methods. The corresponding values for measured Chol/PL are 37% in M
(●), 13% in D1 (♦) or 8% in D2 (○). The D2 membranes are then re-complemented with
cholesterol-loaded MβCD, leading to a Chol/PL of 92% in D2+ membranes (×). A: Specific
Del2 binding is measured, as described in the Materials and methods section. Data were
analysed with a non-linear regression and were best fit by a monophasic hyperbola. The
figure represents one of the three experiments performed in duplicate with similar
results. Similar data were obtained for other membrane preparations. The pharmaco-
logical parameters obtained are given in Table 1. B: Competition binding of DPDPE.
Competition displacement experiments were performed onM and D2membranes. [3H]
DPN was used at a final concentration of 4 nM. The best fit was obtained by a two-site
competitive binding model, yielding dissociation constants of 1.85±0.3 nM and 210
±22 nM; the fractions of M membranes (grey bars) and D2 (black bars) in high affinity
were 28±4% and 33±4%, respectively. C: Dose–response curves for DPDPE-stimulated
[35S]GTPγS incorporation in the M and D2 membranes. Agonist efficacy (Emax) was
calculated as the maximal difference between the presence and absence of DPDPE and
is expressed as a percentage of the basal value. Agonist potency (EC50) values were
obtained from curve fitting of dose–response curves. The values are means±S.E.M. of
two experiments performed in duplicate.
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550 nm enabled us to obtain the fluorescence intensity of eGFP (ΔF), measured at
512 nm (Fig. 3B).
We carried out the following approach to correlate the DOR⁎ number in M
membranes, estimated bymeans of measurements of the receptor quantity able to bind
in high affinity the antagonist DPN, with the quantity of DOR⁎ estimated by its
fluorescence response. We quantitatively measured the fluorescence response of DOR⁎
fractions by comparing it with a reference standard, the NBD-PA, which fluoresces at a
similar wavelength range to that of the fluorophore eGFP. We then used the approach
described by Lakowicz [29]. It was defined by the following equation:
CeGFP ¼ eref=eeGFPð Þd /ref=/eGFPð Þd If eGFP=If refð Þd Crefð Þd n
2
eGFP=n
2
ref
 
; ð3Þ
/ is the quantum yield, If is the fluorescence intensity and ε is the molar absorption
coefficient of the reference (NBD-PA)[30] or DOR⁎ (eGFP) suspensions at similar
apparatus settings, n is the refractive index of the environment surrounding eGFP
(water) or the reference (chloroform). The following values were used: /ref=0.05, εref=
10000 M−1·cm−1 [30], /eGFP=0.6, εeGFP=55000 M
−1·cm−1 [31]. n2eGFP and n
2
ref were
the refractive indexes of water and chloroform [32].
3. Results
We prepared a recombinant human embryonic kidney cell line,
which expresses a stable form of hDOR fused to eGFP in Cterm and can
be detected by fluorescence. We verified by optical microscopy that
the recombinant hDOR (DOR⁎) exhibited mainly plasma membrane
localisation (Fig. 1). The aim of our study was to investigate the role of
rafts in DOR⁎ activity using only membrane preparations preventing
any events induced by cellular processes (i) by analysing the influence
of membrane cholesterol content on DOR⁎ ligand binding capacities
and (ii) by measuring DOR⁎ partitioning in separated membrane
fractions.
3.1. DOR⁎ functionality and its membrane quantifications
We tested the functionality of DOR⁎ (Fig. 2A, B, C) by examining its
ability to bind its ligands in the membrane preparations: A receptor
amount of 6.5 pmol/mg and a Kd of 1.3 nM were determined by the
DPN binding experiments (Table 1). Within the agonist, Del2,
concentration range explored (Fig. 2A, Table 1), a single population
corresponding to a pool of 2.1 pmol/mg of the receptor was observed
to be in the high affinity state (Kd=1.9 nM). Competition curves for
binding between [3H]DPN and unlabelled DPDPE, another specific
DOR full agonist, and the data obtained by modelling the curves with
two populations are given in Fig. 2B. Also, the proportion of sites in the
high affinity state (28%) is consistent with the percentage of the total
receptor pool labelled by [3H]Del2 (Table 1). Our findings indicated
that the high binding affinities of these three ligands are consistent
with those reported previously for the wild-type receptor [33,34].
Steady-state fluorescence measurements allowed the quantifica-
tion of the receptor concentrations in the basal membranes or various
membrane fractions obtained by solubilisation preparations. To
finalize this protocol, for calibrating the eGFP of hDOR fluorescence
in membranes, we used the emission spectra from a range of in-
creasing protein concentrations of M (0.1 to 0.6 mg/ml) (Fig. 3A). For
each suspension, fluorescence intensity, ΔF, was plotted as a function
of the amount of proteins (Fig. 3C). This demonstrates a proportional
relation between ΔF and the protein concentration (4.15 a.u./mg of M).
We estimated the concentration of the eGFP fluorophore using NBD-
PA as the standard fluorescent reference [30]: we evaluated a value of
8±3 pmol/mg. It is in a same range of that determined by pharma-
cological binding of DPN. Furthermore, assuming a value of 6.5 pmol/
mg of membrane proteins obtained in the antagonist binding mea-
surements for active DOR⁎ receptor (Table 1), the ΔF values can be
related to a number of initial receptors (Fig. 3C). We calculated a slope
of 0.64 a.u./pmol of receptor. This result allowed us to quantify DOR⁎
in the various membrane fractions studied.
3.2. Modulation of DOR⁎ binding activity by the membrane cholesterol
content
We examined the influence of cholesterol content on DOR⁎ activity
by measuring Diprenorphine and Del2 binding or DPN displacement
by DPDPE, in membranes in which the cholesterol content was
modified. Above all, we verified using eGFP fluorescence quantifica-
tion that the membrane receptor content was unchanged after MβCD
treatment (Fig. 3D). An enrichment in cholesterol (Table 1: M+ with
Chol/PL=64% mol/mol) did not modify the binding parameters (Bmax
and Kd) of both ligands. By contrast, by increasing the MβCD concen-
tration, the cholesterol content progressively decreased (Fig. 2A,
Table 1). Table 1 gives the dissociation constants (Kd) and the Bmax
values obtained with the two ligands in MβCD-treated membranes
(D1 and D2) and in non-treated membranes (M). Comparison of Bmax
values, obtained within the range of concentrations tested with Del2
(1 pmol/mg) and DPN (2.6 pmol/mg) in D2 membranes, suggests that
38% of the receptors are in a high affinity state. When competition
displacement experiments were performed on D2 membranes, with
[3H]DPN as ligand and DPDPE as competitor (Fig. 2B), the data ob-
tained with D2 were consistent with two populations with similar
Ki values and proportionally similar (33%) to that obtained with
M membranes. These data, consistent with the results obtained by
[3H]Del2 binding, suggest that the cholesterol content modulates the
low and the high affinity state. However, evenwith a very low Chol/PL
ratio (8%), 40% and 47% of the total receptor pool remains able to
bind DPN and Del2 respectively, with very similar binding affinities.
Moreover, the depleted membranes were re-complemented in
cholesterol (D2+) to check whether the effects of MβCD treatment
on receptor binding could be reversed. In D2+, the receptor binding
factors and responses were fully restored.
We also analysed the influence of G-protein coupling on Del2
binding in M and D2 by adding GppNHp in binding assays (Table 1).
The data shows that the pool of receptors recognised by Del2, within
concentration range explored, corresponds to 1.6 pmol/mg and
0.3 pmol/mg, i.e. 25% and 5% of the total receptor pool (6.5 pmol/
mg) in M and D2, respectively. These data show that the fraction of
receptors in high affinity state (labelled by [3H]Del2) is, as expected
Table 1
Binding parameters of DOR⁎ expressed in M membranes in which cholesterol content was modified using MβCD
Samples Chol/
PL (%)
Diprenorphin (DPN) Deltorphin II (Del2)
− GppNHp +GppNHp
Bmax (pmol/mg) Bmax (% of M) Kd (nM) Bmax (pmol/mg) Bmax
a (%) Bmax
b (%) Kd (nM) Bmax (pmol/mg) Bmax
a (%) Bmax
b (%) Kd (nM)
M 37±3 6.5±0.5 100 1.3±0.4 2.1±0.3 100 32±8 1.9±0.7 1.6±0.2 100 25±5 5.5±1.8
D1 13±2 3.0±0.3 46±8 1.2±0.3 1.3±0.2 62±15 20±4 2.0±0.4 n.d. n.d. n.d. n.d.
D2 8±0.5 2.6±0.4 40±8 1.6±0.6 1.0±0.1 47±11 15±2 5.5±1.8 0.3±0.1 18±8 5±3 2.0±1.1
D2+ 92±16 6.8±0.6 104±18 2.2±0.5 2.1±0.4 100±13 30±10 1.8±0.8 n.d. n.d. n.d. n.d.
M+ 64±10 6.0±0.6 92±15 2.0±0.6 1.9±0.3 90±15 29±10 1.0±0.6 n.d. n.d. n.d. n.d.
Data correspond to mean values±S.E.M. of three doubled independent experiments.
n.d.: not determined.
a Percentage of Bmax value evaluated from the sample M as reference.
b Percentage of Bmax value evaluated from the total receptor pool calculated by [
3H]DPN in M samples (6.5 pmol/mg).
1486 A. André et al. / Biochimica et Biophysica Acta 1778 (2008) 1483-1492
[34], lower in the presence of GppNHp but also that 78% of depletion
of cholesterol in the membranes (Table 1: M→D2) caused 82% of
inhibition of the high affinity state receptor pool.
Moreover, incorporation of the non-hydrolysable GTP-analog [35S]-
GTPγS in M, D1 and D2membranes was used to monitor the influence
of membrane cholesterol depletion on agonist-induced stimulation.
The ability of DPDPE to activate G-protein is decreased in D1 (30% of
the Emax value of M) and D2 (50% of the Emax value of M) without
significantly affecting EC50 values (Fig. 2C). Also, the lower Emax values
in D1 and D2 are in accordance with fewer numbers of receptors in a
high affinity state.
3.3. Solubilisation, isolation and characterisation of detergent-resistant
membranes (DRMs)
3.3.1. Membrane detergent solubilisation
We investigatedwhetherDOR⁎waspartially localised in cholesterol-
rich microdomains; thus, we analysed its partitioning between DRMs
and solubilised membranes (N-DRMs) after cold TX-100 treatments.
Assuming that the extent of membrane solubilisation depends essen-
tially on the detergent to lipid ratio, the solubilisation process was
analysed by measuring changes in turbidity as a function of the
detergent added (Fig. 4A). As expected, the ability of TX-100 to solubilise
was enhanced with increasing detergent concentrations or by lowering
membrane concentrations. However, in contrast to SDS solubilisation
of membranes or cold TX-100 solubilisation of liposomes [35], the
suspensionsnever completely cleared, even at thehighest concentration
of detergent.
3.3.2. Isolation of membrane fractions and characterisation
We compared DRMs obtained from two procedures using various
TX-100 quantities. In Procedure 1, treated membranes (TM) were
centrifuged resulting in a pellet (P) and supernatant (S), correspond-
ing to unsolubilised membrane and soluble material, respectively.
Each fraction was then subjected to a discontinuous sucrose density
Fig. 3. Quantification of DOR⁎ in M membranes. (A) Fluorescence spectra of eGFP of M
membranes at 0.25 mg/ml, 0.35 mg/ml, 0.5 mg/ml, and 0.6 mg/ml (from top to bottom).
(B) Fluorescence spectrum of eGFP of M membranes at 0.6 mg/ml (black line) and
baseline fit obtained by non-linear regression using Eq. (2) (dotted line). Corrected eGFP
fluorescence spectra (grey line) were obtained by removing the fit to the original
spectra. The resulting maximum fluorescence intensity (ΔF) was measured at 512 nm.
(C) Evolution of ΔF as a function of the protein concentration. A proportional relation of
ΔF with protein concentration is obtained (0.45 a.u./mg of M membranes). Assuming a
Bmax of 6.5 pmol/mg of M membranes for Diprenorphine, ΔF can be expressed as a
function of DOR⁎ binding capacity with a slope of 0.64 a.u./pmol. (D) Fluorescence
spectra of native M membrane (grey sinks), after cholesterol depletion (light grey), or
after cholesterol re-complementation (black). Fig. 4. Solubilisation and characterisation of protein, PL and cholesterol contents of
membraneswith increasing TX-100 concentrations. A:Mmembraneswere treatedwith
aliquots of a concentrated solution of TX-100 at 4 °C with constant stirring for 10 min.
The turbidity of TM was measured at an absorbance of 500 nm. Solubilisations were
performed with 3 mg/ml (●), 1 mg/ml (○) and 0.5 mg/ml (Δ) of M membranes.
B: M membranes (3 mg/ml) were treated with various concentrations of TX-100 for
30 min at 4 °C. The resulting TMmembranes were sedimented by ultracentrifugation at
100000 ×g for 20 min at 4 °C (Procedure 1). Each pellet (P) was resuspended in an equal
volume of TE buffer and the phospholipid (○), protein (●) and cholesterol (Δ) contents
were measured. The corresponding PL/protein ratios expressed in nmol of PL per mg of
proteins are given in Table 2.
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gradient, to check for heterogeneity in composition; in Procedure 2,
TM membranes were subjected directly to a discontinuous sucrose
density gradient. The first step of Procedure 1 is classically used to
estimate solubilisation of HEK membranes by measuring the amount
of phospholipids and protein present in P and S. The data indicated a
progressive loss of membrane phospholipids in P (Fig. 4B). A large
proportion of membrane phospholipids were solubilised (90% PL) at
the highest concentration of detergent used (1%). However, the results
for membrane proteins show efficient solubilisation of protein (20%)
at low concentrations of TX-100 (0.1%), beyond which greater concen-
trations of detergent cause only a weak increase in the extent of
solubilisation: 70% of the protein content remained in the pellet. The
resulting PL/protein ratio (Table 2) in S increases with increasing TX-
100 concentration (368 and 826 nmol/mg for 0.1% and 1%, respec-
tively). By contrast, the ratio decreases in P: with 1% TX-100 treatment,
the PL/protein ratio was significantly lower (Table 2: 42 nmol/mg)
than the initial value (350 nmol/mg), indicating that the samples
obtained in pellets under these conditions are very poor in lipids.
We then submitted P to a sucrose gradient, and observed a light
scattering band in the low-density region (LDFP) and a sucrose-pellet
(SPP), under all solubilisation conditions. LDFP, (F6–11)P and SPP were
collected and individually assayed for protein and lipid content. The data
obtained with 0.1% TX-100 are shown in Fig. 5A. We noted that 65% of
TM protein content was collected in SPP, but only 2.5% was collected in
LDFP. A similar amount of lipid was recovered in LDFP, (F6–11)P and SPP.
(F6–11)Pwas subjected to a second ultracentrifugation step to explain the
presence of insoluble material in these fractions, usually attributed to
solublematerial. In this case, lipids and proteins are found exclusively in
the pellet (data not shown). Therefore, (F6–11)P contains insoluble
membranes, which probably differ from LDFP and SPP in their intrinsic
density.
We subjected the S sample to the sucrose gradient: no pellet (SPS)
was observed (Fig. 5A). Only a small band was sometimes observed in
LDFS (PLb5%) (Fig. 5B, C). As expected, proteins and lipids weremostly
recovered in (F6–11)S.
We compared Procedure 1 to one more classically used to isolate
DRMs: Procedure 2. In this case, a light scattering band in LDFTM and
SPTMwas observed with various TX-100 concentrations. Proteins were
mainly present in SPTM (72%), whereas only 4% was present in LDFTM
(Fig. 5A). By increasing TX-100 concentrations, we observe a pro-
gressive loss of protein and lipid in the SPTM, whereas the lipid and
protein content increase in (F6–11)TM (data not shown). In LDFTM, a
near constant protein amount was observed; however, the PL/protein
ratio (Table 2) decreased with increasing TX-100 concentrations (from
to 4670 to 1710 nmol/mg with 0.1% and 1% TX-100, respectively),
indicating a progressive loss of lipids in LDFTM. As expected by fraction
localisation across the gradient, LDFTM has a higher PL/protein ratio
than SPTM (≈158–34 nmol/mg) and even that of M membranes
(350 nmol/mg). M membranes were regrouped in the sucrose-pellet,
if subjected to this sucrose gradient.
We analysed the P, S and the TM gradient fractions for the presence
of raft protein and raft lipid markers. This analysis was carried out to
further characterise the specificity of detergent resistance in relation
to the significance of rafts. The presence of raft proteins markers, such
as the acylated protein Alkaline phosphatase (PLAP) known to be
selectively enriched in rafts [36], was detected in LDFTM and in SPTM
(Fig. 6). The resulting specific activities of samples solubilised with
0.1% TX-100 were 1.7 a.u./mg and 0.3 a.u./mg for LDFTM and SPTM,
respectively, suggesting that LDFTM is enriched in PLAP.
The distribution of cholesterol (Fig. 5) and the corresponding Chol/
PL ratios are given in Table 2. At 0.1% of TX-100, cholesterol is almost
exclusively found in P. Also, Chol/PL values in P (58%), LDFTM (65%),
and SPTM (41%) were higher than those measured in S (19%) or in M
membranes (37%). Chol/PL valueswere greaterwith increasing TX-100
Table 2
Measured PL/protein, Chol/PL and SM/PL ratios in samples obtained by fractionation of TM
TX-100 (%) PL/protein (nmol/mg) Chol/PL (% mol/mol) SM/PL (% mol/mol)
Samples: 0 0.1 1 0 0.1 0.3 1 0 0.1 0.5
M 350±60 37±3 2.4±0.5
P 188±32 42±7 58±5 71±6 109±11 1.3±0.3 13±3.0
S 368±62 826±140 19±2 23±2 27±3 0 0
LDFTM 4670±800 1710±290 65±6 73±7 66±6 5.8±0.6 11.5±2.0
(F6–11)TM 441±70 423±72 35±3 46±4 46±5 2.4±0.5 1.4±0.3
SPTM 158±26 34±6 41±4 55±5 50±5 5.1±1.0 8.4±1.6
Data correspond to mean values±S.E.M. of three independent experiments.
Fig. 5. Lipid and protein contents in samples obtained by fractionation of TM using 0.1%
TX-100. TM (grey bars) was obtained according to M membrane treatments (3 mg/ml)
with 0.1% TX-100. After the solubilisation procedure, TM was separated in two samples.
In the left part of the panel according to Procedure 1: the first sample was centrifuged at
100000 ×g for 20 min at 4 °C giving rise to a pellet P (black bars) and a supernatant S
(white bars), in which protein (A), phospholipid (B) and cholesterol (C) contents were
measured. In the right part of the panel, P and S were then subjected to a density
gradient leading to LDFP, (F6–11)P, SPP and to LDFS, (F6–11)S, SPS respectively. According to
Procedure 2: the second sample was directly subjected to the same density gradient,
resulting in LDFTM, (F6–11)TM and SPTM, depicted by the corresponding grey bars which
characterise their lipid and protein contents. Data are means±S.E.M. of two
experiments performed in duplicate.
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concentrations, indicating that the membranes were not homoge-
neously solubilised by cold TX-100. In all cases, LDFTM was more
enriched with cholesterol than SPTM. We carried out an extensive
analysis by determining the composition of lipid species in several
fractions obtained under various extraction conditions (0.1% TX-100:
Fig. 7A and 0.5%: Fig. 7B). First, P, LDFTM and SPTM displayed similar
compositions. We observed the following patterns of solubility: PS, PG
and SM (sphingomyelin) appeared to beweakly soluble (only observed
in P) in cold TX-100. PI-PC was in turn more soluble than PE (an
increase in the TX-100 concentration results in greater amount of PI-PC
in S), consistentwith previous studies [37,38] (Fig. 7A, B). Furthermore,
amarked difference between (LDF/SP)TM and solublematerial (S)was a
higher SM/PL value, which increases with increasing TX-100 concen-
trations (Table 2). By contrast, the data obtained with (F6–11)TM in
comparison with S confirmed reported contamination by insoluble
material in (F6–11)TM, and in this way, the difficulty encountered in
analysing this sample.
3.4. hDOR partitioning
We investigated DOR⁎ partitioning in membranes using various
TX-100 concentrations. Assuming that eGFP has a similar environment
in M as in DRMs (P, LDF, SP), DOR⁎ can be quantified by eGFP analysis
(Fig. 3). However, soluble fractions of membranes cannot be quantified
by the same procedure. Thus, the balance in the distribution of DOR⁎
was obtained by comparingΔF values of deposited membranes and its
ΔF values that correspond to the insoluble membrane fractions
We compared the fluorescence intensities of samples S and P ob-
tained by sedimentation of membranes treated with various concen-
trations of detergent. The data showed an increase of the fluorescence
intensity in S with increasing TX-100 concentrations, correlatedwith a
decrease of the fluorescence in P, indicating progressive DOR⁎
solubilisation. However, no clear difference was observed between
the fluorescence of fractions with 0.5% TX-100 and samples with
concentrations of TX-100 above 0.5%; this correlates with the protein
solubilisation process (Fig. 2) and suggests that DOR⁎ solubilisation is
maximal with about 0.5% TX-100 and 3 mg/ml of membranes.
We estimated the amount of receptors in P obtained from the two
series of experiments, in which M was treated with 0.1% or 0.3% TX-
100 (Fig. 8). Almost 30% of the initial DOR⁎ amount was retrieved in P
if 0.1% TX-100 is used. It decreased to 23% with 0.3% or 1% of TX-100,
suggesting that total solubilisation of DOR⁎was never observed. P was
then subjected to a density gradient. The percentages of initial DOR⁎
in LDFP and in SPP using the lowest concentration of TX-100 are 5% and
24%, respectively, and not detectable fluorescence was observed in
(F6–11)P. At a concentration of 0.3% TX-100, only 3% of receptors were
measured in LDFP and increasing detergent concentration causes the
loss of the receptor from LDFP; however, 14% of receptors were still
present in the SPP fraction (Fig. 8). These last results are in agreement
with data obtained with Procedure 2: DOR⁎was observed in (F6–11)TM,
in SPTM and was only detectable in LDFTM if a low TX-100 con-
centration (0.1%) was used (data not shown).
Fig. 6. Distribution of PLAP in the sucrose gradient fractions of TM membranes. TM
membranes were obtained by treatment of M membranes with 0.1% (●), 0.3% (○) and
0.5% (Δ) of TX-100. TM was subjected to a density gradient (Procedure 2). Each gradient
fraction was assayed for protein content and for alkaline phosphatase activity. The
resulting specific activities were 1.7±0.3 a.u./mg and 0.3±0.1 a.u./mg in LDFTM and SPTM,
respectively.
Fig. 7. Characterisation of the lipid composition in samples obtained by fractionation of
TM. M membrane solubilisations were performed with 0.1% (A) or 0.5% (B) of TX-100. S
and P membranes were obtained by sedimentation of TM, as described in the Materials
and methods section (First step of procedure 1). TM was solubilised with 0.1% (A) or
0.5% (B) of TX-100 (Procedure 2). TM was then subjected to the density gradient, and
LDFTM, (F6–11)TM and SPTM were subsequently collected after fractionation. The lipid
compositions were obtained by a TLC analysis of each sample. The quantification of lipid
species was performed by measuring the intensity of each spot compared with the
corresponding lipid standard. The data are expressed as a percentage of the total
amount of lipids in a given fraction. Data are means±S.E.M. of three experiments. PE
(phosphatidylethanolamine), PG (phosphatidylglycerol), PS (phosphatidylserine),
PI (phosphatidylinositol), PC (phosphatidylcholine), and SM (sphingomyelin).
Fig. 8. Percentage of total DOR⁎ in DRMs isolated, according to the Procedure 1. eGFP
fluorescence was estimated in P, LDFP and SPP and correlated with a quantity of initial
DOR⁎, as described in Fig. 3. The bars corresponded to: 1) M membranes solubilised
with 0.1% of TX-100, 2) M membranes were solubilised with 0.3% of TX-100, 3)
M membranes solubilised with 0.1% of TX-100+DEL II, 4) M membranes were solu-
bilised with 0.1% of TX-100+DPN, 5) M membranes solubilised with 0.1% of TX-100+
DEL II+ GppNHp, and 6) M membranes solubilised with 0.1% of TX-100+GppNHp. The
data represented the mean of two independent experiments.
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We also investigated the effect of the DOR⁎ micro-localisation in
regulating its function. We then studied the effect of ligand addition
and of GppNHp addition on DOR⁎ partitioning; this was carried out by
resuspending M membranes, before and during cold extraction, in
buffer containing an excess of either Del2 or DPN, in the absence or
presence of GppNHp. We measured the amount of receptors in LDFP
and SPP in these cases (Fig. 8). Del2 treatment led to a two-fold increase
in the amount of DOR⁎ in LDFP (5% to 10%), whereas no change was
detected in SPP. This last result was confirmed by checking the effect of
adding Del2 on the amount of DOR⁎ in P, assuming that SPP contains
more DOR⁎ than LDFP: no modification of the P content was observed
upon the addition of ligand. In addition, Del2 systematically resulted in
an increased amount of DOR⁎ in LDFTM, as analysed using Procedure 2
(data not shown). However the addition of GppNHp prevented any
redistribution of DOR⁎ (Fig. 8), suggesting that G-protein coupling is
required in LDFP or LDFTM enrichment. Also, no difference in
fluorescence was observed in P, in LDFP or in SPP after the addition of
DPN.
4. Discussion
The purpose of our study was to investigate the correlation
between DOR⁎ activity and its localisation in cholesterol-enriched
microdomains.
4.1. Characteristics of DRMs isolated by various procedures
We investigated the presence of cholesterol-enriched microdo-
mains in HEK membranes using two extraction methods based on
their cold TX-100 insolubility (Procedure 1, or Procedure 2). If we
compare the protein and lipid content of P with LDFTM and SPTM, we
observe that the protein content of LDFTM and SPTM is in fact derived
from P. Finally, Procedure 1 appears to be the best approach for
analysing soluble (S) and insoluble (LDFP, SPP) materials.
Overall, our results show that unsolubilised membranes (P, LDF, SP
comparedwith S)were enriched in cholesterol and sphingomyelin.We
observed an increase in these lipid species with the use of increasing
TX-100 concentrations. Detergent insolubility was also observed in
this study, consistent with previous reports [4]: it may be explained by
the existence of microdomains with various physico-chemical proper-
ties, allowing specific and distinct intermolecular interactionswith the
detergent, thus resulting in the differential solubilisation of these
microdomains. In the lo phase microdomain, the properties of
detergent resistance are attributed to close packing of saturated acyl-
chains of sphingolipids stabilized by cholesterol. Recent experiments
clearly indicate that the use of TX-100 provides the ability to dis-
tinguish between the ld and lo lipid phases by selectively solubilising
the ld phase, yet lo domains may be contaminated with additional
lipids from the ld phase [14]. In our study, the experiments support the
existence of sphingomyelin-rich and cholesterol-rich domains in HEK
membranes.
However, by DRM fractionation, insoluble material was isolated in
LDF but also in SP, and the percentage of protein in LDF (2–5% of the
protein content) appeared to be significantly lower than that in SP
(50–70% of the protein content). Similar observations were made with
membranes of CHO cells expressing hMOR (Gaibelet et al., submitted
manuscript). In another study whose aim was to characterise micro-
domains of mouse thymocytes using Brij 98 at 37 °C, 2.5% of total
protein was detected in low-density detergent-insoluble membranes
[39]. We observed that PLAPwas also associated with LDFTM and SPTM,
with higher levels of enrichment in the LDFTM than in the SPTM. Taken
together these data indicated that LDF and SP exhibit classic bio-
chemical raft characteristics.
Few studies have reported unsolubilisedmaterial in SP. Cytoskeleton
elements were thought to be responsible for the insolubility of these
particular membranes [40,41]. However, it must be emphasised that (i)
actin cytoskeletonmay be prominent in constructing rafts [42]; also, (ii)
actin has been shown to be associatedwithDRMs of lowdensity, if a low
detergent concentration is used, and it has been found sedimented in
the sucrose-pellet after the detergent concentrationwas increased. The
data also suggested that high density fractions contain bothnon-raft and
raft materials [15]. Furthermore, even if rafts are classically defined as a
domain of low density, reported rafts do not appear to be identical in
terms of their protein or lipid content, and are dependent on the type
and concentration of thedetergent used and on the cell type. Also, DRMs
of various compositions can be generated from the same starting
material using one simple non-ionic detergent and a graded extraction
of membrane-associated proteins, in which protein-raft markers are
observed by increasing detergent concentrations [15]. Indeed, it is likely
that a given protein can associate with rafts with various kinetics or
partition coefficients. As a consequence, the solubilisationmay be based
not only on their differential spatial distributionwithin raft and non-raft
microdomains, but also on their individual chemical properties [13].
Thus, lipid raft isolation that does not involve detergent extraction has
been developed to assess the possible introduction of artefacts through
detergent use [43]. Interestingly, both procedures result in similar con-
clusions, yieldingmembrane fractions of low density, highly enriched in
cholesterol, glycosphingolipids and a variety of proteins thought to be
protein-raft markers [44].
Finally, the reported variability in DRM composition could be ex-
plained by the co-existence of multiple, distinct, co-existing raft
domains within the plasma membrane [1]. In our study where LDF
exhibited classic biochemical raft characteristics, it is difficult to consider
that all proteins in SP (~70%) constitute pre-existing raft proteins. SP
appears to be more of an aggregate of proteins containing raft markers
and would correspond to membrane domains which were disrupted.
These data suggest that detergent extraction does not allow the
separation of all the various lipid domains. Many studies have sought
to characterise DRMs, but defining the best conditions to specifically
extract maximum rafts appears to be difficult [15].
4.2. DOR⁎ partitioning
No significant and reproducible binding activity was observed in
the various fractions obtained, using our solubilisation and DRMs
fractionation conditions (according to Procedure 1 or 2). Fortunately,
eGFP allowed us quantitative steady-state fluorescence measure-
ments of DOR⁎ in the membrane fractions (M, P, LDF and SP). This
approach shows its efficiency in the quantification of eGFP-labelled
DOR in various membrane samples analysed.
Overall, in the HEK membranes, we found that N70% of the initial
pool of DOR⁎ can be extracted by TX-100; however, it is only with the
lowest TX-100 concentrations that DOR⁎ appeared to be associated
with LDF. The addition of DPN and GppNHp had no effect on the DOR⁎
distribution between DRMs and non-DRMs, but a two-fold increase of
DOR⁎ content in LDFP was induced by Del2, and was prevented by the
addition of GppNHp. These data suggest that the form able to shift
into LDF is the high affinity state form, stabilized by its interaction
with G-protein [45].
In contrast to our results, a recent study using a detergent-free
method has shown that about 70% of DOR are present in DRMs of low
density. Furthermore, stimulation with full agonist, but not with
partial or inverse agonists, shifts 25% of DOR out of the rafts [46].
However, the method used replaces non-ionic detergent with a high
pH sodium carbonate buffer, a protocol previously proposed for the
isolation of caveolae.
Caveolae are morphologically and biochemically characterised
[47–49]. They appear to exist predominantly at the cell surface as
independent and defined structures [50]. It would seem that mem-
brane lipid rafts could be precursors of caveolae, but caveolae have
other specific precursor proteins, such as caveolin, and cannot be
defined as rafts.
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Interestingly, our data are consistent with those Alves et al. [20]:
they observed a dynamic recruitment of hDOR upon agonist binding
from the PC-rich to the SM-rich domain in a planar-supported bilayer
composed of a PC/SM mixture. Also, hDOR trafficking with antagonist
treatment was 2-fold lower than that with agonist treatment.
4.3. Characteristics of DOR⁎ binding activity and modulation of this
activity by the membrane cholesterol content
After MβCD cholesterol depletion, we observed that DPN and Del2
Bmax values and also the amount of agonist-induced [
35S]-GTPγS
incorporation decreased gradually with a decrease in the cholesterol
content. These experiments support a regulatory role for cholesterol
in DOR⁎ activity. It is clear that cholesterol plays an important role in
modulating several GPCRs functions. An increase in the amount of
cholesterol has an inhibitory effect on rhodopsin function [51]. By
contrast, several GPCRs appear to require cholesterol for agonist
binding function [52]. Experiments with the hippocampal serotonin-
1A receptor demonstrate that the reduction of membrane cholesterol
content significantly attenuates not only agonist binding but also its
antagonist binding function [53]. This was also the case for DOR⁎ in
this study. Furthermore, this effect can be reversed and the decrease in
Bmax is not due to the loss of receptors from the plasma membrane
(eGFP fluorescent measurements). Overall, our experiments show that
almost 60% of the total receptor, in which 15% is in high affinity state,
required cholesterol for binding activity (Table 1). They suggest the
existence of at least four pools of DOR⁎ (Bmax
b Table 1): Two pools
requiring the presence of cholesterol for a conformation able to bind
its ligand (agonist and antagonist): (i) one pool in high affinity state
(∼15%) and (ii) one pool in low affinity state (∼45%). Two others pools
which may be stabilized in a cholesterol-poor environment: (i) one
pool in high affinity state (∼15%) and (ii) one pool in low affinity state
(∼25%). Moreover, experiments carried out in the presence of
GppNHp destabilized the equilibrium between the two forms (high
and low affinity state). They showed that, if the membrane contained
8% Chol/PL, only 5% of DOR⁎ content is bound by Del2. Taken together
these data suggest that G-proteins stabilize a high affinity state
conformation which does not seem modulated by cholesterol. More-
over, the incorporation of GTP upon agonist binding is modulated
by cholesterol content. To explain these results we propose that a
fraction of agonist-activated receptor forms requires a cholesterol-rich
environment.
The existence of two pools of functional receptors stabilized by a
different particular lipid membrane environment could explain that
everyGPCRactivatesmultiple effectors via coupling todistinctG-proteins.
Thus, the current model suggests that isomerisation of receptors upon
agonist binding do not only give one active state, but rather at least two
active states, each of which interacts with distinct G-proteins trig-
gering different effector pathways [54,55]. Some studies [49] report
also that G-proteins target discrete and distinct cell surface micro-
domains: Gq especially concentrates in caveolae, whereas Gi and Gs
concentrate much more in lipid rafts. Indeed, a possible mechanism is
that the receptor adopts various conformations in constitutive or active
state, each of them requiring a particular lipid environment for specific
G-protein interaction.
Likewise, assuming that the pool of DOR⁎modulated by cholesterol
(60%) is related to its localisation in cholesterol-enriched micro-
domains,we askwhether a pool of receptors could be recruited to rafts.
Under the conditions of DRMs isolation, only less than a 30%of the total
initial pool of DOR⁎ could be isolated in cholesterol/sphingomyelin-
enriched fractions, i.e. half of that expected. To understand these
discrepancies, it should be noted that although domains isolated after
TX-100 solubilisation contain pre-existing lo domains, they do not
entirely represent existing domains in their native state [14], and we
showed that the raft markers and DOR⁎ proportions recruited in these
cholesterol-rich and sphingomyelin-rich fractions depend on deter-
gent/lipid ratios. Interestingly, DRM isolation demonstrated a two-fold
increase in DOR⁎ content upon agonist binding, in the low-density
cholesterol/sphingomyelin-enriched fraction (LDFp); this can be
clearly ascribed to rafts microdomains and our data suggest that this
fraction recruited in LDFP upon Del2 binding might be a G-protein
coupled form of the receptor. These findings are consistent with our
previous purposes: a pool of constitutively G-protein coupled
receptors is in a poor cholesterol environment and need a choles-
terol-rich environment upon agonist binding.
5. Conclusion
In light of the significance of the existence of rafts, there are still
open questions: (i) what is the driving force for sequestering the
receptor into various lipid microdomains? Various factors involved in
the sorting of proteins to specific microdomains have been suggested
[44]: specific interactions with lipids (cholesterol) may be involved for
some proteins [56]. One would also expect that the trans-bilayer
pressure of each microdomain can control the conformational
equilibrium of proteins [57]. Another issue is hydrophobic matching
between the transmembrane domains of the protein and the lipid
environment. In this context, to explain our data, we propose that the
stabilization of each DOR⁎ form may be achieved via a mechanism of
protein sorting. We assume that cholesterol, in proportion to its local
concentration, promotes microdomains with distinct thicknesses; the
hydrophobic matching principle could be a driving force involved in
lipid and protein sorting. Thus, our results suggest that the DOR⁎
structure adapts oneself in each microdomain. The elongated DOR⁎
forms, induced upon Del2 binding [20], require a rearrangement of the
lateral distribution of molecules to stabilize these new DOR⁎
conformations. The variation in the total cholesterol concentration
modulates thesemolecular distributions and adaptations, likewise the
activity of DOR⁎ forms.We plan to test this hypothesis by investigating
the effect of the acyl-chain length of the phospholipids on the function
and lateral distribution of the reconstituted DOR⁎.
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Abstract
Cholesterol in the plasma membrane of eukaryotic cells contributes to modulating the functions and signalling pathways of
numerous transmembrane proteins, including G protein Coupled Receptors (GPCRs). We have previously shown that the
function of the human m-opioid receptor (hMOR) expressed in Saccharomyces cerevisiae is modulated by sterols including
cholesterol. Here, we investigated the effects of cholesterol content on hMOR pharmacology and on hMOR partitioning in
cholesterol-poor and -rich domains in eukaryotic mammalian cells (CHO). We show that cholesterol is required for the
stabilization of a receptor conformation with high agonist affinity and for triggering G-protein activation after agonist
binding to the receptor. Biochemical analysis of untreated and cholesterol-depleted membranes in cells expressing hMOR
indicated that the receptor is only present in cholesterol poor domains, in the basal state. After agonist binding to untreated
CHO membranes, two distinct populations of receptor were found in cholesterol-rich and -poor domains. Cholesterol
depletion or treatment of CHO membranes with the G-protein-decoupling agent GppNHp prevented the redistribution,
indicating that receptor activated states localized into cholesterol-rich domains. Pharmacological data and biochemical
analysis indicate that distinct activated conformations of hMOR exist in CHO plasma membrane and correspond to
microdomains differing by thickness and proportions of lipid components, including cholesterol.
Keywords: Conformation, GPCR, lateral organization, confinement
Abbreviations: Chol, Cholesterol; SC, Saccharomyces cerevisiae; PL, phospholipids, Prot, proteins; MbCD, Methyl-
b-cyclodextrin; PC, phosphocholine; PE, phosphatidyl ethanolamine; PS, phosphatidyl serine; SM,
sphingophospholipids; GL, glyco-lipids or sphingoglycolipids; U, untreated membranes; D, Cholesterol depleted
membranes; C, Cholesterol complemented D membranes; C, Cholesterol complemented U membranes; E,
Ergosterol complemented D membranes; DRM, Detergent resistant membranes; N-DRM, Detergent solubilized
membranes.
Introduction
Plasma membranes are organized into specialized
micro- and nano-domains differing in composition,
biological function and physical properties [1]. Un-
fortunately, these biologically active membrane do-
mains cannot be studied directly in living cell plasma
membranes, because available methods for their
isolation and detection, and in particular selective
methods of detergent extraction of resistant mem-
brane domains (DRM), are too invasive. However,
various model membranes with particular lipid com-
positions mimic DRM, possibly corresponding to raft
domains, from natural membranes [24]. Lipids in
biological membranes are typically in a physically
fluid state, called the liquid-disordered (ld) phase: the
lipids are subjected to rotational, conformational and
translational diffusion processes. However, work with
model membranes indicates that some lipids tend to
associate with each other, promoting dynamic lipid
segregation. In this way, mixtures of cholesterol,
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sphingolipids and saturated glycophospholipids [5]
generate liquid-ordered (lo) phases that have more
tightly structured hydrophobic cores and are thicker
than ld phases that would have the same lipid
composition [6]. The properties of the lo-phase and
that of raft microdomains in natural membranes
should be similar [1].
Cholesterol in the plasma membrane is involved in
the modulation of the function and the signalling
pathways of numerous transmembrane protein sys-
tems [711]. Rhodopsin, a G protein-coupled re-
ceptor (GPCR), is one of the most extensively
studied GPCRs in particular as concerns the effect
of cholesterol, fatty acid chain length and degree of
unsaturation on its conformation [12] and function
[13,14]. Other GPCRs are difficult to purify and
studies of the effect of surrounding lipids have
mostly used native membranes allowing functional
receptor studies (galanin [15], cholecystokinin
(CCK-R) [16], m-opioid (MOR) [1719], seroto-
nin1A [20], oxytocin receptors [21,22]. Recently, a
structure of the human b2-adrenergic receptor (hb2-
AR), which crystallized in an active form only in
cholesterol-rich environments, has been reported
[23]. Cholesterol has been described to act on
GPCR functions in two ways. The first, direct or
specific interactions of cholesterol and GPCR
[15,21,22] can modulate receptor function positively
or negatively (ligand binding and/or effector activ-
ity). The second involves the effect of cholesterol on
the biophysical properties of the membrane, as
described for the oxytocin receptor [24].
We demonstrated previously that the ligand-bind-
ing properties of the human m-opioid receptor
(hMOR) expressed on native membranes of Sac-
charomyces cerevisiae, was present in a low-affinity
conformation at a basal state and recovered a
receptor high-affinity state in cholesterol-loaded,
ergosterol-depleted yeast membranes [19].
Here, we investigate ligand binding (agonist and
antagonist, peptide and alkaloid) and G-protein
coupling according to the cholesterol content of
CHO cell membranes, to elucidate the effect of
cholesterol on the function of hMOR. We assessed
the distribution of various pharmacological states of
hMOR in plasma membranes according to the
lateral distribution of cholesterol, lipids and mem-
brane proteins in the cholesterol-rich membrane
fractions (DRMs) and cholesterol-poor membrane
fractions (N-DRMs). We found that hMOR func-
tion in CHO membranes may thus be dependent on
the level of cholesterol and we suggested that various
hMOR conformations would be confined to distinct
domains of CHO cell membranes.
Materials and methods
Methyl-b-cyclodextrin (MbCD), diprenorphine
(DPN), cholesterol and ergosterol were purchased
from Sigma-Aldrich RBI, [D-Ala2, N-MePhe4,
Gly-ol5] enkephalin (DAMGO) and [D-Phe-Cys-
Tyr-D-Trp-Arg-Thr-Pen-Thr-NH2] (CTAP) from
Bachem. 1-(4-trimethylammoniumphenyl)-6-phen-
yl-1,3,5-hexatriene p-toluenesulfonate (TMA-DP-
H) was purchased from Molecular Probes (Eugene,
Oregon, USA). The purity of TMA-DPH and sterols
was checked by thin-layer chromatography. Salts and
solvents were of analytical grade.
Cell culture
CHO-K1 cells stably transfected with a construct
encoding the hMOR (3105 receptors/cell) labeled
at the N-terminus (N-term) with a T7 tag sequence
(called CHO/T7hMOR cells), were grown on Ham-
F12 medium plates supplemented with 10% fetal
calf serum and antibiotics (50 U/ml penicillin,
50 mg/ml streptomycin, Invitrogen) and selected
with 400 mg/ml geneticin (Invitrogen).
Preparation of CHO cell membranes enriched in plasma
membranes
Plasma membrane of CHO cells was prepared as
previously described [25], under pressure of nitro-
gen, in a Kontes pressure homogenizer. Plated cells
were incubated in phosphate-buffered saline-EDTA
(PBS-1.5 mM EDTA, pH 7.4) for 15 min at 378C to
release them from the culture dish. The resulting
suspension was centrifuged at 500 g for 5 min and
resuspended in Tris buffer (TE: 50 mM Tris-HCl,
1 mM EDTA, pH 7.4, containing a protease
inhibitor cocktail tablet (Complete Mini, Roche,
Germany) at an optical density of 0.7 at l650 nm.
Cells were then equilibrated at 48C for 10 min at a
pressure of 10 standard atmospheres (atm) in a
Kontes pressure homogenizer (Avantec, France).
Lysates were obtained by releasing the cell suspen-
sion dropwise from the homogenizer. The homo-
genate was centrifuged at 1500 g for 10 min to
remove intact cells, nuclei and mitochondria [25].
The supernatant was then centrifuged at 110,000 g
for 35 min in a Beckman centrifuge with a 60Ti
rotor. The membrane pellet named untreated
plasma membranes of CHO cells (U membranes)
was resuspended in TE and the proteins or lipids
were quantified. This protocol led to a cell lysis rate
of around 100%, with no disruption of subcellular
organelles, but a partial contamination by endoplas-
mic reticulum and lysosomes [25]. To decrease the
rate of contamination of the plasma membrane by
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these elements, a Percoll gradient could be used
[25], but it is not possible in our case, because of the
loss of hMOR activity (data not shown).
Preparation of MbCD solution and sterol-MbCD
complexes
First, a solution of 40 mM MbCD was prepared in
TE. Cholesterol-MbCD complexes (1:18 molar
ratio) were prepared by adding a solution of 8.6
mg cholesterol in 100 ml DMF dropwise to MbCD
solution at a temperature of approximately 808C
under agitation. Typically, 100 ml cholesterol solu-
tion was added to 10 ml of 40 mM MbCD solution.
Ergosterol/MbCD complexes were prepared by add-
ing 100 ml ergosterol (4.4 mg in 100 ml
CHCl3:CH3OH [9/1]) solution to 10 ml of 40 mM
MbCD solution (1:36 molar ratio of ergosterol to
MbCD).
MbCD manipulation of membrane sterol content
Membranes were depleted of cholesterol and loaded
with cholesterol. Cholesterol was depleted from
CHO native membranes (U for untreated mem-
branes), prepared as described above at a protein
concentration of approximately 2 mg/ml, by incuba-
tion with equal volume of 10 mM MbCD solution
for 30 min at 208C under agitation. Depleted
membranes (D membranes) were pelleted as de-
scribed above and resuspended at 2 mg/ml in TE. U
and D membranes were incubated with cholesterol
or ergosterol with an equal volume of 10 mM
appropriate sterol-MbCD complexes for 30 min at
208C under agitation. Native membranes loaded
with cholesterol (C) and depleted membranes
loaded with cholesterol (C) or ergosterol (E),
were centrifuged as described above in a Beckman
centrifuge with a 60Ti rotor to remove MbCD and
then resuspended in TE.
Lipid analysis
Lipids from CHO membranes or from DRMs and
N-DRMs were extracted according to the classical
Bligh and Dyer procedure. Sterols were quantified
by colorimetric methods based on the oxidation of
the hydroxyl group (Roche Molecular Materials) or
on the formation of a cholestatetraenylic cation by
the Zak reaction [26].
Phospholipids (PL) were titrated according to the
Eaton and Dennis procedure. Phospholipids and
sphingolipids where characterized by thin-layer
chromatography (TLC): the total lipid extract from
one experiment was spotted at one edge of TLC
channeled plates (Kieselgel 60 CF254, Merck) and
allowed to migrate with chloroform/methanol/water
(65:25:4 v/v/v). The plate was sprayed with sulfuric
acid, heated at 2508C for 15 min and analyzed.
Quantity One 1-D software (Biorad) was used to
quantify the spots by densitometry.
Fatty acids were titrated according to gas chro-
matography (GC) analysis. Two internal standards
(15:015:0 PC and 17:017:0 PC) in a 2:1 molar
ratio were added to the lipid extract before fatty acid
transmethylation. Organic solvents were evaporated
under a stream of nitrogen, and the samples were
dissolved in 250 ml boron trifluoride/methanol (14%
w/v). The tubes were flushed with N2, capped with a
Teflon-lined cap and heated at 908C for 1 h. They
were then cooled to room temperature, 1 ml of water
was added, and methyl esters were extracted twice
with 0.5 ml petroleum ether and vigorous shaking.
The pooled organic phases were dried with anhy-
drous sodium sulfate and concentrated under N2.
GC analysis was carried out on a semi-capillary
column (15 m0.25 mm) coated with 5% diphenyl,
95% dimethylsiloxane (HP-5MS) with argon as the
carrier gas. The oven temperature was programmed
to rise from 1602008C at a rate of 48C/min, remain
at 2008C for 8 min, then rise to 2608C at a rate of
68C/min and remain at this temperature for 15 min
to elute free sterols and other contaminants. The
response factor for each fatty acid was calculated
relative to that of internal standards.
Steady-state fluorescence polarization experiments
Steady-state fluorescence polarization experiments
were carried out with a homemade automatic T-
format apparatus connected to a microcomputer, as
described previously [27]. The suspension of labeled
cells was placed in a closed, thermostatically con-
trolled housing system equipped with temperature
monitoring devices (Peltier elements). The tempera-
ture increased from 4 to 3790.38C at a rate of 18C/3
min. Polarized fluorescence intensities (IV and IH)
were measured at each degree. Wavelengths of 348
nm for excitation and 426 nm for emission were
used. Polarization rate values (pTMA-DPH(IV-IH)/
(IVIH)) were determined to within91% (relative
values).
Membranes (U, D, C, C) were prepared as
described above and diluted in PBS buffer to obtain
an OD348B0.08. TMA-DPH (1 mM) was incubated
with the membranes for 5 min before the experi-
ment.
Preparation of DRMs
Preparations of total native or depleted membranes
(1 ml) with a protein concentration of 57.5 mg/ml
in TE were deposited at the bottom of 15 ml
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ultracentrifuge tubes (Ultraclear Beckman). These
samples were incubated in the presence and absence
of hMOR agonists (1 mM) and antagonists (1 mM)
for 1 h at 258C in a water bath and then cooled on
ice. TX100 was used at a final concentration of
0.25% (higher concentrations of TX100 (up to
0.5%) completely solubilized T7hMOR, limiting
its presence in DRMs) for 5 mg of proteins, to
extract more than 95% of T7hMOR from the pellet
of sucrose gradients of U or D CHO membranes. In
contrast more than 50% of the proteins were still
present in the pellet. The mixed solution was kept on
ice for 20 min. A discontinuous sucrose gradient was
prepared: the above preparation was mixed with 1 ml
70% sucrose (w/v) in TE (without TX100 and
antiproteases), overlaid with 4 ml 30% sucrose (w/v)
and then 4 ml 5% sucrose (w/v). The gradient was
centrifuged at 200,000 g for 18 h at 48C in a Beckman
SW41 rotor. Fractions of 1.20 ml were harvested
from the top (fraction 1) to the bottom (fraction 8) of
the tube. We identified an opaque annulus (fraction
4) corresponding to DRMs of U (DRM-U) or D
(DRM-D) CHO membranes in the 20% sucrose
region. Fractions 68 corresponded to N-DRMs of U
(N-DRMs-U) or of D (N-DRMs-D) CHO mem-
branes. Turbidity at 620 nm, sucrose percentage,
quantity of proteins, and alkaline phosphatase spe-
cific activity (Sigma Fast Enzymatic kit, Sigma), used
as raft marker, was determined. For each fraction, the
alkaline phosphatase activity was converted as the
normalized alkaline phosphatase activities (AP) by
correction following their relative total protein con-
tents. DRMs were recovered mainly in fractions three
to five. DRMs were washed twice by ultracentrifuga-
tion at 200,000 g for 1 h at 48C to prepare them for
binding experiments. The pellet (fraction 9) was
suspended in Tris-HCl 50 mM, pH 7.4.
Western blotting
Aliquots of gradient fractions identified as DRM and
N-DRM fractions were suspended in Laemmli
sample buffer (50 mM Tris-HCl, 0.8% SDS (w/v),
4% glycerol (v/v), 0.2% b-mercaptoethanol (v/v),
bromophenol blue, pH 6.8) supplemented with 4 M
urea, boiled for 5 min, separated by 10% SDS-
polyacrylamide gel electrophoresis and electrotrans-
ferred to a nitrocellulose membrane (Hybond ECL,
Amersham). Equal amounts of proteins (15 mg) were
loaded in each lane. The nitrocellulose membrane
was blocked for 60 min at room temperature in
20 mM Tris-HCl/125 mMNaCl buffer, pH 7.6 with
0.1% Tween-20 (v/v), 5% milk powder (w/v) and
10% FCS (v/v). The membranes were incubated for
1 h incubation with anti-T7 Tag antibody-HRP
conjugate (dilution 1/5000, Novagen) at 208C, and
Western LightningTM Chemiluminescence Reagent
Plus (Perkin Elmer Life Sciences, Inc.) was used to
detect bound antibody. ImageJ 1.32J software
(Wayne Rasband, NIH USA) was used to quantify
and analyze band intensities. The western analysis
was normalized according to the true mass of
proteins contained in the gradient fractions by
determining and applying correction factors to the
corresponding lane of the western blot.
Saturation binding experiments
CHO/T7hMOR membranes, DRM and N-DRM
aliquots (520 mg of protein) were used for satura-
tion experiments in 0.5 ml of 50 mM Tris-HCl, pH
7.4 with [3H]-DPN (Perkin Elmer Life Sciences), a
non-selective opioid antagonist, and [3H]-DAMGO
(NEN Life Sciences Products), a MOR-selective
agonist. Competitive inhibition of [3H]-DPN (1
nM) was assessed with 12 concentrations of compe-
titors (420 pM morphine or 4 pM to 200 mM
CTAP, according to the selectivity of the inhibitor
used). Saturation and competitive experiments were
done in the presence or in the absence of the GTP
analogue, Gpp(NH)p (100 mM). Non-specific bind-
ing was determined in the presence of 1 mM
unlabeled DPN or DAMGO. Following incubation
for 1 h at 258C, free ligand was removed by filtration
through a Whatman GF/B filter. Filters were then
washed three times with 10 mM ice-cold Tris-HCl
buffer. Scintillation fluid (Ready protein, Beckman
Coulter, USA) was added and bound radioactivity
measured with a Packard Tri-carb 2100 TR scintil-
lation counter. Data were analyzed with GraphPad
Prism software using the one-site binding equation.
[
35
S]-GTPgS binding experiments
[35S]-GTPgS binding to hMOR-CHO cell mem-
brane preparations was measured in 96-well micro-
plates (NEN Basic Flashplates), with 200 ml final
well volumes. Membrane preparations (10 mg pro-
tein/well) were incubated for 15 min at 308C in assay
buffer (20 mM Hepes, pH 7.4, containing 100 mM
NaCl, 10 mg/ml saponin, 3 mM MgCl2, 1 mM
GDP), in the presence or absence (basal [35S]-
GTPgS binding) of 0.1 nM to 1 mM DAMGO or
morphine. These membrane preparations were then
incubated with 0.1 nM [35S]-GTPgS (Amersham
Biosciences) for 30 min at 308C, followed by
centrifugation (800 g for 10 min) at 48C and removal
of the supernatants. AWallac 1450 Microbeta Trilux
was used to count scintillation over 2 min in each
well in the microplates. Data were analyzed with
GraphPad Prism software using the one-site binding
equation.
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Results
Preparation of membranes from CHO cells enriched in
plasma membranes
The value of 0.44 for the Chol/PL molar ratio of U
membranes (Table I) indicated that some quantity of
reticulum is still present in our plasma membrane
preparation. In a pure CHO plasma membrane,
Chol/PL has a value of 0.54, while for a total
membrane homogenate, a value of 0.34 was mea-
sured [25] because no cholesterol is found in
endoplasmic reticulum.
Reversible alterations of sterol content of CHO plasma
membranes expressing T7hMOR
We depleted the sterol content of U membranes by
treatment with empty MbCD and complemented D
or U membranes with sterol using 10 mM of sterol-
loaded MbCD leading to cholesterol-loaded (C) or
-overloaded (C) and ergosterol-loaded (E)
membranes. Total Prot and to a lesser extent PL
contents did not change significantly after depletion;
also PL/Prot ratios were not significantly changed
after incubation with MbCD (Table I). That is in
agreement with MbCD being specific sterol-carrying
agents when their concentration does not exceed 10
mM [13,28].
Treatment of U membranes with empty MbCD
(giving rise to the cholesterol-depleted membranes
D) depleted approximately 60% of the cholesterol
content, which was in keeping with previous data
described in the literature [29]. Reloading cholesterol
or ergosterol in D or Umembranes (respectively C,
E and C), indicated that MbCD-mediated
sterol depletion was fully reversible (Table I).
Effect of sterol content on membrane microviscosity
The sterol content of membranes greatly influences
the rotational and conformational dynamics of lipids
[1,3] and therefore the membrane microviscosity.
We evaluated changes of lipid microviscosity in U
and modified membranes by measuring the polar-
ization rate of TMA-DPH (pTMA-DPH) at tempera-
tures between 4 and 378C. TMA-DPH is a
fluorescent probe, which indicates changes of lipid
organization at the depth where cholesterol is
localized [30]. As described for other cell systems
[27], pTMA-DPH slightly decreased in a regular
manner as the temperature increased (data not
shown). The values of pTMA-DPH were measured
for U, D, C, C, and E membranes at 258C
(Table I): pTMA-DPH was dependent on the sterol
content as previously described [31], showing that
our treatments were efficient and reversible. The
polarization values measured are consistent with
membranes being in a fluid phase corresponding to
a disordered liquid state [30]. Values of pTMA-DPH
were significantly lower in D membranes (p(D)
0.29) than in U membranes (p(U)0.36). Loading
with cholesterol (C and C membranes) or
ergosterol (E membranes) restored the microvisc-
osity values of U membranes.
Effect of the sterol content on ligand binding to T7hMOR
We studied binding of [3H]DPN and [3H]DAMGO
to U membranes. Affinities of these ligands (Kd)
(Table II) were in the nanomolar range and similar
to those reported in numerous studies [32]. Further-
more, and as reported previously [33], we observed
that the number of high affinity binding sites for
[3H]DPN was twice higher than that for [3H]DA-
MGO (in the concentration range used), consistent
Table I. Lipid, protein contents and pTMA-DPH polarization ratio value for U (untreated), D (depleted), C
 (D complemented), C (U
complemented) and E (D ergosterol complemented) CHO/T7hMOR membranes.
Type of
membranes:
Sterol/PL
(mole/mole)
Sterol/Prot.
(mmole/mg)
PL/Prot.
(mmmole/mg)
% of depletion or
complementation
Polarization ratio
values of pTMA-DPH
Untreated (U) 0.4490.05 0.2590.02 0.5190.15 0 0.3690.02
Depleted (D) 0.2090.06 0.1190.03 0.4890.16 (5695) 0.2990.01
Cholesterol complemented (C) 0.5290.12 0.2590.03 0.4490.14 (10096) 0.3690.02
Cholesterol Over-complemented
(C)
0.9190.10 0.4190.04 0.4590.14 (164910) 0.3790.01
Ergosterol complemented from
cholesterol depleted (E)
0.6290.08 0.2490.03 0.4090.13 (9697) 0.3790.02
Depletion percentages are calculated relative to the initial amount of cholesterol. Depletion occurred when the relative variation of sterol
content was negative, complementation when it was positive. For ergosterol complemented membranes (E), ergosterol-MbCD complexes
were incubated with cholesterol-depleted membranes (D). As the depletion of cholesterol was not complete (Chol./PL0.20 mole/mole),
sterol/PL0.62 for ergosterol complemented membranes (E) corresponded to 0.20 of cholesterol plus 0.42 of ergosterol. The
polarization value pTMA-DPH was recorded between 4 and 378C (data not shown), but here is noted only the polarization value pTMA-DPH at
258C. The presented results are the averages9SM of at least 5 experiments.
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with the idea that DPN interacts with equal affinity
with high and low affinity agonist binding states of
hMOR (data not shown).
The binding profiles and characteristics of hMOR
with D membranes are reported in Figure 1A and
Table II. The affinity and the number of binding
sites (Bmax) for [3H]DPN and [3H]DAMGO were
weakly affected by cholesterol depletion.
We next compared the DAMGO binding charac-
teristics for U and D membranes in the presence and
in the absence of Gpp(NH)p (aG-protein decoupling
agent). As expected, treatment with Gpp(NH)p
decreased DAMGO binding to U membranes to
some extent (Table II, Figure 1), thus emphasizing
the role G-protein coupling plays in stabilizing the
receptor in a high affinity agonist binding state.
Interestingly, the effect of GppNHp was magnified
following cholesterol depletion, with at least 30%
in the DAMGO Bmax values. This suggests that
cholesterol depletion together with G-protein uncou-
pling drive the receptor into a low-affinity agonist-
binding conformation (Figure 1B, Table II). Finally
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Figure 1. DAMGO affinity parameters. (A) Saturation binding
experiments for one campaign of measurements with DAMGO, in
the absence (full symbols, black curves) or in the presence (empty
symbols, grey curves) of Gpp(NH)p on U (m,k), D (j,I) or
C (",2) plasma membranes. (B) Relative differences of [3H]-
DAMGO Bmax (%) between the absence and the presence of 100
mM Gpp(NH)p. All results are means for three independent
experiments performed in duplicate. *Significantly difference
from U sample at pB0.005.
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to strengthen this conclusion, C membranes recov-
ered the characteristics of high-affinity DAMGO
binding. Our results thus indicate that cholesterol
maintains the high affinity binding state for DAMGO
even in absence of G-protein coupling.
Loading D membranes with ergosterol (E) did
not fully restore DAMGO binding (Figure 1B)
although microviscosity of E membranes was
similar to that of C membranes (Table I). These
results are consistent with previous findings for
S. cerevisiae membranes showing distinct effects of
cholesterol and ergosterol with respect to the
m opioid receptor functionality. The differences
observed in the binding experiments could be
explained by the capacity of both sterols to generate
different constraints in the depth of the membrane
leading to distinct hMOR conformations [34].
We evaluated the affinity of various ligands for U,
D, and C membranes to determine whether the
effect of cholesterol on binding is influenced by the
nature of the ligand (agonist/antagonist) or by its
molecular structure (alkaloid/peptide). The alkaloid
agonist morphine and the agonist peptide DAMGO
had similar binding patterns (Table II). For both, the
Ki and Kd affinity values in the presence of
Gpp(NH)p was 2.5-fold higher for D membranes
than for U membranes. As in the DAMGO experi-
ments, a recovery of morphine binding was observed
with C membranes. Cholesterol depletion weakly
affected the antagonist CTAP binding. These find-
ings suggest that whatever the nature of the agonist
(peptide or alkaloid; Table II), changes in the
cholesterol content modulate binding in the same
manner, despite the fact that these ligands interact
with different parts of the T7hMOR [32,35]. These
findings thus further demonstrate that cholesterol is
needed for high-affinity agonist, but not antagonist,
binding.
Effect of cholesterol on G protein coupling of T7hMOR
We used [35S]-GTPgS binding measurements to
determine whether the cholesterol content modu-
lates the ability of agonists to trigger G-protein
activation [36]. We did not detect any basal GTPgS
S binding suggesting that T7hMOR was not con-
stitutively active in our cell system (data not shown).
DAMGO stimulated [35S]-GTPgS binding to U
membranes with a half-maximal effective concentra-
tion (EC50) of 28n9 5 M (Figure 2).
Cholesterol depletion of U membranes diminished
the potency of DAMGO to promote nucleotide
binding (EC506999 nM) and reduced by 509
5% the efficacy (Emax) of DAMGO-induced G
protein coupling (Figure 2). When the cholesterol
content of D membranes was re-established, potency
and efficacy of DAMGO to stimulate [35S]-GTPgS
binding were restored. This indicates that the changes
we describe in the ability of DAMGO to trigger G
protein activation following cholesterol depletion are
consequences of the alteration of the cholesterol
content rather than non-specific effects of MbCD.
A slight decrease of the EC50 values for DAMGOwas
observed for C or Cmembranes, supporting the
view that cholesterol improves the capacity of the
receptor to activate G-proteins. Morphine was
slightly less potent (EC5043nM) than DAMGO
as previously described [37], but the morphine-
induced [35S]-GTPgS binding to D, C and C
membranes paralleled those obtained for DAMGO
(data not shown).
These experiments show that cholesterol is
needed for a certain pool of T7hMOR to activate
G- proteins in response to the agonist.
Effect of cholesterol content on total protein, PL
composition and T7hMOR membrane localization
To investigate whether T7hMOR pharmacology is
related to its localization in cholesterol-enriched
microdomains, we isolated DRMs from U and D
CHO/T7hMOR membranes by accurate detergent
treatment (TX100 [38]) and ultracentrifugation on a
sucrose gradient (Figure 3). With 0.25% of cold
TX100, an opaque annulus formed in the 20%
sucrose region (fraction 4) of the gradient, corre-
sponding to DRMs-U of CHO total membrane
preparations. DRMs-D were also extracted from D
membranes (Figure 3A, 3B, 3C). These experimental
-10 -9 -8 -7 -6
2500
5000
7500
10000 U - EC50 = 28nM
D - EC50 = 69nM
C+ - EC50 = 16nM
C++ - EC50 = 16nM
DAMGO (log(M))
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5S
-G
TP
γS
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)
Figure 2. [35S]-GTPgS binding of DAMGO on untreated (U),
cholesterol depleted (D), cholesterol complemented (C) or
cholesterol over-complemented membranes (C) prepared as
described in Materials and methods. [35S]-GTPgS binding was
determined with 0.1 nM [35S]-GTPgS in the presence of
increasing concentrations of ligands (0.1 nM to 1 mM). All values
are means for three independent experiments performed in
triplicate.
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conditions revealed that, almost all the hMOR
(95%) was extracted from the pellets of U and D
membranes. These DRM fractions (Figure 3A frac-
tions 3, 4, 5) co-localized with normalized alkaline
phosphatase activity (AP), consistent with previously
published results [3]. However, the AP quantities in
DRM fractions, relative to that in N-DRM fractions,
were higher in U membranes (2.8) than in D
membranes (1.5), indicating that cholesterol stabi-
lizes theDRMs. The amounts of proteins (Figure 3B)
and lipids (data not shown) localized in DRMs
represented less than 10% in U membranes and less
than 5% in D membranes, as compared to the total
amount of these molecules before detergent extrac-
tion. The Chol/PL ratios in these DRMs were higher
than in the N-DRM fractions 6, 7, 8, (Figure 3B), as
described in previous reports [2]. Comparison of the
Chol/PL ratios between U andDmembranes (Figure
3C) revealed a decrease of 66% (DRM), 52% (N-
DRM), 59% (pellet), and 57% (TM). The small loss
of PL and total proteins betweenUandDmembranes
(data not shown) explains why the Chol/Prot and
Chol/PL ratios vary similarly and why PL/Prot ratios
are unchanged (Figure 3C).
The presence of T7hMOR in the gradient frac-
tions 39 from T7hMOR/CHO membranes before
and after cholesterol depletion was studied by
electrophoresis on SDS polyacrylamide gel and
western blot analysis (Figure 4A and 4B). We
quantified the T7hMOR bands (Figure 4C), and
the T7hMOR abundance was normalized to the
total amount of proteins recovered in the DRM and
N-DRM fractions from U and D membranes
(Figure 4D). This showed that more than 93% and
95% of T7hMOR was found in N-DRM from U and
D membranes, respectively. Small quantities of
T7hMOR (less than 1.5% and 0.3%, respectively)
were detected in DRM, and about 5% and 4% were
detected in the pellets (Figure 4D).
Western blot analysis showed that T7hMOR
(Figure 5) redistributed towards the DRMs after
the addition of DAMGO (1293%), although 839
10% was still present in the N-DRMs (Figure 5B).
However, this DRM redistribution was inhibited
when membranes were treated with DAMGO plus
Gpp(NH)p (B1% in DRM) (Figure 5C) and did
not occur after treatment with the antagonist CTAP
(Figure 5D). DAMGO-stimulation of T7hMOR
redistribution to DRMs-D was weaker than in
DRMs-U (3% of T7hMOR, Figure 5E and 5F),
thus indicating that some hMOR in a high affinity
agonist binding state are localized in DRMs and that
depletion abolishes strongly this phenomenon.
Effect of cholesterol depletion on the lipid and fatty acid
compositions of DRM membrane fractions
The lipid composition (percentages of lipid classes
and fatty acid composition) of total membranes
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Figure 3. Characterization of sucrose gradient fractions from U or
D T7hMOR/CHO membranes. (A) According to their normal-
ized alkaline phosphatase (U: m), (D: k) titration and sucrose
concentration (U: I, D: X); (B) According to their cholesterol/
phospholipid (Chol/PL) ratio contents (U: m), (D: k), (')
corresponds to the distribution of total proteins after a sucrose
gradient. U and D total membranes gave identical results; (C)
Lipid characteristics of various membrane fractions correspond to:
aDRMs (Fractions 345), bN-DRMs (Fractions 67
8), cpellet (Fraction 9) and dtotal membranes, before (filled
bars) and after cholesterol depletion (black bars) for cholesterol to
phospholipid ratios (mol/mol), m-moles of cholesterol per mg of
proteins, and m-moles of phospholipids per mg of proteins. Bars
correspond to standard deviations of seven experiments before
cholesterol depletion and six after. *The absence of PL in
fractions 1 and 2 did not allow Chol/PL ratios to be calculated.
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(TM), DRMs, N-DRMs and pellets from U and D
membranes was determined (Figure 6). TLC was
used to study these various fractions and the
findings for U and D membranes were compared
(Figure 6A). Sphingolipids (SM1, SM2) were
found in TM and DRMs of U and D membranes.
Glycolipids (GL1, GL2) were partially lost in D
membranes after cold TX100 treatment (Figure
6A). Quantitative analysis of the TLC results
(Figure 6B) revealed that: (i) the lipid compositions
of total U and D membranes are comparable (data
not shown) and correspond to the filled bars in
Figure 6B; (ii) the percentages of PC and PE from
DRMs in U and D membranes were not signifi-
cantly different; (iii) the percentages of PS and GL
were around 10% and 70% respectively lower in
DRM-D than in DRM-U (Figure 6B); (iv) in
contrast, SM was 30% more abundant in D than
in U membranes.
GC analysis of fatty acid indicated that total U
and D membranes had similar compositions (data
not shown) and revealed that three major fatty acids
(9-cis-octadecenoic acid [C18:1], hexadecanoic acid
[C16:0] and octadecanoic acid [C18:0]) made up
more than 70% of total fatty acids. In DRMs, only
tetradocanoic acid (C24:0), which is mainly found in
sphingolipid species [39], was substantially en-
hanced after depletion (Figure 6C).
Discussion
The aim of this study was to evaluate the influence
of cholesterol on T7hMOR function and the lateral
distribution of this molecule in mammalian cell
membranes. We carried out binding assays on U
Figure 4. Western blot analysis of the distributions of T7hMOR
in CHO membranes before (U) and after cholesterol depletion
(D). (A) Western blot of hMOR in membrane fractions of
solubilized membranes: lanes U3, U4, U5 (DRMs-U), lanes
U6, U7, U8 (N-DRMs-U) and lane U9 (pellet of the gradient).
After electrophoresis on SDS polyacrylamide gels, western blot
analysis identified T7hMOR at approximately 70 kDa. We had
previously verified the absence of T7hMOR from non-transfected
CHO/K1 membranes. (B) Quantification of western blot of
hMOR in gradient fractions from cholesterol-depleted mem-
branes: lanes D3, D4, D5 (DRM), lanes D6, D7, D8 (N-
DRM) and lane D9 (pellet) C) T7hMOR distribution, as
percentages, in sucrose gradient fractions 19. (") and (k)
indicate the distribution of hMOR in 15 mg of total proteins of U
and D membranes respectively analyzed by Western blot (see
Material and methods for the quantification); () corresponds to the
distribution of total proteins after a sucrose gradient. U or D total
membranes gave identical results. (D) The corrected hMOR
distribution in a sucrose gradient of combined U and D
membrane fractions according to the criteria: DRMs (fractions
35), N-DRMs (fraction 6 to 8), and pellet (fraction 9). Western
blot are performed with HRP conjugate anti-T7 antibody used as
the probe (1/5000). All results are presented as means for three
independent experiments performed in duplicate. *Significantly
difference from DRU-U at pB0.01. See text for a quantification
of hMOR distribution.
Figure 5. Western blot of hMOR in membrane fractions 4 and 7
of sucrose gradient from Triton X100 solubilized membranes.
Equal amounts of proteins (15 mg) were loaded in all lanes. (A): U
membranes in a basal state. (B): after DAMGO addition. (C): U
membranes after DAMGOGpp(NH)p addition. (D): U mem-
branes after CTAP addition. (E): D membranes in a basal state.
(F): D membranes after DAMGO addition. See text for quanti-
fication of hMOR distribution.
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and D membranes with various ligands. We also
explored the relationship between the pharmacology
of T7hMOR and its localization in different mem-
brane microdomains. We first checked that the
binding profile of T7hMOR was similar to that
previously described for the wild-type receptor [32].
Indeed, the two receptors have similar affinities for
the antagonists DPN and CTAP and the agonists
DAMGO and morphine. There were twice more
DPN binding sites than DAMGO sites, suggesting
that only 50% of the receptors were in a high-affinity
agonist-binding conformation in U membranes.
Effect of cholesterol contents on the T7hMOR
pharmacology
Cholesterol depletion markedly decreased high affi-
nity binding of the agonists DAMGO and morphine
in the presence, but not in the absence, of
Gpp(NH)p. This indicates that sensitivity to choles-
terol depletion is mainly observed in the absence of
G-protein coupling. Further evidence of this phe-
nomenon was that this effect was abolished by the
restoration of the cholesterol content (C mem-
branes). In contrast, cholesterol depletion did not
affect binding of the antagonists DPN and CTAP.
These results are consistent with our previous
findings with S. cerevisiae membranes [19] and
suggest that cholesterol alone, independently of G-
proteins, can maintain hMOR in a high affinity
agonist binding state. An increased affinity for
agonists, even in the absence of G-proteins, has
also been reported for constitutively active mutant
receptors [40], but [35S]-GTPgS binding showed
that there was no constitutively active T7hMOR in
our cell system. In the absence of Gpp(NH)p,
cholesterol depletion changed the binding of ago-
nists only slightly, but dramatically altered the
receptor-mediated activation of G-proteins in re-
sponse to agonists. This strongly suggests that
different conformational states exist for agonist
binding and G-protein activation, and that these
states are differentially affected by cholesterol deple-
tion. This is consistent with previous work showing
that GPCRs exhibit different conformational states
for their functioning [41].
Using fluorescence polarization experiments, we
found that pTMA-DPH was dependent on sterol
content, indicating that MbCD-mediated depletion
of cholesterol was effective for membrane fluidifica-
tion and that the effects were reversible after
complementation. However, the pTMA-DPH values
cannot account for the subtle local changes in
microviscosity which modify T7hMOR function
locally [17]. The different pharmacological profiles
Figure 6. Lipid characteristics of TM, DRM, N-DRM and pellet
(P) of U and D membranes. (A) TLC plates: TM-U and TM-D
were membrane extracts from U and D membranes; DRM-U, N-
DRM-U and P-U are from of U membranes, respectively; DRM-
D, N-DRM-D and P-D are from of D membranes. (B) The
percentage repartitions of lipid classes normalized for each
deposited samples are shown: TM-U or TM-D (filled bars),
DRM-U (open bars), DRM-D (grey bars). (C) Percentages of
saturated or unsaturated fatty acid of TM-U (filled bars), DRM-
U (open bars), DRM-D (grey bars), pellet (bicolor bars). Insert:
Zoom of the zone C20:1-C24:0. CX:Y indicated: X: the number
of carbon atoms in the fatty acid chain; Y: the number of double
bonds. The ratios of unsaturated to saturated fatty acids for TM-
U, DRM-U, DRM-D were: 1.790.1, 1.090.15, and 1.190.2,
respectively. GL1, GL2 can correspond to glyco-lipids or spingo-
glycolipids that we were not able to differentiate.
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of T7hMOR in E and C membranes, which have
similar pTMA-DPH values, are consistent with this.
Characterization of lipids in DRM and N-DRM from U
and D membranes
Particular lipid compositions can generate mem-
brane microdomains, in which certain proteins are
confined. In the case of GPCRs, their activation and
receptor-mediated signalling are favoured. We there-
fore developed an experimental approach to isolate
lipid microdomains based on their resistance to
dissolution in cold non ionic detergents.
As previously reported [4], the composition of
DRMs, N-DRMs and the pellet varied with the
nature and the concentration of detergents used.
Furthermore, the cholesterol content modulates the
efficiency of detergent extraction [42]. Our results
are consistent with these findings and the alkaline
phosphatase content of DRMs decreasing following
cholesterol depletion, suggested that cholesterol
depletion enhanced the efficiency of detergent ex-
traction (Figure 3A). We also found that the extent
of cholesterol depletion was in the same range for
DRMs and N-DRMs (69% and 50%, respectively),
revealing some DRMs were still present in D
membranes. These findings may be accounted for
by cholesterol not being completely removed and by
the enrichment of SM in DRMs-D and DRMs-U.
Indeed, the residual cholesterol (40% of the total
initial cholesterol) may be sufficient to stabilize rafts,
owing to the strong intermolecular hydrogen bond
cholesterol establishes with SM [43], impeding
membrane solubilization by detergents. The enrich-
ment of both DRMs-D and DRMs-U in long
saturated C18:0 and C24:0 acetyl chains, which
are considered to be major constituents of SM fatty
acids [39], is consistent with this hypothesis. How-
ever, like the cholesterol content, the amounts of the
glycolipids GL1 and GL2 markedly differ in DRMs-
D and in DRMs-U (Figure 6A and 6B); it is
therefore likely that despite the lack of difference in
lipid head group composition, the two DRMs differ
substantially in nature (Figure 6).
Localization and quantification of T7hMOR in various
membrane fractions
With U membranes in the basal state, T7hMOR was
mostly (93.3%) localized in N-DRMs, with very little
(1.5%) in DRMs. The proportion of these receptors
in DRMs-U increased (12.5%) after DAMGO
activation (Figure 4C). Furthermore, addition of
Gpp(NH)p showed that the redistribution of
T7hMOR toDRMs-Uwas dependent upon coupling
to G-proteins (Figure 5C), and antagonist treatments
(Figure 5D) did not relocalize T7hMOR to DRMs-
U. These various results indicate that the fraction of
T7hMOR (12.5%) redistributing toward DRMs-U
represents receptor conformations that are in a high-
affinity agonist binding state. Given that the number
of agonist binding sites is half that of antagonist
binding sites, the 12.5% of T7hMOR localizing in
DRMs in response to DAMGO, corresponds to 25%
of the receptors in a high-affinity agonist binding
state. Our results appear to differ from those of Zhao
et al. [44] who, using a detergent-free preparation of
rafts from total cell membranes, found MOR to be
present principally in the rafts both in the basal state
and after agonist activation. So these differences may
be explained as it is suggested in many reports, by
rafts have various compositions which depend on cell
type, on the nature of starting membrane materials
[25] and by the protocols used for their isolation. If
detergents are used, the lipid and protein composition
of rafts depends on the detergent nature [42] and on
its concentration [45]. Our results also suggest that
the remaining receptors with a high affinity for
agonists (75%) are located in N-DRMs-U (where
the Chol/PL ratio is 0.37 [Figure 3C]). However,
consistent with our findings for S. cerevisiae mem-
branes [19], the receptors in this membrane fraction
remain cholesterol-dependent, because no high affi-
nity for agonists was detected when cholesterol was
absent [19]. Additionally, it is more than likely that
some of these receptors also require cholesterol for
activating G-proteins in response to agonists, as
revealed by the extent of [35S]-GTPgS binding that
decreases after cholesterol depletion (50% of recep-
tors with high affinity agonist binding). This result is
not consistent with the 75% of hMOR detected in the
N-DRM fraction by western blot analysis. This
implies that certain membrane microdomains, con-
taining T7hMOR in an activated form leading to a
high agonist binding affinity, have been extracted
from N-DRMs-U.
After cholesterol depletion, hMOR was detected
mainly in N-DRMs-D, in which the Chol/PL ratio
was 0.19; a very small quantity (B3%) of T7hMOR
was found in DRMs-D even after DAMGO activa-
tion (Figure 5F). This suggests that the agonist-
induced redistribution of hMOR to DRMs depends
on the cholesterol level, which is consistent with our
main conclusion that cholesterol stabilizes T7hMOR
in a high-affinity agonist binding state.
Comparisons of membrane localization and
pharmacological properties of T7hMOR
Due to their high concentrations of cholesterol and
sphingolipids with long saturated hydrocarbon
chains, DRMs-U have a thicker lipid bilayer than
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N-DRMs-U [6]. Conformational changes of d-
opioid receptors following agonist activation have
been reported to trigger a specific increase in the
meanmembrane thickness (10%of the thickness of
DOPCmembrane for DOR, i.e., 0.5 nm) [46]. We
recently confirmed specific modulations of d-opioid
receptor  containing membrane thickness after
agonist stimulation, using the fluorescence properties
of a pyrene-labeled cholesterol [47]. Similarly, the
changes in hMOR conformation associated with
agonist activation may result in lipid/protein hydro-
phobic mismatches able to generate new rafts or to
drive activated hMOR towards existing raft zones.We
therefore suggest that the T7hMOR found in DRMs-
U after agonist activation are associated with greater
membrane thickness than that of associated with the
remaining receptors in N-DRMs-U. These differ-
ences in T7hMOR thickness may be related to
different patterns of pharmacological behaviour.
The thicker conformation may correspond to an
active hMOR conformation able to couple G-pro-
teins that is abolished when cholesterol levels fall.
Finally, our findings show that cholesterol is
required for the stabilization of a receptor conforma-
tion with a high affinity for agonists and for triggering
G-protein activation in response to agonists. They
also suggest that different surrounding lipid environ-
ments, with different cholesterol levels and mem-
brane thicknesses, may lead hMOR to adopt at least
two active molecular conformations required for
agonist binding and G protein activation. As sug-
gested in a recent work on hb2-AR [23], cholesterol
may regulate interactions between hb2-AR and G
proteins either by cholesterol-mediated association
(dimerization) or modulating subcellular signalling.
These different pathways could lead to sequential
coupling to different G proteins (in association with
different conformation of receptor) [23].
The findings of our study based solely on sta-
tionary approaches are confirmed by FRAP experi-
ments revealing that hMOR diffusion is restricted to
different submicrometre domains after agonist bind-
ing [48]. We are therefore now carrying out SPT
experiments with tagged hMOR, to improve our
understanding of these mechanisms and receptor
membrane distribution during signalling processes.
Acknowledgements
This work was supported by grants from ARC
(Association pour la Recherche contre le Cancer),
G. Gaibelet was supported by a CNRS fellowship.
Declaration of interest: The authors report no
conflicts of interest. The authors alone are respon-
sible for the content and writing of the paper.
References
[1] Pike LJ. 2004. Lipid rafts: heterogeneity on the high seas.
Biochem J 378:281292.
[2] Ge M, Gidwani A, Brown HA, Holowka D, Baird B, Freed
JH. 2003. Ordered and disordered phases coexist in plasma
membrane vesicles of RBL-2H3 mast cells. An ESR study.
Biophys J 85:12781288.
[3] London E. 2002. Insights into lipid raft structure and
formation from experiments in model membranes. Curr
Opin Struct Biol 12:480486.
[4] Schuck S, Honsho M, Ekroos K, Shevchenko A, Simons K.
2003. Resistance of cell membranes to different detergents.
Proc Natl Acad Sci USA 100:57955800.
[5] Ipsen JH, Karlstrom G, Mouritsen OG, Wennerstrom H,
Zuckermann MJ. 1987. Phase equilibria in the phosphati-
dylcholine-cholesterol system. Biochim Biophys Acta
905:162172.
[6] Gandhavadi M, Allende D, Vidal A, Simon SA, McIntosh
TJ. 2002. Structure, composition, and peptide binding
properties of detergent soluble bilayers and detergent
resistant rafts. Biophys J 82:14691482.
[7] Gimpl G, Fahrenholz F. 2002. Cholesterol as stabilizer of the
oxytocin receptor. Biochim Biophys Acta 1564:384392.
[8] Scanlon SM, Williams DC, Schloss P. 2001. Membrane
cholesterol modulates serotonin transporter activity. Bio-
chemistry 40:1050710513.
[9] Nunez MT, Glass J. 1982. Reconstitution of the transferrin
receptor in lipid vesicles. Effect of cholesterol on the binding
of transferrin. Biochemistry 21:41394143.
[10] Pike LJ, Casey L. 2002. Cholesterol levels modulate EGF
receptor-mediated signaling by altering receptor function
and trafficking. Biochemistry 41:1031510322.
[11] Westover EJ, Covey DF, Brockman HL, Brown RE, Pike LJ.
2003. Cholesterol depletion results in site-specific increases
in epidermal growth factor receptor phosphorylation due to
membrane level effects. Studies with cholesterol enantio-
mers. J Biol Chem 278:5112551133.
[12] Polozova A, Litman BJ. 2000. Cholesterol dependent
recruitment of di22:6-PC by a G protein-coupled receptor
into lateral domains. Biophys J 79:26322643.
[13] Niu SL, Mitchell DC, Litman BJ. 2002. Manipulation of
cholesterol levels in rod disk membranes by methyl-beta-
cyclodextrin: effects on receptor activation. J Biol Chem
277:2013920145.
[14] Niu SL, Mitchell DC, Lim SY, Wen ZM, Kim HY, Salem N
Jr, Litman BJ. 2004. Reduced G protein-coupled signaling
efficiency in retinal rod outer segments in response to N-3
fatty acid deficiency. J Biol Chem 279:3109831104.
[15] Pang L, Graziano M, Wang S. 1999. Membrane cholesterol
modulates galanin-GalR2 interaction. Biochemistry 38:
1200312011.
[16] Harikumar KG, Puri V, Singh RD, Hanada K, Pagano RE,
Miller LJ. 2005. Differential Effects of modification of
membrane cholesterol and sphingolipids on the conforma-
tion, function, and trafficking of the G protein-coupled
cholecystokinin receptor. J Biol Chem 280:21762185.
[17] Emmerson PJ, Clark MJ, Medzihradsky F, Remmers AE.
1999. Membrane microviscosity modulates mu-opioid re-
ceptor conformational transitions and agonist efficacy. J
Neurochem 73:289300.
[18] Farahbakhsh ZT, Deamer DW, Lee NM, Loh HH. 1986.
Enzymatic reconstitution of brain membrane and membrane
opiate receptors. J Neurochem 46:953962.
[19] Lagane B, Gaibelet G, Meilhoc E, Masson JM, Cezanne L,
Lopez A. 2000. Role of sterols in modulating the human
434 G. Gaibelet et al.
D
o
w
n
lo
ad
ed
 B
y:
 [
IN
IS
T/
CN
RS
] 
At
: 
15
:0
6 
1 
Ap
ri
l 
20
09
mu-opioid receptor function in Saccharomyces cerevisiae. J
Biol Chem 275:3319733200.
[20] Pucadyil TJ, Chattopadhyay A. 2004. Cholesterol modulates
ligand binding and G-protein coupling to serotonin (1A)
receptors from bovine hippocampus. Biochim Biophys Acta
1663:188200.
[21] Gimpl G, Klein U, Reilander H, Fahrenholz F. 1995.
Expression of the human oxytocin receptor in baculovirus-
infected insect cells: high-affinity binding is induced by a
cholesterol-cyclodextrin complex. Biochemistry 34:13794
13801.
[22] Klein U, Gimpl G, Fahrenholz F. 1995. Alteration of the
myometrial plasma membrane cholesterol content with beta-
cyclodextrin modulates the binding affinity of the oxytocin
receptor. Biochemistry 34:1378413793.
[23] Cherezov V, Rosenbaum DM, Hanson MA, Rasmussen SG,
Thian FS, Kobilka TS, Choi HJ, Kuhn P, Weis WI, Kobilka
BK, Stevens RC. 2007. High-resolution crystal structure of
an engineered human beta2-adrenergic G protein-coupled
receptor. Science 318:12581265.
[24] Gimpl G, Fahrenholz F. 2000. Human oxytocin receptors in
cholesterol-rich vs. cholesterol-poor microdomains of the
plasma membrane. Eur J Biochem 267:24832497.
[25] Ce´zanne L, Navarro L, Tocanne JF. 1992. Isolation of the
plasma membrane and organelles from Chinese hamster
ovary cells. Biochim Biophys Acta 1112:205214.
[26] Zak B, Dickenman RC, White EG, Burnett H, Cherney PJ.
1954. Rapid estimation of free and total cholesterol. Am J
Clin Pathol 24:13071315.
[27] Leborgne N, Ce´zanne L, Teulie`res C, Canut H, Tocanne JF,
Boudet AM. 1992. Lateral and rotational mobilities of lipids
in specific cellular membranes of Eucalyptus gunnii. Plant
Physiol 100:246254.
[28] Christian AE, Haynes MP, Phillips MC, Rothblat GH.
1997. Use of cyclodextrins for manipulating cellular choles-
terol content. J Lipid Res 38:22642272.
[29] Huang P, XuW, Yoon SI, Chen C, Chong PL, Liu-Chen LY.
2007. Cholesterol reduction by methyl-beta-cyclodextrin
attenuates the delta opioid receptor-mediated signaling in
neuronal cells but enhances it in non-neuronal cells.
Biochem Pharmacol 73:534549.
[30] Prendergast FG, Haugland RP, Callahan PJ. 1981. 1-[4-
(trimethylamino)phenyl]-6-phenylhexa-1,3,5-triene: synth-
esis, fluorescence properties and use as fluorescence probe
of lipid bilayers. Biochemistry 20:73337338.
[31] Van Blitterswijk WJ, Van Hoeven RP, Van der Meer BW.
1981. Lipid structural order parameters (reciprocal of
fluidity) in biomembranes derived from steady-state fluores-
cence polarization measurements. Biochim Biophys Acta
644:323332.
[32] Gaibelet G, Capeyrou R, Dietrich G, Emorine LJ. 1997.
Identification in the mu-opioid receptor of cysteine residues
responsible for inactivation of ligand binding by thiol
alkylating and reducing agents. FEBS Lett 408:135140.
[33] Gaibelet G, Meilhoc E, Riond J, Saves I, Exner T, Liaubet L,
Nurnberg B, Masson JM, Emorine LJ. 1999. Nonselective
coupling of the human mu-opioid receptor to multiple
inhibitory G-protein isoforms. Eur J Biochem 261:517523.
[34] Cantor RS. 1999. The influence of membrane lateral
pressures on simple geometric models of protein conforma-
tional equilibria. Chem Phys Lipids 101:4556.
[35] Fukuda K, Kato S, Mori K. 1995. Location of regions of the
opioid receptor involved in selective agonist binding. J Biol
Chem 270:67026709.
[36] Wieland C, Jakobs KH, Wieland T. 1994. Altered guanine
nucleoside triphosphate binding to transducin by cholera
toxin-catalysed ADP-ribosylation. Cell Signal 6:487492.
[37] Gray RE, Munks MW, Haynes RR, Olsen GD. 2001. Mu
opioid receptor efficacy and potency of morphine-6-glucur-
onide in neonatal guinea pig brainstem membranes: com-
parison with transfected CHO cells. Brain Res Bull 54:
499505.
[38] Garner AE, Smith A, Hooper NM. 2008. Visualization of
detergent solubilisation of membranes: Implications for the
isolation of rafts. Biophys J. 94:13261340.
[39] Bagnat M, Keranen S, Shevchenko A, Simons K. 2000.
Lipid rafts function in biosynthetic delivery of proteins to the
cell surface in yeast. Proc Natl Acad Sci USA 97:32543259.
[40] Samama P, Cotecchia S, Costa T, Lefkowitz RJ. 1993. A
mutation-induced activated state of the beta 2-adrenergic
receptor. Extending the ternary complex model. J Biol Chem
268:46254636.
[41] Berchiche YA, Chow KY, Lagane B, Leduc M, Percher-
ancier Y, Fujii N, Tamamura H, Bachelerie F, Heveker N.
2007. Direct assessment of CXCR4 mutant conformations
reveals complex link between receptor structure and G(al-
pha)(i) activation. J Biol Chem 282:51115115.
[42] Babiychuk B, Draeger A. 2006. Biochemical characteriza-
tion of detergent-resistant membranes: a systematic ap-
proach. Biochem J 397:407416.
[43] Li XM, Momsen MM, Smaby JM, Brockman HL, Brown
RE. 2001. Cholesterol decreases the interfacial elasticity and
detergent solubility of sphingomyelins. Biochemistry
40:59545963.
[44] Zhao H, Loh HH, Law PY. 2006. Adenylyl cyclase super-
activation induced by long-term treatment with opioid
agonist is dependent on receptor localized within lipid rafts
and is independent of receptor internalization. Mol Phar-
macol 69:14211432.
[45] Andre´ A, Gaibelet G, Le Guyader L, Welby M, Lopez A,
Lebrun C. 2008. Membrane partitioning of various delta-
opioid receptor forms before and after agonist activations:
the effect of cholesterol. Biochim Biophys Acta: 1178:1483
1492.
[46] Salamon Z, Cowell S, Varga E, Yamamura HI, Hruby VJ,
Tollin G. 2000. Plasmon resonance studies of agonist/
antagonist binding to the human delta-opioid receptor:
new structural insights into receptor-ligand interactions.
Biophys J 79:24632474.
[47] Le Guyader L, Le Roux C, Maze`res S, Gaspard-Iloughmane
H, Gornitzka H, Millot C, Mingotaud C, Lopez A. 2007.
Changes of the membrane lipid organization characterized
by means of a new cholesterol-pyrene probe. Biophys J
93:44624473.
[48] Saulie`re A, Gaibelet G, Millot C, Maze`res S, Lopez A,
Salome´ L. 2006. Diffusion of the mu opioid receptor at the
surface of human neuroblastoma SH-SY5Y cells is restricted
to permeable domains. FEBS Lett 580:52275231.
Cholesterol modulates hMOR functionality 435
D
o
w
n
lo
ad
ed
 B
y:
 [
IN
IS
T/
CN
RS
] 
At
: 
15
:0
6 
1 
Ap
ri
l 
20
09
AUTHOR : Aurore ANDRE 
 
TITLE : Study of the role of the lipidic environment on the functionality and the membrane 
organization of the human delta and mu opioid receptors 
 
PhD SUPERVISORS : Chantal LEBRUN and André LOPEZ  
 
PLACE AND DATE OF THE DEFENSE : July the 1st, 2009- University Toulouse III 
 
ABSTRACT : 
Numerous evidences show the existence of lateral heterogeneities within the plasma 
membranes defined as lipid domains. Among these, lipid rafts, have been extensively studied.  
They are characterised by an enrichment in cholesterol and sphingolipids, and are depicted as 
fluid plaforms that segregate membrane components involved in a particular signaling 
process, like signal transduction of GPCR, promoting the specificity and the efficiency of the 
response.   
Here we study the role of the lipidic environment on the activity of two GPCRs, namely 
human mu and delta opioid receptors (hMOR and hDOR). Cholesterol, which is a main 
component implicated in the formation of rafts, was here the subject of a particular interest. 
Membranes fractions that were enriched in cholesterol (DRM) were analysed after cold 
extraction by TX-100 of cellular membranes. The data we obtained show that hMOR and 
hDOR are found in DRM at a basal state. In contrast, when activated by an agonist, a 
relocalisation of a fraction of these receptors is observed in DRM and we show that this 
phenomenon is dependant of the association of these receptors with G-proteins. 
The analysis of pharmacological properties of hDOR and hMOR upon cholesterol depletion 
show clearly that some pool of receptors need cholesterol for function. To complete these 
data, we next examined whether this effect was due to direct interactions of the receptors with 
cholesterol or membrane thickness. To test this assumption, we have investigate the effect of 
ergosterol on hMOR and hDOR pharmacology and the acyl-chain length of the phospholipids 
on the function of the reconstituted hDOR.  
 
KEY WORDS: GPCR, opioid receptors, lateral membrane organization, cholesterol, rafts, 
model and plasma membranes, hydrophobic mismatch 
 
FIELD: Biochemistry- Biophysic 
 
LABORATORY: Institut de Pharmacologie et de Biologie Structure (IPBS), 205 route de 
Narbonne, 31077 Toulouse Cedex 
 
AUTEUR : Aurore ANDRE 
 
TITRE : Etude de l’influence de l’environnement lipidique sur la fonctionnalité et 
l’organisation membranaire des récepteurs mu et delta aux opioïdes 
 
DIRECTEURS DE THESE : Chantal LEBRUN et André LOPEZ 
 
LIEU ET DATE DE SOUTENANCE : Le 1er juillet 2009 – Université Toulouse III 
 
RESUME : 
Il est aujourd’hui bien connu qu’il existe des compartimentations latérales au sein 
même de la membrane, définissant des domaines. Une grande attention a été portée ces 
dernières années à des domaines membranaires particuliers, les « rafts ». Ces domaines 
enrichis en cholestérol et sphingolipides seraient impliqués dans certains processus de 
signalisation cellulaires qui nécessitent un transfert de l’information à la fois spécifique et 
efficace, comme  c’est le cas notamment des RCPG  
Dans cette étude, le rôle de l’environnement lipidique sur l’activité de deux RCPG, les 
récepteurs humains µ et δ aux opioïdes (hMOR et hDOR) a été recherché. Des fractions 
enrichies en cholestérol (DRM) ont été analysées après extraction à froid en TX-100 de 
membranes cellulaires et la présence des récepteurs hMOR ou hDOR a été recherchée. Les 
données indiquent que peu de hDOR et hMOR sont retrouvés dans ces fractions à l’état basal, 
mais la redistribution d’une partie de ces récepteurs dans les DRM, dépendante de 
l’association des récepteurs aux protéines G, est observée après activation par leur ligand 
agoniste. 
 Les données de pharmacologie obtenues après modulation de la teneur en cholestérol 
des membranes contenant ces récepteurs ont montré clairement un effet de la déplétion en 
cholestérol sur la fonctionnalité de hMOR et hDOR.  
Enfin, pour mieux cerner le rôle du cholestérol dans la distribution et l’activité des 
récepteurs, l'influence d’un autre stérol, l’ergostérol, a été étudié. Une modulation éventuelle 
de l’activité du récepteur hDOR par l’épaisseur de la membrane a été analysée en 
reconstituant le récepteur dans des liposomes ayant des lipides de longueur de chaînes 
variables.  
 
MOTS-CLES : RCPG, récepteurs aux opioïdes, organisation latérale membranaire, 
cholestérol, rafts, membranes plasmiques et modèles, mésappariement hydrophobe 
 
DISCIPLINE : Biochimie- Biophysique  
 
LABORATOIRE : Institut de Pharmacologie et de Biologie Structure (IPBS), 205 route de 
Narbonne, 31077 Toulouse Cedex 
 
